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Jeden Tag ist unsere Desoxyribonukleinsäure (DNA) schädlichen Einflüssen aus der Umwelt oder aus 
endogenen Prozessen ausgesetzt. Um die genomische Integrität zu erhalten, haben sich mehrere 
Reparatursysteme in der Natur entwickelt. Die Nukleotidexzisionsreparatur (NER) spielt eine 
wichtige Rolle bei der Entfernung von strukturell unterschiedlichen DNA-Schäden, wie sterisch 
anspruchsvollen Basenaddukten. Bei dieser Reparatur hat das eukaryontische Xeroderma 
pigmentosum A (XPA) Protein eine entscheidende Bedeutung, denn Defekte im XPA Protein führen 
zu den stärksten Phänotypen von Xeroderma pigmentosum. Allerdings wird die genaue Rolle bzw. 
Funktion von XPA bis heute noch untersucht.[1]                    
Daher sollte im ersten Teil dieser Arbeit mehr Kenntnis über den Erkennungsmechanismus 
beziehungsweise die Rolle von Rad14, das Hefehomolog des humanen XPA Proteins, in der NER 
erlangt werden. Die dabei entstandene Kristallstruktur mit der DNA-bindenden Domäne von Rad14 
und dG(C8)-Acetylaminofluoren (AAF) geschädigter DNA zeigte erste Einblicke in den 
Bindungsmechanismus von Rad14 an geschädigter DNA (Abbildung 1).  
 
Abbildung 1: a) Darstellung des AAF(C8)-dG Schadens. b) Kristallstruktur von Rad14 mit geschädigter DNA. Die DNA ist in 
grau, der C8-AAF Schaden in pink und die gegenüber liegende Base dC ist in grün markiert. Die DNA kann von zwei Rad14 
Proteinen (in hell- und dunkelblau markiert) gebunden werden. Zudem interkaliert der Schaden in der DNA-Duplex. (PDB: 
5A3D). 
Diese Kristallstruktur hat eine strukturelle Similarität zur NMR Struktur der DNA-bindenden Domäne 
von XPA. In dieser nimmt Rad14 eine α/β Architektur, bestehend aus sieben α-Helices und drei 
β-Faltblättern, ein. Dazu binden zwei Rad14 Proteine oberhalb und unterhalb des Schadens ohne 
Interaktion mit dem Schaden selbst und bilden dabei ein 13mer Erkennungsmotiv aus. Des Weiteren 
führt die Bindung des Rad14 Proteins zur Ausbildung eines DNA-Knicks von ungefähr 70°, wobei sich 
der Schaden in der Knickstelle befindet. Vermutlich kann Rad14 durch einen indirekten 
Mechanismus Schäden in der DNA erkennen, indem es die Biegsamkeit und Flexibilität der DNA 
prüft.                       
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Zudem ist der Schaden in dem DNA-Duplex interkaliert und die gegenüberliegende Base wird 
herausgeklappt, wodurch der Schaden als ein vollständiges Watson-Crick-Basenpaar fungiert. Die 
dabei möglichen π-stacking Interaktionen könnten für die Stabilisierung des DNA-Knicks und damit 
einhergehend für die Ausbildung eines stabilen Erkennungskomplexes eine bedeutende Rolle 
spielen. Um die Rolle der π-stacking Interaktionen näher zu untersuchen, wurden verschiedene 
Schadensanaloga von AAF synthetisiert, in denen die Größe der aromatischen Fläche verändert 
wurde. Nach erfolgreicher Synthese von dG(C8)-Acetylphenyl-, dG(C8)-Acetylnaphthyl, dG(C8)-
Acetylanthracenyl- und dG(C8)-Acetylpyrenyl-Phoshoramiditen wurden diese durch DNA-
Festphasensynthese in die jeweiligen Oligonukleotide eingebaut. Als nächstes wurden die 
Oligonukleotide mit der DNA-bindenden Domäne von Rad14 kristallisiert. Dabei konnten alle vier 
Kristallstrukturen mit Rad14 und den unterschiedlichen Schäden erhalten werden, die alle analog zur 
AAF-Kristallstruktur sind. Auch die unterschiedlichen Basenaddukte sind in die DNA interkaliert und 
bilden π-stacking Interaktionen aus. Dadurch konnte die Theorie, dass die π-stacking Interaktionen 
zur Stabilisierung des DNA-Knicks führen, bestätigt werden. Zudem bestätigen die Kristallstrukturen, 
dass Rad14 die DNA-Schäden in einem sequence-independent shape-readout Mechanismus erkennt, 
indem es die DNA auf Biegsamkeit überprüft und dadurch eine enorm wichtige Rolle in der NER 
spielt.           
 
Abbildung 2: Vergleich eines Ausschnitts der Rad14 Kristallstrukturen a) C8-AF-dG (in blau) und b) C8-AAF-dG (in pink). 
Beide Schäden nehmen eine syn-Konformation um die nukleosidische Bindung ein. Im Gegensatz zum C8-AAF Schaden, der 
mit der dG Base in einer Ebene liegt, stehen die dG Base und der C8-AF Schaden fast senkrecht zueinander. (PDB: 5A3D; 
5LCL). 
Zusätzlich stellte sich die Frage, wie Rad14 nicht-acetylierte Schäden und vor allem N2-geschädigte 
DNA Addukte erkennt. Dabei konnten die Kristallstrukturen von dG(C8)-AF und dG(N2)-
Acetylaminonaphthalin geschädigter DNA mit Rad14 erhalten werden, die auch ähnlich zu den 
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anderen C8-Schäden sind. Bei genauer Betrachtung der Kristallstrukturen wird erkennbar, dass der 
AF-Schaden wie AAF eine syn-Konformation um die nukleosidische Bindung einnimmt. Der 
Fluorenring von AF steht fast senkrecht zum Guanosin, wobei AAF in einer Ebene mit Guanosin liegt 
und AAF somit eine bessere π-Oberfläche ausbildet. Durch die bessere Ausbildung von π-stacking 
forces von AAF kann der DNA-Knick besser stabilisiert werden und wird daher auch leichter von 
Rad14 erkannt (Abbildung 2). Im Gegensatz dazu nimmt der N2-Schaden eine anti-Konformation um 
die nukleosidische Bindung ein. Auch der Helix-störende Effekt ist geringer als beim AF-Schaden. 
Dazu liegt das Naphthalin auch in einer Ebene mit Guanosin und bildet eine gute π-Oberfläche aus. 
Demzufolge ist es für die Schadenserkennung durch Rad14 wichtig, dass der Schaden den DNA-Knick 
stabilisieren kann. In knock-out Experimenten konnte gezeigt werden, dass C8-AF-geschädigte DNA 
durch die globale Genomreparatur (GGR) erkannt und entfernt wird. Dennoch werden 60% des 
Schadens von der RNA-Polymerase überlesen. Dies könnte daran liegen, das AF eine syn- oder anti-
Konformation einnehmen kann. In der syn-Konformation kann es wie AAF erkannt werden und in 
der anti-Konformation kann der Schaden während der Transkription überlesen werden.       
Am Ende der Doktorarbeit konnte Rad14 mit einer Bubble-DNA, wobei der dG(C8)-AAF Schaden des 
15mers in einer 3nt Bubble vorliegt, kristallisiert werden. Die Kristallstruktur ist vergleichbar mit den 
anderen Kristallstrukturen. Allerdings ist die Elektronendichte um den Schaden nicht gut aufgelöst 
und die Positionen der ungepaarten Basen der Bubble sind auch unzureichend definiert. Aus diesen 
Ergebnissen lässt sich schließen, dass die π-stacking Interaktionen zwar eine relevante Rolle spielen, 
aber die Flexibilität der DNA ausschlaggebend für die Erkennung durch Rad14 ist. 
Im zweiten Teil sollten weitere Einblicke in den NER-Mechanismus erlangt werden, indem ein 
stabiler XPA/RPA/DNA-Komplex isoliert und die Struktur mittels Kristallisation oder Kryo-
Elektronenmikroskopie aufgeklärt werden sollte. Das Replikation Protein A (RPA) spielt ebenfalls 
eine Rolle in der NER und kann sowohl mit XPA interagieren als auch DNA binden.              
Dabei konnte ein Gelfiltrationsprotokoll entwickelt werden, welches es ermöglicht den 
XPA/RPA/DNA-Komplex zu isolieren. Die Protein enthaltenden Fraktionen konnten mittels SDS-PAGE 
identifiziert und durch EMSA Experimente konnte die Protein-DNA Interaktion bestätigt werden. 
Außerdem wurden die Pufferbedingungen, Inkubationszeiten, die Protein-DNA Konzentrations-
verhältnisse und die DNA Substrate für den Gelfiltrationsassay optimiert. Des Weiteren konnte 
gezeigt werden, dass der erhaltene Komplex sehr stabil ist. Durch unterschiedliche Zugabezeiten von 
XPA, RPA oder DNA zum Komplex konnte herausgefunden werden, dass sich die Komplexbildung 
nicht verändert bei unterschiedlicher Zugabe. Zusätzlich konnten durch den Gelfiltrationsassay 
verschiedene DNA-Sequenzen für die Komplexbildung überprüft werden, um das am besten 
geeignete Substrat zu finden. Dabei konnten einige passende DNA-Substrate zur Komplexbildung 
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gefunden werden. Unter anderem bildeten sowohl die ungeschädigten als auch die AAF-
geschädigten DNA-Stränge mit einem Überhang (34mer mit 20nt 5´-Überhang und 25mer mit 20nt 
5´-Überhang) mit XPA/RPA einen Komplex aus. Dies lässt vermuten, dass die DNA-Verzweigung, also 
nicht AAF, schon von XPA/RPA erkannt werden kann. Im Gegensatz zu ungeschädigter Bubble-DNA 
konnte auch mit verschieden langen AAF-geschädigten Bubble-DNAs gute Komplexbildung erzeugt 
werden. Somit konnte gezeigt werden, dass die Komplexbildung mit Bubble-DNA schadensabhängig 
ist.                         
In den Kristallisationsstudien des XPA/RPA/DNA-Komplexes konnten erste Mikrokristalle erhalten 
werden. Gleichzeitig wurde versucht, die Struktur des Komplexes durch Kryo-Elektronenmikroskopie 
zu lösen. Dabei konnte durch erste Negativfärbungen eine Partikelgröße von ca. 6-15 nm und durch 
2D-Klassifizierung erste strukturelle Hinweise (XPA/RPA mit einem 34mer AAF 20nt 5´-Überhang) 
erhalten werden. Dennoch konnte bisher keine hochaufgelöste Struktur mittels Kryo-
Elektronenmikroskopie gelöst werden. In zukünftigen Untersuchungen müssten daher weitere 
Strukturstudien durchgeführt werden, um die Struktur des XPA/RPA/DNA-Komplexes zu lösen und 







Our deoxyribonucleic acid (DNA) is daily exposed to harmful influences from the environment and 
endogenous processes. In order to maintain the genomic integrity, several repair systems have been 
developed in nature. The nucleotide excision repair (NER) plays an important role in the removal of 
structurally different DNA lesions, such as the bulky base adducts. In this repair, the eukaryotic 
Xeroderma pigmentosum A (XPA) protein is of crucial importance. Defects in the XPA protein can 
lead to the strongest phenotype of Xeroderma pigmentosum. However, studies to fully understand 
the exact role or function of XPA are still under active investigation.[1]         
In the first part of this thesis, we investigated the recognition mechanism and the role of Rad14, the 
yeast homologue of the human XPA protein. The first crystal structure of the DNA-binding domain of 
Rad14 and dG(C8)-acetylaminofluorene (AAF) damaged DNA provided first insights into the binding 
mechanism of Rad14 with damaged DNA (Figure 1). 
 
Figure 1: a) Structure of the AAF(C8)-dG lesion. b) Crystal structure of Rad14 with damaged DNA. The DNA is highlighted 
in grey, the C8-AAF lesion in pink and the opposite base dC in green. Two Rad14 molecules (highlighted in light and dark 
blue) can bind to the DNA. Additionally, the lesion intercalates into the DNA duplex. (PDB: 5A3D). 
This crystal structure has a structural similarity to the NMR structure of the DNA-binding domain of 
XPA and shows Rad14 in an α/β-architecture consisting of seven α-helices and three β-sheets. Two 
Rad14 proteins bind above and below the damage to form a 13mer recognition motif. No interaction 
between the protein and damage was observed. Furthermore, binding of the Rad14 protein leads to 
the formation of a sharp DNA kink of 70°, with the damage being in the kink. Probably, Rad14 can 
detect lesions in the DNA through an indirect mechanism by probing the flexibility of the DNA.               
Furthermore, the AAF-lesion is intercalated into the DNA duplex and the opposite base is kicked out, 
causing the lesion to act as a complete Watson-Crick base pair. The possible π-stacking forces could 
play a significant role in stabilizing the DNA kink. Thus, the investigation of these π-stacking forces is 
important. Therefore, various lesion analogues of AAF were synthesized in which the size of the 
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aromatic surface was changed. After successful synthesis of dG(C8)-acetylphenyl-, dG(C8)-
acetylnaphthyl-, dG(C8)-acetylanthracenyl- and dG(C8)-acetylpyrenylphosphoramidites, they were 
incorporated into oligonucleotides by DNA solid-phase synthesis. Next, these oligonucleotides were 
crystallized with the DNA-binding domain of Rad14. It was possible to obtain all four crystal 
structures with Rad14 and the lesions which were all similar to the AAF crystal structure. 
Additionally, we found that all lesions are intercalated into the DNA duplex and form π-stacking 
forces. These results have strengthened the theory that the π-stacking forces lead to the 
stabilization of the DNA kink. In addition, the crystal structures confirm that Rad14 recognizes DNA 
lesions in a sequence-independent shape-readout mechanism by probing the DNA for flexibility and 
that Rad14 plays an important role in the NER.          
 
Figure 2: Comparison of a section of the Rad14 crystal structure with a) C8-AF-dG (in blue) and b) C8-AAF-dG (in pink). 
Both lesions adopt a syn-conformation around the nucleosidic bond. The C8-AAF lesion is almost in a plane with the dG 
base, while the C8-AF lesion and the dG base are perpendicular to each other. (PDB: 5A3D; 5LCL). 
We were also wondering, how Rad14 recognizes non-acetylated lesions and N2-lesions. The crystal 
structures of dG(C8)-AF and dG(N2)-acetylaminonaphthalene-damaged DNA with Rad14 were 
obtained, which show a similarity to the other C8-lesions. A more detailed analysis of the lesion in 
the crystal structure revealed that the AF lesion, such as AAF, has a syn-conformation around the 
nucleosidic bond. The fluorene ring of AF is almost perpendicular to the guanosine, while AAF is in  
plane with guanosine and thus forming a better π surface. Due to the better formation of π-stacking 
forces of AAF, the DNA kink can be better stabilized and therefore this lesion can be detected more 
easily by Rad14. In contrast, the N2-lesion takes an anti-conformation around the nucleosidic bond. 
The helix disrupting effect is also lower than the AF damage. Further, the naphthalene is in a plane 
with guanosine and forms a good π surface. Consequently, it is important for damage detection by 
Rad14 that the damage can stabilize the DNA kink. In knock-out experiments it was shown that the 
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dG(C8)-AF-lesion is detected and removed by the global genome repair (GGR). Nevertheless, 60% of 
the lesion is bypassed by the RNA-polymerase. This could be due to the fact that the AF can adopt a 
syn- or anti-conformation. In the syn-conformation the lesion can be recognized similar to AAF by 
NER and in the case of the anti-conformation the lesion can be bypassed during transcription.      
At the end of the thesis, Rad14 was crystallized with a bubble DNA, where the dG(C8)-AAF damage 
of the 15mer is located in a 3nt bubble. The crystal structure is comparable to the other crystal 
structures. However, the electron density around the damage is not well resolved and the positions 
of the mismatch bases in the bubble are inadequately defined. The result indicates that the π-
stacking forces play a relevant, but the flexibility of the DNA is crucial for the damage recognition by 
Rad14.  
In the second part we planned to get further insights into the NER mechanism by isolating a stable 
XPA/RPA/DNA-complex and solving the structure by crystallization or cryo-electron microscopy. 
Replication protein A (RPA) plays also an important role in the NER and can interact with XPA and 
binds DNA. A gel filtration protocol was developed, which gives access to the XPA/RPA/DNA-
complex. The protein-containing fractions could be identified by SDS-PAGE and the protein-DNA 
interaction could be confirmed by EMSA experiments. In addition, buffer conditions, incubation 
times, protein-DNA concentration ratios, and DNA substrates were optimized for the gel filtration 
assay. Furthermore, it was shown that the resulting complex is very stable. By changing the addition 
times of XPA, RPA or DNA to the complex it was found that the complex formation doesn´t change. 
Furthermore, different DNA substrates could be screened for the complex formation via gel filtration 
assay in order to find the most suitable substrate. Some DNA substrates could be identified for 
complex formation, including the undamaged and AAF damaged DNA strands with overhang (34mer 
20nt 5´-overhang and 25mer 20nt 5´-overhang). This suggests that the junction, and not the AAF 
itself, can already be detected as a lesion for XPA/RPA. In contrast to undamaged bubble DNA, 
complex formation could also be obtained with different sizes of AAF-damaged bubble DNAs. Thus, 
it was shown that the complex formation is lesion-dependent. First microcrystals could be obtained 
in the crystallization studies of the XPA/RPA/DNA-complex. Simultaneously, we tried solving the 
structure by cryo-electron microscopy. In the first negative stains, a particle size of 6-15 nm could be 
obtained and by 2D-classification a cherry-similar structure of the complex (XPA/RPA with a 34mer 
AAF 20nt 5´-overhang) could be obtained. To our dismay, no highly resolved structure has yet been 
solved by cryo-electron microscopy. In future studies, further structural studies should be carried 
out in order to solve the structure of the XPA/RPA/DNA-complex and to gain further mechanistic 





Die Desoxyribonukleinsäure (DNA) ist der Träger unserer genetischen Erbinformationen. Durch 
verschiedene exogene und endogene Einflüsse entstehen pro Zelle und pro Tag ca. 106 Schäden an 
der DNA.[2-3] Diese können zum einen z.B. durch spontane Hydrolyse des Phosphodiesters und der 
N-glykosidischen Bindung der DNA, durch Replikationsfehler oder durch verschiedene reaktive 
Metaboliten gebildet werden.[4-5] Auch können DNA-Schäden durch exogene Einflüsse, wie 
ultraviolette (UV)-Strahlung oder Umweltmutagene, ausgelöst werden.[6] Um die Integrität der 
genetischen Information zu erhalten, ist jeder Organismus mit verschiedenen Reparatursystemen 
ausgestattet. DNA-Schäden, die nicht repariert werden konnten, können zum einen zur Apoptose 
oder zur Entstehung von Krankheiten wie Krebs führen.[7] Neben den Reparatursystemen wie der 
Nukleotidexzisionsreparatur (NER), Mismatch-Reparatur (MMR), Rekombinationsreparatur, 
Basenexzisionsreparatur (BER), homologen Rekombination (HR), der nicht-homologen Endver-
knüpfung (NHE), sowie des Korrekturlesen von DNA-Polymerasen (proofreading) gibt es den 
Schadenstoleranz-Mechanismus (translesion DNA synthesis, TLS). Dabei können sogenannte 
low-fidelity Polymerasen (mit einer geringen Genauigkeit) über den Schaden hinweg lesen.[8-11]  Die 
NER ist ein hocheffizientes Reparatursystem, welches eine große Vielzahl an strukturell 
unterschiedlicher DNA-Schäden, die die DNA Helix thermodynamisch destabilisieren, erkennt und 
repariert. Dazu zählen UV-Schäden, oxidative Schäden, sterisch anspruchsvolle (bulky) DNA-Addukte, 
die durch Umweltmutagene verursacht werden, sowie Quervernetzungen der Basen durch 
Chemotherapeutika, wie Cisplatin.[10, 12-13] Bei der eukaryotischen NER sind bis zu 30 Proteine 
beteiligt, wobei die exakte Funktion mancher Proteine noch nicht genau verstanden ist. Eine 
Dysfunktion der NER führt zu schwerwiegenden Krankheiten wie z.B. Xeroderma Pigmentosum (XP). 
Des Weiteren spielt das Xeroderma Pigmentosum A Protein (XPA) eine wichtige Rolle in der NER, 
denn durch eine Fehlfunktion von XPA können die DNA-Schäden in der NER nicht repariert 
werden.[12, 14-15] Zudem wird bis heute noch diskutiert, welche genaue Rolle XPA in der NER spielt. 






1.1. Molekulare Mechanismen der Xeroderma Pigmentosum (XP) Proteine 
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Die Nukleotidexzisionsreparatur (NER) ist ein vielseitiges und effizientes DNA-Reparatursystem, das 
für die Entfernung einer Vielzahl von strukturell unterschiedlicher DNA-Schäden verantwortlich ist. 
Die breite Substratspezifität der NER variiert von DNA-Schäden, die durch Exposition von 
ultravioletter Strahlung gebildet werden, bis hin zu zahlreichen sperrigen DNA-Addukten, die durch 
mutagene Umweltchemikalien und zytotoxische Medikamente, die in der Chemotherapie verwendet 
werden, gebildet werden. Ein Defekt in der NER führt zu schweren Krankheiten wie Xeroderma 
pigmentosum (XP). Es sind acht XP-Komplementierungsgruppen bekannt, von denen sieben (XPA-
XPG) durch Mutationen in Genen verursacht werden, die an der NER beteiligt sind. Das achte Gen, 
XPV, kodiert für die DNA-Polymerase ɳ, die über DNA-Schäden repliziert, auch translesion synthesis 
(TLS) genannt. In den vergangenen zehn Jahren haben sich detaillierte, strukturelle Informationen 
dieser DNA-Reparaturproteine, die in der eukaryotischen NER und TLS involviert sind, ergeben. Diese 
Strukturen erlauben uns nun, den molekularen Mechanismus der NER und TLS genauer, insbesondere 
die breite Substratspezifität der NER, zu verstehen. In diesem Review wollen wir die jüngsten 
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The DNA is attacked daily by ultraviolet (UV) radiation, chemical carcinogens, cellular metabolites as well as anti-cancer
drugs such as cisplatin (Hoeijmakers, 2001) leading to more than 50 000 damages per cell per day (Rajski et al. 2000). To
preserve the integrity of the genetic information, all organisms are equipped with a number of DNA repair or tolerance
mechanisms such as DNA recombination, base excision repair (BER), mismatch repair (MMR), nucleotide excision repair
(NER) and translesion synthesis (TLS) that allow cells to cope with the diﬀerent lesions (Friedberg, 2005; Ohmori et al.
2001; Rupp & Howard-Flanders, 1968). In this review, we will focus on eukaryotic NER and TLS.
1.2 NER and NER-related diseases
One of the most prominent processes among the DNA repair pathways is the NER. NER is a central pathway safeguarding the
genome and cells against induced carcinogenesis, because of its capacity to eliminate a broad range of structurally very dif-
ferent DNA lesions (de Laat et al. 1999; Geacintov et al. 2002; Gillet & Scharer, 2006; Gunz et al. 1996; Huang et al. 1994)
including UV lesions such as cyclobutane–pyrimidine dimers (CPDs) and 6–4 pyrimidine–pyrimidone photoproducts
(6-4PPs), numerous bulky chemical adducts, intrastrand crosslinks caused by chemotherapeutics such as cisplatin and oxi-
dative damages (Fig. 1) (Brooks et al. 2000; Demple & Harrison, 1994). All these lesions do not share the same chemical
structures, but they are bulky and they thermodynamically destabilize the DNA helix, except for CPDs.
In humans, mutations of NER components lead to three severe diseases: xeroderma pigmentosum (XP), Cockayne syndrome
(CS) and trichothiodystrophy (TTD) (Cleaver, 2000; Lehmann, 2001). The NER pathway is divided in two subpathways: the
global genome NER (GG-NER) and the transcription-coupled NER (TC-NER) (Gillet & Scharer, 2006; Hanawalt & Spivak,
2008) diﬀering only in their damage recognition step. But NER in chromatin is a complex process and probably uses the
proposed ‘access–repair–restore’ mechanism, which comprises many components (Scharer, 2013). A defect in TC-NER
along with a mild transcription eﬀect can cause CS and TTD (Cleaver et al. 2009).
The CS is characterized by developmental impairment, premature aging and sunlight sensitivity. TTD leads to developmental
impairment and mental retardation without showing skin cancer predisposition (Cleaver et al. 2009; Lehmann, 2003).
Mutations inactivating the GG-NER cause the genetic disorder XP (Cleaver et al. 2009). Persons aﬀected by XP (‘children
of the moon’) need to avoid exposure to sunlight, because they show a high predisposition to UV-induced skin cancer
(Berneburg & Lehmann, 2001; Hebra & Kaposi, 1874; Lehmann, 2003). Seven complementation groups (XPA–XPG)
2
associated with diﬀerent NER gene defects were discovered by cell fusion techniques (De Weerd-Kastelein et al. 1972). The
discovery of NER and its association with genetic disorders together with the mechanism of action have already been reviewed
(Friedberg, 1995). Mutations associated with XP and posttranslational modiﬁcations of the XP proteins have also been re-
cently reported (Feltes & Bonatto, 2015). The variant form of the human syndrome xeroderma pigmentosum (XPV)
(Masutani et al. 1999b) is caused by a defect in DNA polymerase ɳ. In this paper, we review the eukaryotic structures of
XP proteins (XPA–XPG), including the XP variant DNA polymerase ɳ (called XPV) in complex with damaged or undamaged
DNA. This review will provide insights at the atomic level of how lesions in DNA are processed by these proteins.
1.3 NER mechanism
With the exception of chromatin, the NER mechanism is well understood in Escherichia coli as well as in eukaryotes (Naegeli
& Sugasawa, 2011; Sancar & Tang, 1993; Scharer, 2013). While the repair process in eukaryotes is accomplished by up to 30
Fig. 1. Examples of DNA adducts repaired by NER. AAF-dG: N-(2′-desoxyguanosin-8-yl)-2-acetylaminoﬂuorene, AF-dG:
N-(2′-desoxyguanosin-8-yl)-2-aminoﬂuorene AAP-dG: N-(2′-desoxyguanosin-8-yl)-2-acetylaminopyrene 6–4PP: 6–4PP, CPD: cyclobu-
tane–pyrimidine dimer, 1,2-GG and 1,3-GTG: major cisplatin-induced intrastrand crosslinks lesions.
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proteins, the precise role of each protein has not been fully elucidated so far. Despite this, a general core repair mechanism has
emerged (Fig. 2). In eukaryotes, the NER is divided in two distinct subpathways diﬀering only in their damage recognition
step (de Laat et al. 1999; Hanawalt & Spivak, 2008; Mellon et al. 1987). TC-NER ensures the repair of lesions which are located
on the transcribed strand of active genes (Hanawalt & Spivak, 2008; Hoeijmakers, 2001; Mellon et al. 1987; Sweder &
Hanawalt, 1992). Here the RNA-polymerase II seems to act as the initial damage sensor. During transcription the polymerase
gets stalled at the lesion site (Donahue et al. 1994; Tornaletti & Hanawalt, 1999) and by addition of the protein Cockayne
syndrome group B (CSB) a stable CSB–RNAP–DNA complex can from by ATP-hydrolysis (Citterio et al. 2000; Tantin
et al. 1997). In case the lesion blocks any read through, downstream factors such as Cockayne syndrome group A protein
(CSA) (Kamiuchi et al. 2002), TFIIH (Tantin, 1998) and XPG (Iyer et al. 1996) are recruited to the damage site and repair
is initiated (Hanawalt & Spivak, 2008). The GG-NER in contrast detects and removes helix distorting lesions throughout the
whole genome. The exact mechanism of the damage recognition steps is still under debate. Aboussekhra et al. and Mu et al.
were able to reconstitute the repair mechanism in vitro allowing deciphering the core excision reaction of NER (Aboussekhra
et al. 1995; Mu et al. 1995). The NER assembly seems to be a sequential and coordinated process in which damage excision
and repair is mostly error-free. This repair process is characterized by ﬁve main steps (steps I–V): after damage recognition (I)
a multi-protein complex (‘preincision complex’ (PIC)) binds to the damage site (II) leading to a double asymmetric cut of the
damage-containing oligonucleotide strand. The damage-containing single-stranded DNA (ssDNA) fragment is eliminated
(III). Afterwards the double strand is reconstituted by ﬁlling the gap with the DNA polymerase (IV) and ligation of the
new synthesized strand takes place (V) (Shivji et al. 1995). In this work, we will only consider the GG-NER pathway.
1.4 DNA-structure/repair relationships
Because of its broad substrate speciﬁcity, it was speculated early on that the NER system does not recognize the lesion itself but
the distortion of the DNA structure. In 1997 Naegeli and co-workers discovered that for damage recognition a chemical modi-
ﬁcation of the nucleotide in addition to distortion in the DNA helix had to be present (Hess et al. 1996b). They could show that
neither a modiﬁed ribose moiety with intact Watson–Crick base pairing nor a DNA bubble of three base-pairs was recognized
and repaired by the NER system. However, placing the modiﬁed ribose moiety into a DNA bubble, created a well-recognized
NER substrate. These observations helped to formulate the ‘bipartite substrate discrimination’-model (Hess et al. 1996a, 1997a).
This model shows that only DNA damages that cause disrupted base pairing can be recognized as NER substrates. Furthermore,
a DNA helix distortion might be additionally needed for the correct recruitment of the NER machinery (Hess et al. 1996b). This
hypothesis explains why helix-distorting damages are more eﬃciently processed by NER (Gunz et al. 1996; Sugasawa et al. 2001).
These ideas can also explain why 6–4PPs are better substrates than CPD lesions. Not all adducts, induced by polyaromatic
hydrocarbons or aromatic amines, are good substrates for NER, because some adducts do not change the duplex structure,
e.g. N-(deoxyguanosin-8-yl)-2-aminoﬂuorene. The aromatic ring of the lesion is easily accommodated in the minor or major
grooves of the DNA duplex. Lesions causing helix disruption upon intercalation of their aromatic ring inside the DNA helix
are typically good substrates for NER, e.g. N-(deoxyguanosin-8-yl)-2-acetylaminoﬂuorene (dG-AAF), (Gillet et al. 2005; Mu
et al. 1994) or benzo[a]pyrene (Buterin et al. 2000; Geacintov et al. 2002; Hess et al. 1997a; Yan et al. 2003). Nowadays, it is
assumed that all parameters able to reduce the thermodynamic stability of the DNA play a role for the NER damage recognition
step. The repair rate is apparently proportional to the decrease of thermodynamic stability of the duplex induced by the discrete
DNA lesions (Aboussekhra et al. 1995; Geacintov et al. 2002; Gillet & Scharer, 2006; Gunz et al. 1996).
1.5 Damage recognition in NER
How does discrimination between undamaged and damaged DNA take place in the context of dominating undamaged DNA
present in the nucleus? The exact damage recognition process in NER is still unclear and as such it is the most challenging
current question associated with the NER process.
Several experiments with ﬂuorescein-labeled proteins, such as ERCC1 (Houtsmuller et al. 1999), XPB (Hoogstraten et al.
2002) and XPA (Rademakers et al. 2003), in combination with photobleaching techniques showed that the repair proteins
move freely in the nucleus and accumulate successively at the damaged site. These observations argue that recognition factors
must initially bind to the damage site and subsequently recruit downstream factors. At the beginning of NER research XPA
was thought to be the initial damage recognizer in NER (Asahina et al. 1994; Jones & Wood, 1993). However, in 1998
Sugasawa et al. (Sugasawa et al. 1998) demonstrated in an in vitro experiment, that the complex XPC–RAD23B was the
ﬁrst damage binder followed by participation of XPA. While for XPC–RAD23B the involvement in the GG-NER pathway
has been clearly shown, the complex is not necessary for TC-NER. XPA in contrast, is indispensable for both GG-NER
and TC-NER, which perhaps supports its central function in a later step of NER (Kobayashi et al. 1998; Sugasawa et al.
1998). The role of XPA requires further investigations.
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Biochemical experiments demonstrated that the UV-damaged DNA-binding protein (UV-DDB) (Fujiwara et al. 1999; Keeney
et al. 1993; Reardon et al. 1993), XPC–RAD23B (Batty et al. 2000a; Raoul et al. 1995; Sugasawa et al. 1998, 2001), XPA
(Buschta-Hedayat et al. 1999; Jones & Wood, 1993; Li et al. 1995a) and replication protein A (RPA) (Burns et al. 1996;
Mellon et al. 1987; Reardon & Sancar, 2002; Schweizer et al. 1999) show all aﬃnity to damage-containing DNA. XPC–
RAD23B binds speciﬁcally to DNA lesions such as 6–4PP (Batty et al. 2000a; Kusumoto et al. 2001; Raoul et al. 1995), cisplatin
(Evans et al. 1997b;Hey et al. 2002;Moggs et al. 1996, 1997; Sugasawa et al. 1998), dG-AAF (Sugasawa et al. 1998) and cholesterol
adducts (Kusumoto et al. 2001; Sugasawa et al. 2001). It recognizes CPD damages (Kusumoto et al. 2001) poorly although their
repair is strongly dependent on the presence of XPC (Venema et al. 1991). The aﬃnity ofXPC–RAD23B toCPDs can be enhanced
by mismatches surrounding the lesion (Sugasawa et al. 2001). XPA alone or in combination with RPA binds to DNA containing
bulky adducts such as dG-AAF (Liu et al. 2005; Yang et al. 2002). By far the strongest DNA binding for XPA are DNA junctions
which suggest that XPA interacts with an intermediate structure rather than directly with a lesion (Missura et al. 2001).
Photoaﬃnity-crosslinking experiments demonstrate that XPC–RAD23B (Maltseva et al. 2007), as well as XPA (Wakasugi &
Sancar, 1999) show a high aﬃnity to damaged DNA without binding directly to the lesion (Reardon & Sancar, 2002).
Reconstitution experiments withNER-deﬁcient cells with all the diﬀerentNERproteins in diﬀerent order delivered contradictory
results. Sugasawa et al. showed a fast repair rate when the cells where preincubated with XPC–RAD23B (Sugasawa et al. 1998).
Preincubation of the damaged plasmids with XPA–RPA slowed down the repair velocity. Experiments fromWakasugi et al. how-
ever showed a more eﬀective repair when damaged DNA was preincubated with XPA/RPA (Wakasugi & Sancar, 1999).
1.6 Overview of each XP protein and its role in GG-NER
In Fig. 2, the diﬀerent steps of the GG-NER mechanism are depicted. It is believed that XPC–RAD23B initiates the GR-NER
by recognition of the damage (Fig. 2a, b) (Reardon & Sancar, 2003; Sugasawa et al. 1998; Wakasugi & Sancar, 1998). XPC
ignores the lesion but binds to the ssDNA opposite to the lesion (Min & Pavletich, 2007). In the case of UV lesions, the
Fig. 2. Overview of the global genome-NER mechanism (Friedberg, 2001; Li et al. 2015).
5
recognition process by XPC–RAD23B is sustained by the UV-DNA damage-binding protein 2 (UV-DDB2) (Luijsterburg
et al. 2010; Min & Pavletich, 2007; Riedl et al. 2003; Volker et al. 2001). After this step, the general transcription factor
TFIIH is recruited to the lesion site using the energy provided by the ATPase activity of XPB (Fig. 2c). Normally, TFIIH
is involved in transcription by RNA polymerases I and II, but in the presence of DNA damage it is clearly recruited 5′ to
the damage site (Hoogstraten et al. 2002). Two subunits of TFIIH, the ATP-dependent DNA helicases XPB and XPD, are
needed for ‘hooking up’ TFIIH at the lesion site performing further unwinding and damage veriﬁcation. It is believed
that XPB opens the DNA and facilitates the binding of XPD to the DNA which veriﬁes the chemical modiﬁcation of the lesion
(Scharer, 2013). In addition, XPD scans the strand with the lesion and both helicases are stalled when XPD encounters a bulky
lesion (Li et al. 2015; Mathieu et al. 2013). In the next step, XPA and RPA (Fig. 2d, e) are thought to be recruited to the
damaged site to form the PIC which is stabilized by the structure speciﬁc endonucleases XPG (Fig. 2e). Upon arrival of
XPG to the PIC, XPC–RAD23B leaves the complex (Riedl et al. 2003; Wakasugi & Sancar, 1998). Besides XPD, XPA might
be involved in damage veriﬁcation, however, the details of this event remain elusive (Naegeli & Sugasawa, 2011; Tapias et al.
2004). The ssDNA-binding protein RPA now binds the undamaged strand, while TFIIH opens the duplex. XPA is then thought
to recruit the structure speciﬁc endonucleaseXPF–ERCC1heterodimer (Li et al. 1995a; Tsodikov et al. 2007) and incision on both
sites of the lesion takes place. The ﬁrst incision 5′ of the lesion ismade by XPF–ERCC1 (Staresincic et al. 2009). Then, XPG cuts 3′
to the lesion (Fagbemi et al. 2011) triggering the elimination of a 24–32 oligonucleotide containing the lesion (Fig. 2f) (Edenberg
&Hanawalt, 1972; Evans et al. 1997b; Ikegami et al. 1998). After that, DNA replication by the polymerases κ/δ/ϵ takes place sus-
tained byother factors (PCNA,RFC andRPA) (Ogi et al. 2010). Finally, the new synthesizedDNAstrand ismostly sealed byDNA
ligase III/XRCC1. DNA ligase I is only recruited to sites of UV damage in proliferating cells (Fig. 2g) (Moser et al. 2001, 2007;
Reardon & Sancar, 2005; Wood, 1997). Table 1 gives an overview of the XP proteins, their function and size, their interaction
partners as well as the PDB codes of solved structures associated to the DNA substrates.
2. XPE (UV-DDB2)
For the recognition of UV lesions such as 6–4PPs and CPD, the UV-DDB protein seems to promote binding of XPC–
RAD23B to the damaged site (Scrima et al. 2008). The UV-DDB protein, consists of the two subunits DDB1 (also called
p127 with 127 kDa, 1149 amino acids) and DDB2 (called p48 with 48 kDa, 428 amino acids) (Fig. 3a). It shows a 100- to
1000-fold higher aﬃnity to photolesions than XPC–RAD23B (Keeney et al. 1993; Takao et al. 1993). Both subunits are
required for the activity of the complex (Hwang et al. 1998a; Keeney et al. 1993; Nichols et al. 1996). UV-DDB is known to
be involved in the DNA damage recognition process of GG-NER (Wakasugi et al. 2002). The DDB2 subunit binds with
Table 1. Overview of the XP proteins involved in NER and TLS. ERCCX: Excision repair cross-complementing rodent repair deﬁciency comple-
mentation group X. Af: Archaeoglobus fulgidus, Dr: Danio rerio, Sa: Sulfolobus acidocaldarius, Ape: Aeropyrum pernix, Ta: Thermoplasma acid-
ophilum, AAF-dG: N-(2′-desoxyguanosin-8-yl)-2-acetylaminoﬂuorene, 6–4PP: 6–4PP, CPD: cyclobutane–pyrimidine dimer. PDB codes depicted
in bold refer to NMR structures.
Protein (gene) Function Protein size (aa) Interaction partner PDB code DNA substrate












XPC–RAD23B (XPC) Damage recognition XPC: 106 kDa (940)








XPE (UV-DDB1/2) Damage recognition
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preference to 6–4PPs but it also recognizes CPD lesions and it also binds abasic sites as well as DNA bubbles (Fujiwara et al.
1999). DDB1 is not involved in DNA binding. Mutation of the DDB2 subunit leads to a loss of function of the UV-DDB protein
found in XP complementation group E (XPE) in patients (Chu & Chang, 1988). XPE-deﬁcient cells are shown to be defective in
GG-NER (Hwang et al. 1999). Wakasugi et al. showed that UV-DDB rapidly accumulates in vivo independently of XPA and
XPC at DNA damage sites after UV-irradiation (Wakasugi et al. 2002). Furthermore, they showed that UV lesions are mostly
recognized by UV-DDB which then recruits XPA and XPC.
2.1 Crystal structure of human XPE with 6–4PP damaged dsDNA
Scrima et al. (2008) solved the crystal structure of the UV-DDB (human DDB1, HsDDB1 and the zebraﬁsh DDB2 ortholog,
DrDDB2) protein in complex with double-stranded DNA (dsDNA) containing the 6–4PP photolesion (Fig. 3b). In order to
achieve damage recognition the UV-DDB2 protein inserts a β-hairpin into the minor groove of the DNA. In addition, the
damaged dinucleotide is ﬂipped out of the double helix and inserted into a binding pocket of the protein leading to a
DNA kink of about 40° at the lesion site. This destabilized conformation of the DNA might trigger the subsequent recruit-
ment of XPC–RAD23B and further downstream factors. Due to the importance of DDB2, defective cells show a remarkable
reduced CPD repair activity that gives rise to the XP-E phenotype (Hwang et al. 1998a; Tang et al. 2000).
2.2 Crystal structure of human XPE with CPD damaged dsDNA
Fischer et al. (2011) obtained insight into the molecular basis of CPD lesion recognition by solving the crystal structure of the
UV-DDB protein in complex with CPD containing DNA. For obtaining the structure, residues creating crystal contacts in the apo-
protein that prevented protein crystallization were mutated. Consistent with the structure of Scrima et al. (2008) the CPD lesion is
held by the DDB2 WD40 propeller. The crystal structure shows that the lesion recognition takes place with the help of a β-hairpin
(‘ﬁnger’) consisting of the residues Phe371, Gln372 and His373 (Fig. 3c). This β-hairpin inserts into the minor groove of the DNA
duplex at the damage site and unwinds the duplex by 12.6°. Consequently the CPD lesion is extruded into an extrahelical, ﬂipped-
out state. Finally, the DNA shows also a kink angle of about 45° at the cis–syn CPD lesion site.
The UV-DDB protein is part of an ubiquitin ligase complex. The displacement of COP9 signalosome (CSN) from this com-
plex by DDB2 substrate binding leads to ubiquitination of XPC and DDB2 (Groisman et al. 2003; Luijsterburg et al. 2007).
This is thought to mediate the handover to XPC by stabilizing it, resulting in an increase of its aﬃnity for damaged DNA,
while the aﬃnity of DDB2 to DNA containing a lesion is reduced (El-Mahdy et al. 2006; Sugasawa et al. 2005). Histones
surrounding the lesion are ubiquitinated as well, which is suggested to slacken the nucleosome structure to promote recruit-
ment of NER repair enzymes to the damage (Wang et al. 2006).
2.3 Crystal structure of human XPE with an abasic lesion site in dsDNA
Yeh et al. (2012) solved a dimeric crystal structure of UV-DDB (human DDB1 and DDB2) protein in complex dsDNA con-
taining an abasic site (THF) (Fig. 3d). Each DDB2 subunit is bound to one double-stranded oligonucleotide. The DDB2 residues
Asn360/Asn360 are located between the two DNA strands spanning two antiparallel β-strands (β-wing) and giving rise to a
2-fold symmetry axis of the dimer. The crystal structure shows that the residues on the leading β-strand and loop form contacts
with the undamaged DNA strand and the residues on the loop and the retreating β-strand form contacts with the neighboring
undamaged DNA strand. These contacts are supported by additional interactions of the N-terminal-helical domain of DDB2
(α-paddle) with the neighboring DNA-strand which lead to dimerization, explaining the high aﬃnity to damaged DNA.
3. XPC
The human XPC protein is a polypeptide of 940 amino acids with a size of 106 kDa, forming a stable complex with the
RAD23B protein (43 kDa, 409 amino acids). It is currently believed that XPC–RAD23B is responsible for the initial damage
recognition with the exception of CPD lesions, where DDB2 is the ﬁrst binding factor (Hey et al. 2002; Sugasawa et al. 2001).
The complex is known to interact with several other proteins, e.g. XPA and TFIIH (Fig. 4a, b) (Araujo et al. 2001;
Bernardes de Jesus et al. 2008; Cleaver et al. 2009). After binding, the protein recruits further downstream factors to the
damaged site (Sugasawa et al. 1998). Biochemical assays show that the XPC–RAD23B complex binds with high aﬃnity to
diﬀerent DNA lesions, e.g. 6–4PP and AAF-adducts (Batty & Wood, 2000b; Sugasawa et al. 2002). The breakthrough
came in 2001 when the Mullenders group was able to show that XPC might be the initial damage recognizer also for UV
lesions. In the experiment, nuclei of living cells were irradiated with UV light at deﬁned positions through a porous polycar-
bonate ﬁlter (Katsumi et al. 2001; Mone et al. 2001; Volker et al. 2001). The generated UV lesions could be detected by anti-
bodies speciﬁc against CPDs and 6–4PPs. To identify which NER factors were recruited to these sites they were also visualized
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Fig. 3. Crystal structures of the human XPE protein (UV-DDB). (a) Schematic representation of the human UV-DDB protein (DDB1
and DDB2) with the diﬀerent domains. (b) Crystal structure of the XPE protein in complex with 6–4PP damaged DNA (PDB code:
3EI1) (Scrima et al. 2008). DDB1 is depicted in green, DDB2 in blue, DNA in gray and the 6–4PP dinucleotide in red. (c) Crystal struc-
ture of XPE in complex with the CPD lesion (PDB code: 4A08) (Fischer et al. 2011). DDB1 is depicted in green, DDB2 in blue, DNA in
gray and the CPD lesion in orange. (d) Crystal structure of the dimeric human UV-DDB in a complex with an abasic lesion (PDB code:
4e5z) (Yeh et al. 2012). DDB1 is depicted in green, DDB2 in blue, DNA in dark gray, DDB2 α-paddle in cyan and the amino acid
Asn360 in pink.
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with an appropriate antibody. This experiment revealed that XPC colocalized with UV lesion sites in XPA-deﬁcient cells,
while XPA was not recruited in XPC-deﬁcient cells (Volker et al. 2001). Thus, it was concluded that XPA needs the presence
of XPC to be recruited to the damaged site and that XPC is the ﬁrst factor being recruited to the damaged site. Further inves-
tigations pointed out that XPC is also required to unwind the DNA at the damaged site in order to recruit NER downstream
factors (Katsumi et al. 2001; Mone et al. 2001). It has to be addressed that these experiments refer to the recognition of UV
lesions. The general lesion recognition strategy adopted by XPC was established by a variety of experiments with diﬀerent
DNA lesions (Tapias et al. 2004). The helicase activity of XPD is not required for transcription but is indispensable for
the NER process. The combined data show that XPC might be more structure speciﬁc than lesion speciﬁc. The XPC–
RAD23B complex is able to recognize ssDNA (Maillard et al. 2007) and DNA containing destabilizing lesions.
Additionally it was shown, that the complex binds the DNA lesion in an asymmetric fashion (Sugasawa et al. 2002;
Wakasugi & Sancar, 1999). Interestingly, the complex also binds to 3−5 unpaired bases independently of the presence of dam-
age. However, repair takes place only in the presence of DNA damage (Hess et al. 1997b; Sugasawa et al. 2001).
Hence, XPC might be a sensor for unpaired base pairs that occur in bubbles and loops and binds those in complex with
RAD23B (Araki et al. 2001; Van der Spek et al. 1996) and Centrin2 (Araki et al. 2001). This would explain why 6–4PP,
AAF-dG and intrastrand cisplatin crosslinks, which introduce a severe helical kink into the DNA structure (Lukin & de
Los Santos, 2006), are good substrates. On the other hand, CPDs are not recognized, possibly because they do not disturb
the helical structure (Kusumoto et al. 2001; Reardon & Sancar, 2003; Sugasawa et al. 2001). As mentioned previously the af-
ﬁnity of XPC–RAD23B to CPDs can be enhanced by introducing mismatches at the lesion site (Sugasawa et al. 2001).
3.1 Crystal structure of yeast XPC (Rad4) in complex with a CPD lesion
Min & Pavletich, (2007) obtained the crystal structure of the yeast homolog of XPC–RAD23B (Rad4-Rad23, Fig. 5a) in com-
plex with a CPD lesion in a mismatched situation with two thymidines (Fig. 5b). A shorter version of the protein (the
DNA-binding domain) showing the same aﬃnity to damaged DNA as the full length protein was crystallized. The crystal
structure shows that Rad4 inserts a β-hairpin (beta hairpin domain 3, (BHD3)) into the destabilized DNA duplex, inducing
the two damaged base pairs to completely ﬂip out of the double helix (base ﬂipping). A kink of 42° is created which could be
conﬁrmed by atomic force microscopy (Hwang et al. 1999). The protein recognizes the expelled nucleotides of the undamaged
strand through Van der Waals interactions with BHD1 and transglutaminase homology domain (TGD), while the two
CPD-linked nucleotides are disordered in the structure and could not be resolved. The protein undergoes a conformational
change during binding to damaged DNA (induced ﬁt). The authors deduced from these ﬁndings that the lesions recognized by
XPC must thermodynamically destabilize the Watson–Crick double helix in a manner that facilitates the ﬂipping-out of two
bases. The protein recognizes a weakened and distorted DNA helix without binding directly to the damage.
The structure, however, does not explain why the CPD damage alone, without a mismatch, is so eﬃciently repaired by NER.
For UV lesion repair, additional damage recognition factors must exist. New experiments show that the UV-DDB protein
plays a very important role and that this protein recruits the XPC–RAD23B protein to the UV-damaged sites (Fitch et al.
2003; Wakasugi et al. 2002). Also the 6–4PP lesion which is a better NER substrate than CPD (Mitchell & Nairn, 1989),
requires XPC–RAD23B as well as UV-DDB for recognition. See Section 2.
Camenisch et al. (2009) proposed a two-stage detection process for XPC that recognizes DNA lesions without involvement of
a DNA-binding domain (BHD3). BHD1/BHD2 and a β-turn subdomain act as a damage sensor that scans the double helix
Fig. 4. Schematic representation of human XPC and RAD23B. (a) The TGD domain of XPC is depicted in green, the BHD1 domain in
light blue, the BHD2 domain in blue and the BHD3 domain in dark blue. (b) The UBA1 and UBA2 domains of RAD23B are depicted in
light orange and orange, respectively.
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for unpaired bases, which forms a labile recognition complex. Subsequently, a stable recognition is formed through binding of
BHD3 to the ﬂipped out nucleotides in the undamaged strand across the lesion (Camenisch et al. 2009).
Chen et al. (2015) obtained the crystal structure of the yeast homolog of XPC–RAD23B (Rad4–Rad23) in complex with unda-
maged DNA using disulﬁde crosslinking. The crystal structure shows that Rad4 ﬂips out normal nucleotide pairs like with
damaged DNA. Therefore, structural discrimination of Rad4/XPC cannot play an important role for lesion recognition.
The authors propose a ‘kinetic-gating’ mechanism for Rad4/XPC lesion recognition, which is controlled by two kinetic para-
meters (opening time and residence time). The weakened base stacking and hydrogen bonding within a lesion lead to a larger
Fig. 5. (a) Schematic representation of Rad4 and Rad23. The TGD domain is depicted in pink, BHD1 in dark blue, BHD2 in cyan,
BHD3 in blue and R4BD in green. (b) Crystal structure of the yeast Rad4–Rad23 in complex with a CPD damaged DNA (PDB code:
2QSG) (Min & Pavletich, 2007). Same color code as in (a). The extruded Ts in front of the CPD lesion are depicted in orange.
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opening time for damaged DNA than for undamaged DNA to form a stable recognition complex. Also, the residence time is
larger for damaged DNA indicating that Rad4/XPC opens damaged DNA with a higher probability (Chen et al. 2015).
4. XPB
XPB (also called ERCC3) is a 3′–5′ ATP-dependent DNA helicase and a subunit of the TFIIH complex necessary for tran-
scription and DNA repair (Gillet & Scharer, 2006; Lehmann, 2003; Schaeﬀer et al. 1993). Mutations in XPB lead to a
1000-fold increase of the melanoma risk and neurological abnormalities because of a defective TFIIH function in NER
(Lehmann, 2003). The human protein consists of 782 amino acids (89 kDa). NER helicases (XPB and XPD) all include con-
served Rad51/RecA like ATPase domains called helicase domains 1 and 2 (HD1 and HD2), containing the ATPase and heli-
case motifs characteristic for superfamily 2 (SF2) helicases (Shin et al. 2003; Story & Steitz, 1992). Furthermore, NER helicases
consist of two accessory domains, which are responsible for transmitting the helicase domain changes upon binding to DNA.
The ATPase activity of XPB is necessary during NER to anchor TFIIH to the lesion site (Abdulrahman et al. 2013; Coin et al.
1998; Dubaele et al. 2003; Oksenych et al. 2009). Its helicase activity is, however, not needed for the repair process (Coin et al.
2007; Oksenych et al. 2009; Tirode et al. 1999).
4.1 Crystal structure of Archaeglobus fulgidus XPB (AfXPB)
Fan et al. (2006) determined the crystal structure of an A. fulgidus XPB homolog (AfXPB) with a sequence equivalent to resi-
dues 240–686 of the human XPB (Fig. 6b). The AfXPB structure is built up by two Rad51/RecA-like helicase domains, HD1
and HD2, containing seven conserved helicase motifs (Walker motif I, Ia and II–VI) in the middle of the polypeptide (Fig. 6a)
Fig. 6. (a) Schematic alignment of XPB and AfXPB showing the diﬀerent domains: The DRD domain is depicted in blue, HD1 in light
blue, HD1 in yellow, ThM in green and CTE (C-terminal extension) in pink. The conserved helicase motifs (Walker A motif I–VI) are
depicted in orange. (b) Crystal structure of the AfXPB protein (PDB code: 2FWR). (Fan et al. 2006). Same color code as in (a). (c)
Crystal structure of C-terminal domain of the human XPB protein (PDB code: 4ERN) (Hilario et al. 2013). Same color code as in (a).
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(Fuss & Tainer, 2011; Tuteja & Tuteja, 1996). These domains use the binding and hydrolysis of ATP to induce conformational
changes of the protein. Furthermore, the protein contains a DNA damage recognition domain (DRD), a unique RED motif
(Arg–Glu–Asp) and a thumb domain (ThM). These domains are highly conserved and they are also found in the correspond-
ing human protein. The structure suggests that the ATP hydrolysis provides the energy to induce a ﬂip of about 170° in the
orientation of HD2 relative to HD1 after DNA binding (Fig. 7). This conformational change brings the RED domain and the
ThM domain in close vicinity and stabilizes TFIIH on the DNA by inserting a wedge (Glu473) into the double strand, gripped
by the ThM domain. The motion might be important for melting the DNA duplex and anchoring TFIIH (Coin et al. 2007).
Mutations in the RED and ThM domains as well as mutations in the ATPase domain diminish the helicase activity, suggesting
that these three domains ensure the correct recruitment of TFIIH to the damaged site.
4.2 Crystal structure of human XPB
Hilario et al. (2013) successfully solved the crystal structure of the C-terminal fragment of human XPB (residues 494–782)
containing the helicase domain 2 (HD2), the thumb-like domain (ThM) and the C-terminal extension (Fig. 6c). They inves-
tigated the structural basis for the role of the C-terminus of XPB in transcription and DNA repair. Because of lack of electron
density in the structure, only the positions of the residues 502–730 could be determined. The observed structure consists of a
globular domain containing a central sheet of seven parallel β-strands sandwiched by three α-helices on one side and two
α-helices on the other (Fig. 6c). The C-terminal extension (residues 670–730) is built up by two α-helices linked by a loop
and a β-strand, which forms the edge strand of the seven-stranded central sheet, and an unstructured tail that possibly extends
to the C-terminus. The ThM domain and one α-helix of the C-terminal extension are located at the top of the central sheet.
Thus, the recruitment of TFIIH to the damage site is an active process controlled by the ATPase motif of XPB. This suggests
that this subunit acts as an ATP-dependent hook that stabilizes the binding of the TFIIH to damaged DNA (Hilario et al.
2013). In fact, a mutated ATPase activity of XPB abolishes the NER activity (Guzder et al. 1994; Sung et al. 1988).
Recruiting TFIIH to the damage site by the ATPase activity of XPB may reorganize the protein–DNA complexes in order
to allow new protein–protein or protein–DNA contacts to happen.
5. XPD
The XPD (also called ERCC2) protein with a size of 87 kDa (760 amino acids) is known to be involved in transcription and
DNA damage repair. It is a key subunit of the TFIIH complex and acts as an ATP-dependent 5′–3′ DNA helicase that belongs
to the superhelicase 2 family (SF2) proteins (Araujo et al. 2000; Coin et al. 2007). The helicase activity of XPD is not required
for transcription but is indispensable for the NER process (Winkler et al. 2000). The TFIIH complex interacts with other NER
factors such as XPA, XPC, XPG and XPF–ERCC1 (Evans et al. 1997a; Gillet et al. 2005). Mutations in human XPD lead to
three diﬀerent inherited diseases: XP, the CS and TTD. XPD is thought to be responsible for the damage veriﬁcation (Mathieu
et al. 2010; Naegeli et al. 1993) before the recruitment of downstream NER factors to the lesion site occurs. This idea has been
postulated based on the observation that the helicase activity of XPD becomes inhibited by the presence of DNA damage
(Mathieu et al. 2010, 2013; Naegeli et al. 1992).
Fig. 7. Proposed model for binding of XPB to DNA (adapted from Fan et al. (2006)). The apo-protein is in an opened conformation.
By binding to DNA, a rotation (170°) of the second helicase domain (HD2) together with the ThM domain, facilitated by HD1-mediated
ATP hydrolysis, takes place and forms the closed and stable XPB–DNA complex. Same color code as in Fig. 6a.
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5.1 Crystal structure of Sulfolobus acidocaldarius XPD (SaXPD)
Several crystal structures of the catalytic domain of XPD from diﬀerent organisms (S. acidocaldarius (Fan et al. 2008) (SaXPD;
Fig. 8), Thermoplasma acidophilum (Wolski et al. 2008) (TaXPD) and Sulfolobus tokodaii (Liu et al. 2008)) reveal a four do-
main organization: a domain harboring the 4Fe4S iron–sulfur cluster (FeS domain), an arch domain and two canonical
Rad51/RecA like domains, the helicase domains HD1 and HD2 (Fig. 8a). The FeS domain is essential for the helicase activity
of XPD.
The diﬀerent domains form a tunnel that is large enough to harbor ssDNA (Fig. 8b, c) (Fan et al. 2008; Liu et al. 2008; Wolski
et al. 2008). Fan et al. proposed a model of XPD binding to ssDNA (Fig. 9) (Fan et al. 2008). The iron–sulfur cluster is sup-
posed to act as a molecular plough, which scans blocking damages by breaking hydrogen bonds (Lehmann, 2008; White,
2009). In this process, one strand of the duplex is supposed to be pulled through the internal channel with the help of the
ATP-dependent motor domain, while damaged DNA will plug the channel (Fan et al. 2008; Liu et al. 2008; Mathieu et al.
2013; Pugh et al. 2012; Wolski et al. 2008). In this way, the protein undergoes a conformational change by closing the domain
between the arch and the FeS motifs. The helicase domains HD1 and HD2 furnish the necessary ﬂexibility for translocation
(Fan et al. 2008).
Because the channel is not narrow enough to distinguish between damaged and undamaged bases 2008, Wolski et al. pro-
posed that during the unwinding process single bases are analyzed through insertion of the DNA backbone into a neighboring
binding pocket on the protein surface. Damaged bases would not ﬁt into the pocket, which could be the signal that leads to
blocking of the helicase activity (Wolski et al. 2008).
5.2 Crystal structure of T. acidophilum (TaXPD) in complex with ssDNA
Finally, in 2012 Kuper et al. successfully solved the crystal structure of TaXPD in complex with a ssDNA oligonucleotide
(22mer), shedding light on the mechanism of polarity and translocation of the protein along the DNA (Kuper et al.
2012). At the same time Pugh et al. showed that the 5′–3′ translocation polarity needs conserved residues in the HD1 and
the FeS domains. They propose that the FeS domain provides a wedge-like feature enabling the duplex opening during
unwinding (Pugh et al. 2012).
Fig. 8. (a) Schematic representation of human XPD (Fan et al. 2008). The protein interacts with XPGC (C-terminal domain of XPG)
and XPGN (N-terminal domain of XPG) depicted in brown. (b) Crystal structure of SaXPD (PDB code: 3CRV) (Fan et al. 2008) with the
HD1 domain (light blue) and the HD2 domain (green) form the ATP-binding interface. The arch domain is depicted in blue and FeS do-
main in red. The iron–sulfur cluster (4Fe4S) is depicted in orange and yellow. (c) Surface representation of SaXPD showing the tunnel
formed by the diﬀerent domains, which is large enough to pass through ssDNA.
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The structure allowed the Kisker group to deﬁne the translocation path of the DNA substrate through the protein and to
determine the DNA-binding domain (DBD) of TaXPD by mutational and biochemical analysis. Only four bases (TACG)
of the oligonucleotide could be identiﬁed in the electron density. These bases are located in the cleft of the HD2 domain
(Fig. 10). This domain was already predicted as a potential binding cleft by Wolski et al. (2008). The structure shows stacking
of Trp549 with the adenine of TACG. Arg584 builds hydrogen bonds with N1 and N2 of the phosphate backbone of adenine
and cytosine. Phe538 does not directly contact the DNA, but it is supposed to stabilize larger bases like adenine or guanine. A
fourth residue Asp582 stabilizes Arg584 by hydrogen bonding to maintain it in position for DNA binding. The 5′ end points
away from the HD2 domain and the 3′ end points towards HD1 domain. Kuper et al. propose a model (Fig. 10) which shows
how the ssDNA is situated and translocated in the protein.
5.3 Proposed model of damage veriﬁcation
Based on these new data about XPD, Fuss and Tainer proposed an extended model of the damage veriﬁcation process, the
so-called ‘bind-pry-unwind’-model: (Fuss & Tainer, 2011) here XPB, XPD and CAK of the TFIIH complex are all considered
to be essential for the coordination of damage recognition, veriﬁcation, repair and signaling. In this model, the damage rec-
ognition proteins not only recruit the TFIIH complex and other NER factors to the damage site, but also ﬁx the DNA at the
same time. Kim et al. suggested that XPB facilitates the unwinding of the DNA duplex during transcription by distorting the
Fig. 9. DNA-binding model of SaXPD adapted from Fan et al. (2008). The HD1 domain is depicted in light blue, the HD2 domain in
green, the arch domain is depicted in blue, the FeS domain in red and the DNA in gray. Upon binding to the DNA the protein under-
goes a conformational change by closing the domain between the arch and the FeS domains.
Fig. 10. Crystal structure of Thermoplasma acidophilum XPD (TaXPD) in complex with a 10 nt ssDNA. The arch domain is depicted in
dark blue, the FeS domain in red, the HD1 domain in cyan and the HD2 domain in green. The four bases (TACG), showing electron
density, are depicted as gray sticks. The modeled ssDNA in the pore is schematically represented in gray. The modeled structure is
adapted from Kuper et al. (2012).
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DNA underneath the transcription bubble, which is ﬁxed by the transcription factors and RNAP II (Kim et al. 2000).
Similarly XPB could unwind and open the DNA. In that way, the damage veriﬁcation step and the DNA unwinding
could be linked. These ﬁndings are in accord with the low helicase activity of XPB and its strong conformational change
upon binding to DNA (Fan et al. 2006). Furthermore, TFIIH can thereby position itself directly next to XPC–RAD23B or
RNAP II, which establishes a common mechanism of how XPB may act in GG-NER, TC-NER and transcription.
Through its short binding canal, XPB could place TFIIH vertically to the DNA and 5′ of the recognition protein. Then
XPB could break the DNA strand, so that TFIIH bends it towards the DNA enabling XPD to bind about 22 base pairs
away from the lesion on the damaged strand. Fuss and Tainer assume that the distance between XPB and XPD determines
the size of the open DNA-bubble, corresponding to about 27 base pairs that are eliminated during NER. XPA catalyzes the
release of CAK from the TFIIH complex (Coin et al. 2008). This step signals that the repair process can be continued and
promotes the incision step. The XPD helicase unwinds the duplex until the 4Fe4S-cluster docks onto the damage and is
blocked by it (Mathieu et al. 2010; Naegeli et al. 1993). Recent studies show that XPD exists in diﬀerent conformations
depending on the type of damage (Buechner et al. 2014). After the blockage, XPD and XPC–RAD23B anchor the TFIIH com-
plex and build a platform for binding of ERCC1-XPF and XPG (Araujo et al. 2001).
Following this model RPA, XPA and XPG probably reach the lesion site independently and build together with TFIIH the
pre-incision complex (Rademakers et al. 2003; Riedl et al. 2003; Volker et al. 2001; Wakasugi & Sancar, 1998). Here, all
NER factors, except ERCC1-XPF, are present and stably bound to the open DNA bubble.
Recently, the Kisker group showed by mutational analysis that the FeS domain of XPD is crucial for NER (Kuper et al. 2014).
Furthermore, the successful repair process is dependent on the enzymatic activities of XPD which involves DNA binding,
ATPase activity, helicase activity and the correct interaction with other TFIIH subunits. In 2013, the Naively group showed
by uncoupling the DNA unwinding activity from the damage veriﬁcation activity of XPD, that residues Tyr192 and Arg196
form a sensor pocket located ahead of the narrow central protein pore responsible for damage recognition. By mutating these
two residues, the helicase and ATPase activities are not aﬀected but the damage sensing during ATP-driven scanning
movement along nucleic acid lattices fails and the ability of XPD to form stable DNA damage recognition intermediates is
signiﬁcantly reduced (Mathieu et al. 2013). The activity of XPD however is not relevant for transcription and DNA binding.
6. XPA
The XPA protein (xeroderma pigmentosum group complementation group A) consists of 273 amino acids (31 kDa) and can
occur as either a homodimer or in complex with other NER proteins (Liu et al. 2005; Yang et al. 2002). The protein is con-
stituted of several domains (Camenisch et al. 2006; Camenisch & Nägeli, 2008): the N-terminal domain (XPA4–97) includes
the RPA34- and ERCC1-binding regions (He et al. 1995; Li et al. 1995a). The C-terminal domain (XPA226–273) interacts with
TFIIH (Camenisch & Nägeli, 2008; Ikegami et al. 1998; Park et al. 1995a). The central domain (XPA98–219) is the minimal
DBD (XPA-DBD) (Cleaver & States, 1997; Kuraoka et al. 1996). The protein contains a zinc-ﬁnger binding domain
(Cys105-X2-Cys108-X17-Cys126-X2-Cys129) (Hess et al. 1998). The C4–zinc ﬁnger sustains the stability of the protein and
plays a role in the interaction with RPA70 (Fig. 11a) (Ikegami et al. 1998; Kuraoka et al. 1996; Morikawa & Shirakawa,
2000; Morita et al. 1996; Sugitani et al. 2014). Mutation of one or all zinc-binding cysteines leads to a loss of function of
XPA and to an almost complete loss of function of NER (Li et al. 1995b; Mellon et al. 1987).
It has been demonstrated that XPA binds ssDNA, dsDNA and denaturated stretches of DNA in cooperation with RPA
(Buschta-Hedayat et al. 1999; Missura et al. 2001; Wang et al. 2000; Yang et al. 2006). XPA shows binding aﬃnity to irradiated
DNA (Jones & Wood, 1993; Liu et al. 2005), DNA containing bulky adducts and cisplatin lesions (Jones & Wood, 1993; Liu
et al. 2005), as well as toDNAduplexes containing loops and bulges (Camenisch et al. 2006). Camenisch et al. could show bymuta-
tional analyses that the residues Lys141 and Lys179 foundon the surface ofXPAnext to theDNA-binding pocket are responsible for
the sensing of DNA deformability as the common characteristics of damaged sites (Camenisch et al. 2006;Miyamoto et al. 1992). It
was postulated that these two lysines interact with the DNA backbone, when XPA is in complex with RPA and kinked DNA (Read
et al. 1993;Weir et al. 1993). Photocrosslinking experiments demonstrated that themutated protein does interact with kinkedDNA
structures (Camenisch et al. 2006). This led to the assumption that the protein scans the DNA duplex for the presence of the kinked
DNAstructurewith its positively charged pocket. The loop-rich domain ofXPAwasdetermined to be responsible forDNAbinding.
The ternary structure is stabilized by the zinc-ﬁnger domain (Miyamoto et al. 1992; Yan et al. 2002).
6.1 Nuclear magnetic resonance (NMR) structure of the DBD of human XPA
Ikegami et al. (1998) determined the NMR structure of the DBD of XPA (XPA98–219, called XPA-DBD) and they found that
the protein contains α-helices and β-sheets (Fig. 11b). The structure shows the presence of a positively charged (basic amino
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acids) cleft with the right dimension to bind dsDNA (Buchko et al. 1998, 2001). This positively charged cleft was speculated to
interact with the negatively charged DNA backbone.
Sugitani et al. (2014) redeﬁned the DBD of XPA. By extending the originally characterized XPD-DBD at its C-terminus by 20
amino acids (XPA98–239), they improved the DNA-binding properties. The new construct with the additional critical basic
residues and helical elements at its C-terminus was found to bind to DNA substrates with the same aﬃnity as the full-length
protein. The group reported, based on NMR data, that XPA98–239 contains the same globular core as XPA98−219 and similarly
undergoes a conformational change when binding to Y-shaped ss/ds-DNA junctions.
The rather small XPA protein interacts with a large number of other NER factors which supports its function as a scaﬀold
protein for the assembly of the incision complex during repair (Gillet & Scharer, 2006; Naegeli & Sugasawa, 2011). Probably,
XPA binds best to already prekinked DNA structures, which explains why XPA is able to bind defect Watson–Crick base
pairing, created by mismatches, bubbles or three-way junctions (Bootsma & Hoeijmakers, 1993; Buschta-Hedayat et al.
1999; Missura et al. 2001). These structures can form easily kinked DNA structures. XPA shows a slight binding preference
to UV-damaged DNA and bulky adducts over undamaged DNA (Jones & Wood, 1993; Robins et al. 1991; Thoma & Vasquez,
2003). Similarly to XPC, XPA recognizes 6–4PP lesions but not CPDs (Jones & Wood, 1993). CPD might block the bending of
major grooves because of its stiﬀ four-membered ring which points into the major groove. XPA shows a high aﬃnity to DNA
containing aromatic adducts and cisplatin crosslinks. Cisplatin crosslinks also kink the DNA structure. The damage recog-
nition capability of XPA increases with RPA (Jones & Wood, 1993; Li et al. 1995a; Mellon et al. 1987) and ERCC1
(Nocentini et al. 1997; Saijo et al. 1996). XPA does not bind ssDNA, in agreement with the observed size of the positively
charged cleft able to ﬁt dsDNA (Buchko et al. 1998; Ikegami et al. 1998). For single-base bulky adduct lesions such as
AAF-dG, it is unclear to which extent they prekink the duplex. Bulky adducts can increase the local conformational ﬂexibility
of DNA (Isaacs & Spielmann, 2004). XPA might employ a DNA ﬂexibility scanning mechanism to create a kink, which could
be stabilized by intercalation of the aromatic ring into the duplex and may be the secret behind the broad substrate
Fig. 11. (a) Schematic view of the human XPA protein with XPA–DBD (DNA-binding domain, XPA98-219) in cyan the zinc-ﬁnger do-
main in gray. The binding domains of XPA with other NER proteins are depicted in light blue for RPA34, green for ERCC1, dark blue
for RPA70 and pink for TFIIH. (b) NMR-structure of the XPA–DBD (Buchko et al. 2001; Camenisch et al. 2006; Ikegami et al. 1998)
(PDB code: 1XPA). Positively charged amino acids that build the cleft are depicted as green sticks. The zinc atom is shown in gray.
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promiscuity of NER. Koch et al. could obtain two crystal structures of Rad14 with a bulky lesion, which conﬁrm this hypoth-
esis (Koch et al. 2015).
6.2 Crystal structures of Rad14 with AAF-dG and cisplatin containing dsDNA
Recently, Koch et al. (2015) solved two crystal structures of the yeast homolog of XPA (Rad14) in complex with AAF-dG and
1,2-GG cisplatin containing DNA (Fig. 12b, c). The DBD of the protein (residues 188–306) was crystallized with damaged
DNA (Fig. 12a). The structures allow us to uncover the molecular mechanism of XPA interacting with damaged DNA
and are consistent with previous biochemical data showing the binding of XPA to kinked DNA structures
(Buschta-Hedayat et al. 1999; Camenisch et al. 2006). The protein assumes an overall α/β-fold quite similar to its human
homolog (Ikegami et al. 1998; Koch et al. 2015). Comparable with Rad4, Rad14 does not bind the lesion directly; instead
it recognizes a weakened DNA duplex structure (Min & Pavletich, 2007). By the binding of two Rad14 proteins to the duplex,
the DNA undergoes a sharp kink of 70° at the lesion site and single stranded regions are formed above and below the 13mer
binding motif. Through insertion of a β-hairpin (His258 and Phe262) from each protein (acting like ‘ﬁngers’) exactly six base
pairs away from the lesion, a 13mer recognition motif is generated. Another domain composed of helix α7 (‘thumb’ contain-
ing Arg234 and Arg239) interacts with the DNA backbone close to the lesion, so that DNA bending takes place into the major
groove. The lesion is located inside the 13mer duplex instead of being ﬂipped out. Because of the relatively few interactions
between Rad14 and the duplex, the protein might preferably bind already pre-kinked DNA structures (Camenisch et al. 2006).
The 2:1 complex can coordinate contacts between TFIIH, DNA and RPA and recruit ERCC1–XPF (Li et al. 1995a; Park et al.
1995b; Tripsianes et al. 2007).
7. XPF–ERCC1
The human DNA repair endonuclease XPF (gene called ERCC4) is a protein of 916 amino acids (104 kDa) (Brookman et al.
1996). It forms a stable ERCC1–XPF heterodimer enzyme complex that participates in DNA repair and DNA recombination
(Sijbers et al. 1996; Tsodikov et al. 2005). ERCC1 is a protein of 297 amino acids (32.5 kDa) that mediates DNA–protein and
protein–protein interactions. The XPF–ERCC1 complex cuts speciﬁc structures near an ss/dsDNA junction at the 5′-end of
single stranded damaged DNA strand and hence makes the ﬁrst incision in the NER process. Its nuclease activity is absolutely
essential in the NER process (de Laat et al. 1999; Sijbers et al. 1996). In the complex, XPF provides the endonuclease active site
and is involved in DNA binding and establishing additional protein–protein interactions. XPF–ERCC1 is known to be the last
Fig. 12. (a) Schematic sequence of Rad14 with the DBD depicted in green, the zinc-ﬁnger domain in gray and the residues interacting
with the DNA in orange and pink. (b) Crystal structure of Rad14 in complex with AAF-dG crosslinked DNA (PDB code: 5A3D)
(Koch et al. 2015). Same color code as in (a). The AAF-dG residue is depicted in dark blue. (c) Crystal structure of Rad14 in complex
with 1,2-GG cisplatin (PDB code: 5A39) (Koch et al. 2015). Same color code as in (a). The 1,2-GG cisplatin crosslink is depicted in dark
blue.
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factor joining the NER complex before dual incision takes place (Riedl et al. 2003; Volker et al. 2001; Wakasugi & Sancar,
1998). Evidence exists that it is recruited by XPA (Fig. 13a) (Li et al. 1994, 1995a; Park & Sancar, 1994; Saijo et al. 1996).
7.1 Crystal structure of human XPF–ERCC1
Tsodikov et al. (2005) solved the crystal structure of the minimal dimerization domains of the human XPF and ERCC1
(Fig. 13b). The crystallized domain shows a similar endonuclease activity compared to that of the full-length complex.
Both protein domains exhibit double helix–hairpin–helix motifs (HhH2) related by a pseudo-2-fold symmetry axis
(Tripsianes et al. 2005). The HhH2 motifs are known to be ds- as well as ss-DNA-binding motifs (Newman et al. 2005;
Singh et al. 2002). Both C-terminal HhH2 domains of XPF and ERCC1 are essential and suﬃcient for a stable heterodimer
formation (de Laat et al. 1998). XPF might play a role as a scaﬀold protein, allowing proper folding of the ERCC1 domain. All
XPF family members contain a catalytic domain comprising the active site motive (GDXnERKX3D) and they need a divalent
cation for their nuclease activity (Nishino et al. 2003; Sijbers et al. 1996).
7.2 NMR structure of C-terminal human XPF in complex with ssDNA
Das et al. (2012) solved the NMR structure of the C-terminal domain of the human XPF protein (residues 823–905) in com-
plex with a 10-nucleotide ssDNA fragment. In earlier NMR studies of the apo-protein, the group showed that the XPF homo-
dimer complex is more stable than the XPF–ERCC1 heterodimer complex (Das et al. 2008). The structure shows that a
positively charged region of one HhH domain interacts with the ssDNA phosphate backbone. The central guanine (G5) is
extruded from the duplex and inserted into a pocket formed by residues from both HhH motifs of XPF (Das et al. 2008;
Tripsianes et al. 2005). This cavity oﬀers a large interaction surface area for the protein with the DNA. The DNA forms a
right-handed structure binding to the protein, which mainly interacts with the ssDNA phosphate backbone (Fig. 14). In ad-
dition, the protein interacts with three bases: thymidine3 (His857), thymidine4 (Ser875, Ile876) and G5 (Leu877, Gly878 and
Asn879). Combined with previous data (Tripsianes et al. 2005) the group proposes a binding model of XPF–ERCC1 to ss/
dsDNA junctions (Das et al. 2012). They modeled the XPF–ERCC1 complex bound to a splayed-arm DNA substrate showing
Fig. 13. (a) Structural domains of the human XPF and ERCC1 proteins. XPF interacts with ERCC1 (residues 670–895) depicted in
green. The inactive helicase domain is depicted in light blue, the nuclease domain in cyan and the HhH2 domain in yellow. ERCC1 inter-
acts with XPA (residues 99–118) depicted in dark blue. The central domain is depicted in green and the HhH2 domain in light green. (b)
Structure of the human XPF–ERCC1 heterodimer (PDB code: 2A1J) (Tsodikov et al. 2005) with ERCC1 depicted in green and XPF
depicted in light blue. (c) Model of the XPF–ERCC1 complex binding to a splayed DNA substrate (depicted in gray). The ERCC1 central
domain and HhH domain are depicted in green. XPF, XPF cleavage site and HhH domain are depicted in light blue.
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that the conserved HhH domain of ERCC1 contacts the phosphate backbone of dsDNA in the minor grove with its two hair-
pins H1 and H2 while the XPF HhH domain stabilizes the ssDNA via interactions with a 5′/3′ polarity (Fig. 13c). The
damaged strand gets cleaved by the catalytic residues of the XPF nuclease domain and the ERCC1 central domain connects
with XPA and ssDNA on the NER complex (de Laat et al. 1998).
8. XPG
XPG (gene called ERCC5) is a single-stranded structure-speciﬁc DNA 3′-endonuclease involved in NER. It belongs to the
family of FEN-1 endonucleases (Flap endonuclease) (Lieber, 1997). The human protein consists of 1186 amino acids (133
kDa) (O’Donovan et al. 1994b) and it interacts with several other NER proteins (Fig. 15). Mutations in this gene cause
the XP-G phenotype, characterized by hypersensitivity to UV light and increased susceptibility for skin cancer development
following UV exposure. Furthermore, it can lead to the CS characterized by severe growth defects and mental retardation
(Constantinou et al. 1999). The XPG protein cleaves DNA near junctions of dsDNA to ssDNA with a deﬁned polarity moving
3′–5′ away from the junction. It has been observed that XPG needs a duplex opening of more than ﬁve base pairs for eﬃcient
cleavage (Evans et al. 1997a). The protein is known to interact with XPB, XPD, RPA and PCNA (Feltes & Bonatto, 2015; Iyer
et al. 1996). XPG is needed for the proper recruitment of XPF–ERCC1 to the preincision complex. Once the 5′-incision is
made by the XPF–ERCC1 nuclease, XPG becomes fully active (Staresincic et al. 2009). Despite this knowledge, the exact
mechanism of substrate recognition by XPG is still unclear.
The human protein possesses a globular structure like the FEN-1 endonuclease (Hosﬁeld et al. 1998; Hwang et al. 1998b). It
contains an N-terminal domain and an I-region linked by a 600 residue long spacer region (Dunand-Sauthier et al. 2005;
Hohl et al. 2007). The N-terminal and the I-region are evolutionary conserved among similar endonucleases (T4 RNaseH,
Taq Polymerase). The spacer region is not involved in catalysis. It is responsible for proper DNA cleavage and for the recruit-
ment and positioning of XPG to the lesion site (Constantinou et al. 1999; Dunand-Sauthier et al. 2005; He et al. 1995; Thorel
et al. 2004). It is also known to interact with RPA and TFIIH. The protein contains a D1 box (residues 184–210) and a D2 box
(residues 890–984) which are evolutionary conserved (Dunand-Sauthier et al. 2005; Houle & Friedberg, 1999). One cation is
required for the endonuclease activity in the active site. The protein shows a higher aﬃnity for Mn2+ than for Mg2+ and uses
the more abundant one for catalysis (Hohl et al. 2007; Iyer et al. 1996). Two residues in the active site (Glu791 and Asp812)
coordinate the divalent cations (Constantinou et al. 1999) (light blue sticks in Fig. 15). The protein incises ﬂap DNA and
bubbled DNA structures with a deﬁned polarity (Evans et al. 1997b; Hohl et al. 2003; O’Donovan et al. 1994a; Tsutakawa
et al. 2011).
8.1 Crystal structure of the yeast XPG (Rad2) in complex with dsDNA
To understand the mechanism of DNA binding by XPG Mietus et al. (2014) solved in 2014 the crystal structure of the cata-
lytic core of the Saccharomyces cerevisiae homolog of XPG (Rad2-ΔSC, Fig. 16a) in complex with four diﬀerent DNA sub-
strates. For crystallization a XPG variant missing the mostly disordered spacer residues 111–730 between the two sequence
segments N and I of the nuclease domain was used. The double-stranded oligonucleotides (12–15 bp) were designed with
single-stranded overhangs constructed with one to six adenines or thymidines. In the crystal structure two Rad2 proteins
bind to one DNA substrate with a single-protein molecule covering 13 bp of the double-stranded portion. Rad2 utilizes
Fig. 14. NMR structure of the C-terminal domain of human XPF in complex with an ssDNA fragment (PDB code: 2KN7) (Das et al.
2012). The ﬁrst XPF (XPF1) protein is depicted in light blue showing the interacting residues with the DNA in yellow. The second XPF
(XPF2) protein is depicted in light blue. The central guanine (G5) is depicted in green.
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three structural domains to recognize the double-stranded portion of the DNA but it does not speciﬁcally recognize the single-
stranded portion of the duplex. The structures reveal that the protein recognizes a single 5′-nucleotide of the single-stranded
portion of the DNA and a 3′-phosphate group of the ds/ssDNA junction. The helix two turn helix (H2TH) motif including a
Rad2-speciﬁc α-helix 12b and a hydrophobic wedge, which binds the ﬁrst base pair of the double-stranded portion of the
DNA, is responsible for binding to DNA. The helical arch may assume a diﬀerent structure in Rad2 because its active site
is more accessible compared with related enzymes such as FEN1 and EXO1 (Mietus et al. 2014). This feature allows the pro-
tein to form a gap and create an exit route from the active site. As expected, the catalytic core of Rad2 is quite comparable with
other ﬂap nucleases (Orans et al. 2011). The protein has an oblong shape with its active site situated in the middle. A twisted
central β-sheet composed of seven strands ﬂanked by α-helices build the central core of the protein (Fig. 16b). Gln37 forms a
hydrogen bond with the base of the cleaved strand and represents an important residue of substrate recognition by Rad2. The
H2TH module is responsible for the key protein–DNA interactions through its Rad2-speciﬁc helix α12b and the hydrophobic
wedge contacting the ss/dsDNA junction.
Fig. 16. Crystal structure of the Rad2–DNA complex (PDB code: 4Q0W) (Mietus et al. 2014). (a) Schematic representation of the pro-
tein. The hydrophobic wedge is depicted in green, the helical arch in red, the H2TH domain in light blue and the rest of the crystallized
structure in dark blue. (b) Structure of Rad2 with dsDNA. Same color code as in (a). Calcium is depicted in light green and potassium in
purple. The helix 12b is named as referred by Tsutakawa et al. (2011). The spacer region omitted in the crystal structure is depicted as a
yellow dashed line.
Fig. 15. Schematic representation of human XPG with its diﬀerent domains and the region interacting with other NER proteins. The D1
box is depicted in light green, the D2 box in green and the 600 aa spacer region in orange. The XPB and XPD interacting region is high-
lighted in purple, RPA interacting region in dark blue and the PCNA interacting region in pink. Glu791 and Asp812 in the active sites
are depicted as light blue bars.
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9. XPV
The repair of lesions by NER is a powerful method to clean the genome from the plethora of lesions that are generated daily.
NER is hence the prime pathway that allows cells to cope with DNA damage. Because lesions can occur at any time in cellular
DNA, even when the NER complex cannot assemble properly, e.g. while the cell is undergoing cell division, a second system
has evolved that allows cells to cope with lesions. This system does not repair lesions but is able to give cells the ability to
tolerate lesions, so that repair can be shifted to later times. This lesion tolerance process (called TLS) requires the action
of special lesion tolerance polymerases. Among them the polymerase ɳ (XPV) is of prime importance, because it provides
tolerance of dinucleotide lesions such as CPDs and cisplatin adducts, which are the prime repair targets for NER. XPV
(Polymerase ɳ) is a Y-family DNA polymerase responsible for TLS enabling replication through bulky DNA adducts like cis-
platin, UV-induced CPDs and 6–4PP as well as acetylaminoﬂuorene adducts and oxidative lesions (like 8-oxo-G) (Alt et al.
2007; Biertumpfel et al. 2010; Haracska et al. 2000; Reissner et al. 2010; Schorr et al. 2010b; Silverstein et al. 2010a, b). The
human protein consists of 713 amino acids with a size of 78 kDa (Masutani et al. 1999a). Indeed, mutation in the XPV gene
leads to just another form of XP called the variant type also associated with a high risk of developing skin cancer (Johnson
et al. 2000; Lehmann et al. 1975; Masutani et al. 1999b). Lesion tolerance, however, has a major drawback. Because the poly-
merases are able to read through lesions they also have a strongly reduced replication ﬁdelity, which gives rise to mutations.
That is why repair is always the ﬁrst and preferred defense pathway.
9.1 Crystal structure of the yeast XPV (Rad30) protein
Kondratick et al. (2001) solved the crystal structure of the catalytic core (1–513 amino acids) of the S. cerevisiae apo-enzyme
(Fig. 17b). The catalytic core possesses the same bypass activity as the full-length protein (1–632 amino acids). The structure
shows that the polymerase possesses a right-hand shape built up by four domains: thumb, ﬁngers, PAD-domain
(polymerase-associated domain also named ‘little ﬁngers’ (LF)) and the palm domain (Fig. 17a). Characterized by a wide
open and possibly ﬂexible active site, the polymerase is able to replicate over bulky dinucleotide lesions, however, at the
cost of misincorporation and only a low processivity in contrast to high-ﬁdelity polymerases. Because of the helix deforming
action of lesions like intrastrand crosslinks (CPD and 1,2-GG) their bypass by high-ﬁdelity DNA polymerases is impossible.
Being able to bypass cisplatin crosslinks, XPV enables cells to gain resistance against cisplatin-based chemotherapy.
9.2 Crystal structure of the yeast XPV (Rad30) in complex with 1,2-GG cisplatin
Alt et al. (2007) solved the crystal structure of XPV replicating over 1,2-GG containing DNA. This structure provided insights
into the molecular mechanism that allows replication of XPV across strongly distorting DNA lesions. 1,2-GG and 1,3-GTG
cisplatin adducts are formed in a typical cancer therapy with cisplatin. In the structure, XPV accommodates the full 1,2-GG
adduct in its active site where it properly base pairs the 3′ G of the 1,2-GG lesion with a dCTP (Fig. 18). For the nucleotidyl
transfer, the DNA rotates into an active conformation, supported by hydrogen bonding of the temple base to the dCTP. The
bypass of the 3′-dG of 1,2-GG is more eﬃcient and accurate than the bypass of the 5′-dG. In the palm domain, Asp30 and
Asp155 coordinate the divalent cations in the active site and Glu156 is responsible for the catalysis. Glu39 plays a structural
role too, because it maintains the integrity of the ﬁngers domain. Arg73 coordinates the incoming dNTP for the lesion bypass
step and stacks on top of the base moiety. Two magnesium ions are coordinated by the catalytically essential residues.
9.3 Crystal structure of the yeast XPV (Rad30) in complex with the CPD lesion
Silverstein et al. (2010b) determined the crystal structure of yeast Rad30 in complex with a cis–syn T–T dimer lesion. These
authors argue that crystal contacts between the palm and the PAD domain of two neighboring proteins in the crystal lattice
inﬂuence the binding of the protein to the DNA. The group performed a double-mutation (K140A, S144W) to eliminate these
contacts, and indeed crystals were obtained with a diﬀerent space group. Deeper analysis of the structure shows that the ﬁnger
domain is a little more closed but the situation in the active site is almost unchanged compared with the yeast structure (Alt
et al. 2007). Figure 19 shows the XPV structure with its diﬀerent domains, the containing T–T dimer and the incoming dATP.
Again the large active site accommodates the dinucleotide lesion very similar to what was already shown by Alt et al. for the
cisplatin lesion. The 3′T of the dimer interacts with the incoming dATP by Watson–Crick hydrogen bonding. The 5′T of the
lesion builds van der Waals contacts with Met74 and Arg73 of the ﬁnger domain. The active site residues of the palm domain
(Asp30, Asp155 and Glu156) catalyze the nucleotidyl transfer reaction. By mutational analysis and biochemical assays
Silverstein et al. could show that the residues Gln55, Arg73 and Met74 interact with the T-T dimer to keep the lesion in
the active site.
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9.4 Crystal structure of the human XPV in complex with the CPD lesion
Biertumpfel et al. (2010) reported the crystal structure of the catalytic core (residues 1–432) of human polymerase ɳ at four
consecutive steps during DNA synthesis through cis–syn CPD lesion (Fig. 20b). They could show on a molecular level how
human XPV eﬃciently bypasses the lesion in TLS. Human XPV, similar to its yeast homolog, consists of four domains: palm,
PAD (little ﬁngers), thumb and the ﬁngers (Fig. 20a). The active site is situated in the palm domain and the DNA is bound
between the thumb and the ﬁnger domains. Acting as a molecular splint the polymerase keeps the damaged DNA straight and
rigid in its B-form conformation in contrast to the bent and unwound structures of CPD containing DNA with other repair
enzymes or alone. The β-strand in the little ﬁnger is nearly parallel to the template strand and hydrogen bonding of the main
chain amides to the phosphate supports this conformation. Again, the most prominent feature is the large active site of the
protein already reported by Alt et al. (2007), which is able to accommodate two bases of the template strand instead of one.
The 3′ thymine of CPD is base paired with the incoming dATP, while the 5′ thymine is turned and moved closer to the ﬁnger
domain which leads to tighter interactions than the ones observed with undamaged DNA. Furthermore, the two residues
Arg61 and Glu38 that are conserved among the XPV homologs create speciﬁc hydrogen bonds with the incoming dATP
and the CPD lesion. Again, the human XPV shows a more closed ﬁnger domain, which contacts the replicating base pair
more intensively. Based on all these structures we can therefore assume that the ﬁnger domain is quite ﬂexible and that
the more closed structure is the conformation the protein assumes in the processive mode.
Fig. 18. Crystal structure of Rad30 in complex with 1,2-GG cisplatin adduct (PDB code: 2R8 K) (Alt et al. 2007). Rad30 has right-hand
structure containing four domains: palm (violet), thumb (cyan), ﬁnger domain (dark blue) and the additional PAD domain (green) which
is unique for Y-family polymerases. The cisplatin adduct is depicted in pink, the dCTP in yellow and the two metal ions in green.
Fig. 17. (a) Structural domains of yeast XPV (Rad30) (Silverstein et al. 2010b). (b) Structure of the catalytic domain of S. cerevisiae XPV
showing the four domains (PDB code: 1JIH) (Trincao et al. 2001). The ﬁngers domain is depicted in dark blue, the PAD domain in
green, the ThM in cyan and the palm domain in purple.
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Further crystal structures of human and yeast XPV could be resolved with diﬀerent DNA damages such as 1,3-GTG cisplatin
or 8-oxoG (Reissner et al. 2010; Silverstein et al. 2010a). Schorr & Carell (2010a) crystallized the S. cerevisiae XPV (Rad30)
with an AAF-dG lesion and they proposed a model for lesion bypass. In vivo experiments show that Pol η indeed replicates
through acetylated aromatic amine lesions such as AAF-dG (Bresson & Fuchs, 2002). In vitro studies revealed that both
human and yeast XPV base pair the AAF-dG lesion correctly with dC (Bresson & Fuchs, 2002; Livneh, 2001; Masutani
et al. 2000; Matsuda et al. 2000) and are able to catalyze the extension from the lesion, however, with reduced eﬃciency
(Masutani et al. 2000). In addition, XPV also incorporates a correct dCTP opposite the N2-AAF-dG adduct (Yasui et al.
2004). It has also been shown that XPV is responsible for the occurrence of frameshift mutations in response to the presence
of aromatic amine lesions during replication (Bresson & Fuchs, 2002; Cordonnier et al. 1999).
10. Conclusion
In this review, we presented the most recent eukaryotic structures of the XP proteins in complex with their DNA substrate.
When no co-crystal structures with the DNA substrate were obtained we discussed the models of protein–DNA interaction
Fig. 20. (a) Schematic representation of human XPV showing the diﬀerent domains. The ﬁnger domain is depicted in purple, the palm
domain in dark blue, the ThM in green and PAD domain (little ﬁngers) in cyan. (b) Crystal structure of human XPV in complex with
CPD damaged DNA (PDB code: 3MR3) (Biertumpfel et al. 2010). Same color code as in (a). The CPD lesion is shown in orange and the
dAMPNPP (2′-deoxy-adenosine-5′-[(α,β)-imido]-triphosphate) is shown in yellow. The two Mg2+ ions of the active site are depicted in red.
Fig. 19. Structure of Rad30 with a CPD lesion. The cis–syn T–T dimer is depicted in orange and the incoming dATP is shown in yellow
(PDB code: 3MFI) (Silverstein et al. 2010b). The four domains are depicted with diﬀerent colors: ﬁngers (blue), palm (violet), PAD
(green) and thumb (light blue). The two Mg2+ ions in the active site are colored in red.
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that were proposed. All these structures led to a dramatic increase of our understanding of the role of the individual XP pro-
teins in DNA damage repair and tolerance. The structures allow to determine binding partner regions and to elucidate on a
molecular level the interaction between the proteins and their DNA substrates. Now, further studies have to be done in order
to better understand the correlation between genetic defects and the role of the various XP proteins in NER and TLS. We also
need further human structural information and most importantly structures of the XP proteins in functional complexes with
the other involved NER proteins. This would allow deciphering of the protein–protein interactions on the DNA damage site
and it may shed light on the correlation to genetic disorders. Understanding the mechanism of NER and TLS in correlation
with human genetic disorders unveils the biological basis for oncogenesis and aging. Last but not least, proteomics data are
needed to uncover the functional relations of the proteins involved in replication, transcription and repair.
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1.2. Bulky DNA-Addukte - Die Substrate der Nukleotidexzisionsreparatur  
 
Die NER besitzt eine breite Substratspezifität und repariert unter anderem die sogenannten bulky 
DNA-Addukte. Solche DNA-Schäden können durch polyzyklische aromatische Kohlenwasserstoffe 
(PAKs), heterozyklische aromatische Amine, sowie aromatische Amine und Amide verursacht 
werden, indem diese durch Abbauprozesse im Körper in reaktive Metaboliten umgewandelt werden, 
um daraufhin mit der DNA reagieren zu können. Dabei entstehen die Addukte bevorzugt an der N2- 
oder an der C8-Position von Guanosin.[1, 16-19]          
Die PAKs entstehen unter anderem durch die unvollständige Verbrennung von fossilen 
Energieträgern und Kraftstoffen. Zudem können diese auch im Tabakrauch enthalten sein.[18, 20-22] 
Infolge der krebserregenden Eigenschaften der PAKs und der weiten Verbreitung dieser Substanzen 
in Abgasen und Tabakrauch, ist ein deutliches Gesundheitsrisiko für den Menschen gegeben.[18, 23-24] 
Das gut untersuchte Benzo[a]pyren (B[a]P) gehört zu der PAKs Stoffklasse und kommt sowohl in 
Verbrennungsabgasen als auch in Tabakrauch vor.[25] Dabei wird B[a]P bei Aufnahme in den Körper 
durch metabolischen Abbau, der normalerweise zur Entgiftung dient, zu einem starken Karzinogen 
umgewandelt. Der Metabolisierungsprozess erfolgt zuerst durch Epoxidierung und daraufhin durch 
Hydrolyse zu 1,2-Diolen. Das dabei entstehende, wasserlöslichere Diol kann vom Körper 
ausgeschieden werden. Dennoch kann ein restlicher Teil erneut durch Cytochrom-P450-
Monooxygenasen epoxidert werden, wodurch ein elektrophiles Epoxid entsteht, welches mit der N2-
Position von Guanosin reagieren kann.[22, 24-25]  
Auch aromatische Amine sind indirekt wirkende Mutagene, die durch Metabolisierung aktiviert 
werden und daraufhin die DNA elektrophil angreifen. Sie kommen als Pyrolyseprodukte in 
Verbrennungsabgasen und Tabakrauch vor. Außerdem können diese auch beim Grillen und Braten 
von Fleisch bzw. Fisch durch die Maillard-Reaktion entstehen.[20-21, 25-26]       
Als Modellverbindungen für diese Stoffklasse dient das 2-Aminofluoren (AF) und das N-Acetyl-2-
aminofluoren (AAF), welche zur Erforschung der DNA-Reparatur verwendet werden. Das AF wurde 
ursprünglich als Insektizid entwickelt, aber aufgrund deren Kanzerogenität nie auf den Markt 










Die Metabolisierung der Arylamine dient zur Entgiftung des Körpers, wobei diese in der Leber 
aktiviert bzw. oxidiert werden. Dabei wird anfangs das aufgenommene Arylamin durch Cytochrom-
P450-Monooxygenase in das entsprechende N-Hydroxy-2-aminofluoren 3 und N-Hydroxy-N-acetyl-
2-aminofluoren 4 überführt. Zudem können die Derivate 3 und 4 durch eine N-Acetyltransferase 
oder einer Carboxyesterase ineinander umgewandelt werden. Weiterhin können diese Metaboliten 
in einer Entgiftungsreaktion durch die Glucuronosyltransferase zu dem Glucuronsäureester 
umgesetzt werden, welcher dann vom Körper ausgeschieden werden kann. Die Derivate 3 und 4 
können mittels einer Sulfotransferase bzw. einer Acetyltransferase zu den reaktiven Estern 5, 6 und 
7 umgewandelt werden.[27-35] Diese können über Intermediate, in denen sich ein elektrophiles 
Nitreniumion bildet, mit der DNA reagieren. Dabei entstehen meist C8- und N2-Addukte des 
2'-Desoxyguanosins.[6] Auch die Metabolisierung anderer Arylamine, wie z.B. Anilin, 2-
Aminonaphthalin, 1-Nitropyren und 2-Aminoanthracen, verläuft nach einem ähnlichen Schema wie 
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AAF und wirken kanzerogen. Denn diese werden auch durch Cytochrom-P450 aktiviert.[19, 36-39] 
Anfangs wurde angenommen, dass das C8-Addukt durch Addition des Nitreniumions an die 
nukleophilere N7-Position des Guanosins entsteht. Daraufhin bildet sich ein intermediäres Ylid durch 
Deprotonierung an der C8-Position, woraufhin das Arylamin von der N7-Position zur C8-Position 
durch eine Stevens-ähnlichen-Umlagerung transferiert wird (Schema 2).[40] Im Gegensatz dazu, 
postulieren McClelland et al. in späteren Studien, dass das Nitreniumion direkt an der C8-Position 
angreift.[41] 
 




Das C8-AF- und das C8-AAF-Guanosinaddukt haben, trotz Strukturähnlichkeit, unterschiedliche 
Wirkung auf die DNA und damit unterschiedliche Auswirkungen auf die NER. Das AAF nimmt eine 
syn-Konformation bezüglich der glykosidischen Bindung ein. Dabei kann das Fluoren in die DNA 
Doppelhelix interkalieren und das Guanosin wird in die große Furche verdrängt, wobei die Watson-
Crick Basenpaarung nicht erhalten bleibt und der DNA-Duplex thermodynamisch destabilisiert 
wird.[42-44] Durch die Interkalation des Fluorenteils im AAF und der sterisch anspruchsvollen 
Acetylgruppe kann es zu -1 und -2 frameshift-Mutationen kommen.[28, 45] Im Gegensatz zum C8-AAF-
Addukt liegt das C8-AF-Addukt in zwei Konformationen vor (syn- und anti-Konformation). Bei der 
anti-Konformation, welches die Hauptkonformation ist, liegt das Fluoren in der großen Furche, 
wobei der DNA-Duplex nicht beeinträchtigt wird und die Watson-Crick Basenpaarung erhalten 
bleibt.[42-44] Dadurch kann die Polymerase den Schaden in der anti-Konformation überlesen, wobei 
das transstehende Fluoren zur Blockierung der Polymerase führt.[46]      
Durch in vitro Studien konnte gezeigt werden, dass bei der Schadensbildung 60% des C8-AAF-
Addukts, 20% des C8-AF-Addukts und nur 5-15% des N2-AAF-Addukts entstehen. Im Vergleich dazu, 
konnte bei in vivo Studien in Leberzellen von Ratten belegt werden, dass größtenteils das C8-AF-
Addukt (80%) und das C8- sowie das N2-AAF-Addukt (15% und 5%) nur in geringen Mengen 
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entstehen.[47-49] Neben der Reaktion des Arylnitreniumions mit der C8-Position kann durch die 
Resonanzstabilisierung das Carbokation mit der N2-Position reagieren (Schema 3).[50-51] 
 
Schema 3: Mesomere Grenzstruktur von AF und AAF als Arylnitreniumion oder als Carbokation, welche mit                     





Zudem konnte in Studien von Howard et al. gezeigt werden, dass die C8-AF- und N2-AAF-Addukte in 
Tieren eine längere Lebensdauer haben als das C8-AAF-Addukt.[48] Dabei wurde AAF männlichen 
Ratten injiziert, wobei das gebildete C8-AAF nur ein Tag nachweisbar war. Jedoch konnten die 
anderen beiden Addukte bis zu zwei Wochen später noch nachgewiesen werden. Daraus wurde 
geschlossen, dass das C8-AAF-Addukt im Körper unmittelbar erkannt und entfernt werden kann.[47-48] 
Da das N2-AAF-Addukt in der kleinen Furche der DNA liegt und die DNA thermodynamisch 
stabilisiert, kann die Detektion des Schadens erschwert sein.[52] Kitsera et al. gelang es in knock-out 
Experimenten die unterschiedlichen Reparaturraten von C8-AAF- und N2-AAF-dG zu erklären.[53] Die 
C8-AAF-Addukte können leicht durch die globale Genomreparatur (GGR) erkannt und entfernt 
werden, wobei das N2-AAF-Addukt nur durch die Transkriptions-gekoppelte Reparatur (TCR), welche 
die Proteine CSA und CSB benötigt, entfernt werden kann.[53] Weiterhin konnte gezeigt werden, dass 
XPA notwendig für die Reparatur beider Schäden ist, wobei XPC eine geringere Rolle spielt. Zudem 
wurden weitere knock-out Experimente während meiner Doktorarbeit durchgeführt, die zeigten, 
dass das C8-AF-Addukt durch die GGR entfernt wird. Dennoch werden 60% des Schadens bei der 




1.3. Replikationsprotein A 
1.3.1. Struktureller Aufbau von RPA 
 
Das Replikation Protein A (RPA) ist ein wichtiges eukaryotisches, einzelsträngige (ss) DNA-bindendes 
Protein, welches eine wichtige Rolle in der Replikation, Reparatur und Rekombination spielt.[54-57] 
Der strukturelle Aufbau von RPA ist in Abbildung 3 veranschaulicht.[58-60]  
 
Abbildung 3: Schematische Darstellung der einzelnen RPA Domänen. Die Domänen der RPA70 Untereinheit sind in grün, 
RPA32 in blau und RPA14 in rot dargestellt. Der Trimerisierungskern besteht aus der DNA-bindenden-Domäne C (DBD-C), 
DBD-D und –E. wh: winged-Helix Domäne.
[58-60]
 
RPA ist ein heterotrimeres Protein und wird durch drei verschiedene Gene kodiert, die jeweils für 
eine Untereinheit kodieren. Die drei Untereinheiten von RPA sind RPA70 (70 kDa), RPA32 (32 kDa) 
und RPA14 (14 kDa).[54, 59, 61-62] Jede von ihnen hat eine oder mehr DNA-bindende-Domänen (DBD), 
welche aus einem Oligonukleotid/Oligosaccharid-bindenden (OB) Motiv zusammengesetzt und 
durch flexible Linker verbunden sind.[63-64] Die größte Untereinheit RPA70 besitzt insgesamt vier 
Domänen, die DBD-A, DBD-B, DBD-C und eine N-terminale Protein-Protein Interaktionsdomäne 
(DBD-F).[58-59, 65] Außerdem besitzt die DBD-C ein Zink-bindendes Motiv, wobei ein Zinkion an vier 
Cysteine gebunden ist.[66] Die mittlere Untereinheit RPA32 umfasst die DBD-D und eine C-terminale 
Protein-Protein Interaktionsdomäne, die sogenannte winged-Helix Domäne (wh). Die N-terminale 
Region von RPA32 ist sehr ungeordnet und kann mehrfach phosphoryliert werden.[61] Die kleinste 
Untereinheit RPA14 besteht aus einer Domäne (DBD-E), wobei dessen genaue Funktion bis heute 
noch nicht vollständig geklärt ist. Das trimere RPA bildet ein sehr stabilen Komplex, indem der 
Trimerisierungskern durch die DBD-C bis DBD-E gebildet wird.[56, 58] Die langen Protein-Linker 
zwischen den einzelnen Domänen sind sehr flexibel und können unterschiedliche Konformationen 




1.3.2. RPA-DNA Bindung 
  
RPA bindet bevorzugt an Polypyrimidin-Sequenzen und bindet ssDNA mit einer bis zu 1000-fach 
höheren Affinität als doppelsträngige (ds) DNA, wobei die DBD-A und DBD-B die höchste Affinität für 
DNA aufzeigen.[67-69] Des Weiteren wird die DNA-Affinität von RPA durch die Länge der DNA 
beeinflusst, da eine kürzere ssDNA zu einer geringen Bindungsaffinität von RPA führt.[59, 67, 70-71] 
Durch die flexible Struktur von RPA wird angenommen, dass RPA in verschiedenen Konformationen 
an die DNA, abhängig von deren Länge, binden kann.[57, 68, 72-74] Die DBD-A und DBD-B, die eine hohe 
DNA-Affinität besitzen, sowie die DBD-C und DBD-E, die eine geringere DNA-Affinität aufweisen, 
ermöglichen die Bildung eines stabilen RPA/DNA-Komplexes. Dies konnte unter anderem durch 
Mutationsstudien belegt werden.[57, 68, 75] Auch konnte kürzlich gezeigt werden, dass RPA dynamisch, 
durch die strukturelle Flexibilität, mit ssDNA interagieren und zügig entlang von ssDNA diffundieren 
kann.[57, 72] Dabei kann RPA DNA-Haarnadelstrukturen oder sogar doppelsträngige Regionen auf-
schmelzen.[57, 72] Wie bereits oben erwähnt, kann RPA in verschiedenen Konformationen an die DNA 
binden, wobei jede DBD wahrscheinlich mit vier bis sechs Nukleotiden (nt) der ssDNA interagiert. 
Dadurch kann ein instabiler 8nt Bindungsmodus, der durch crosslinking-Studien belegt wurde, oder 
ein stabiler 30nt Bindungsmodus entstehen. Der 8-10nt Bindungsmodus konnte auch beobachtet 
werden, wenn RPA mit kurzer DNA interagiert.[67, 76-78] Nguyen et al. konnten durch 
thermodynamische Studien nur einen 18-20nt und einen 28-30nt Bindungsmodus von RPA 
identifizieren, woran drei bis vier DBD beteiligt sind.[56, 72, 79] Chen et al. belegten 2016 unter anderem 
durch Brown´sche Dynamik Simulationen, dass der RPA-DNA Komplex in zwei kinetischen Zuständen 
vorliegt, und dass der stabilere Zustand, der durch schrittweise Interaktion der einzelnen RPA 
Domänen entsteht, für die DNA Reparatur benötigt.[57, 80] Folglich stellen Chen et al. die Hypothese 
auf, dass zuerst eine bis zwei DBD (DBD-A und DBD-B) mit der DNA interagieren. Anschließend kann 
ein etwas stabilerer RPA/DNA-Komplex gebildet werden, indem drei bis vier DBD mit der DNA 
interagieren. Durch eine folgende Konformationsänderung des Komplexes oder durch Assoziation 
einer DBD, kann ein stabilerer Komplex gebildet werden.[57] Diese Hypothese wird in der folgenden 




Abbildung 4: Schematische Darstellung von RPA in seinen verschiedenen, dynamischen Bindungsmodi. Die Domänen der 
RPA70 Untereinheit sind in grün, RPA32 in blau und RPA14 in rot dargestellt. RPA besitzt einen 20nt und einen 30nt 
Bindungsmodus. Durch dynamische Umlagerung kann RPA verschiedene DNA-Bindungskonformationen einnehmen. Die 




1.3.3. Die verschiedenen Funktionen von RPA 
 
RPA spielt eine wichtige Rolle in verschiedenen metabolischen Prozessen wie in der Replikation, 
Reparatur und Rekombination, um die Genomstabilität zu bewahren. In erster Linie entfernt RPA 
sekundäre Strukturen, wie z.B. Haarnadelstrukturen, schützt die ssDNA vor Nukleasen oder kann mit 
verschiedenen Proteinen interagieren. [60, 81-82] Protein-Protein Interaktionen finden nicht nur durch 
die DBD-A bis DBD-D, sondern hauptsächlich durch die DBD-F oder durch die wh-Domäne statt. Eine 
Dysfunktion von RPA kann oft tödlich sein. Des Weiteren können Mutationen von RPA zu einer 
Fehlfunktion der DNA Reparatur oder zur Genominstabilität führen.[56, 82-84] In Mutationsstudien von 
RPA konnte belegt werden, dass die maximale Bindungsaffinität zu ssDNA nicht mit der Funktion 
selbst korreliert. Unter anderem zeigten Mutationen in den DBD von RPA, die zu einer geringeren 
DNA-Bindungsaffinität führten, dennoch volle Funktion. Auch konnte gezeigt werden, dass eine hohe 
Affinität zu ssDNA nicht ausreichend für eine vollständige Funktion von RPA ist. Denn Mutationen in 
aromatischen Resten von der DBD-A oder DBD-B führten zu einem Funktionsverlust der DNA 
Reparatur, wohingegen die DNA Replikation nicht beeinträchtigt wurde. Folglich benötigt die DNA 
Reparatur und die Replikation unterschiedliche RPA-DNA Interaktionen.[56, 83, 85]        
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Des Weiteren kann die Konformation und die Dynamik von RPA mit ssDNA durch Protein 
Interaktionen und posttranslationale Modifikationen von RPA variieren. RPA32 wird vor allem am       
N-Terminus phosphorylisiert werden, wodurch Protein und DNA-Interaktionen reguliert werden 
können. Phosphorylierungen von RPA spielen eine Rolle in der homologen Rekombination und in der 
DNA Reparatur. Weiterhin können Lysine am C-Terminus von RPA70 sumoyliert werden, wenn DNA 
Doppelstrangbrüche vorliegen, was zur Rekrutierung von RAD51 an die DNA führt. Allerdings ist die 
genaue Regulierung durch Phosphorylierungen bzw. Sumoylierungen noch nicht ganz     
verstanden.[56, 86-89]                  
Außerdem hat RPA eine wichtige Bedeutung für die Initiation und Elongation der S-Phase der DNA 
Replikation. Dabei kann RPA nicht nur die entstehende ssDNA am Replikationsursprung stabilisieren, 
sondern unterstützt die Rekrutierung von anderen Proteinen an die Replikationsgabel. Auch fördert 
RPA die Bindung der DNA-Polymerase an den Replikations-Initiationskomplex, indem es mit dieser 
interagiert.[57, 59, 90-95] Toledo et al. belegten, dass RPA bei Replikationsstress enorm wichtig ist, da 
dabei die ssDNA Regionen stark ansteigen.[82] Denn RPA stabilisiert die gebildeten Replikationsgabeln 
und fördert die ATR Aktivierung, um die Replikation zu stoppen. Dadurch können keine weiteren 
ssDNA Regionen gebildet werden. Durch high-throughput Mikroskopie konnten sie auch zeigen, dass 
eine zu hohe Anzahl an ssDNA Regionen und eine reduzierte Konzentration von RPA zu 
Doppelstrangbrüchen und diese wiederum zum Zelltod führen können.[56, 82] Neueste Studien 
belegen, dass RPA auch eine Funktion beim Zusammenbau der Nukleosomen des Chromatins hat, 
indem es als eine Art Bindungsplattform für die Koordination von Histonen dient. Dabei kann RPA 
die Histone H3/H4 binden und fördert dadurch die Bindung der Histone an benachbarte dsDNA der 
Replikationsgabel. Folglich kann RPA den Nukleosom Zusammenbau und die laufende DNA 
Replikation koppeln.[96]                     
Neben der Replikation, ist RPA auch in den verschiedenen DNA-Reparatur Mechanismen relevant, 
wie in der NER, BER, MMR oder Doppelstrangbruch (DSD) Reparatur. In der NER kann RPA mit 
verschiedenen Proteinen interagieren, wie z.B. XPA um den offenen DNA-Komplex zu stabilisieren. 
Die Interaktion mit XPA wird im Kapitel 1.5.1 genauer beschrieben. Zudem kann RPA die Nuklease 
XPG für die duale Inzision richtig positionieren. Außerdem ist RPA beim Schließen der Lücke im DNA-
Doppelstrang mit dem Proliferating-Cell-Nuclear-Antigen (PCNA), Replikationsfaktor C (RFC) und der 
DNA Polymerase involviert.[97-98] Die genaue Rolle von RPA in der BER ist noch nicht eindeutig 
verstanden. Bisher konnte nur die Interaktion von Uracil-DNA Glykosylase mit RPA identifiziert 
werden.[99] In der MMR übernimmt RPA gleich mehrere Funktionen, wobei das Zinkfinger Motiv von 
RPA70 involviert ist. Unter anderem kann es die entstehenden ssDNA Regionen stabilisieren und 
fördert die DNA-Synthese während der Reparatur.[59, 100] Die dynamischen Eigenschaften von RPA mit 
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ssDNA helfen bei der Reparatur von DNA-Doppelstrangbrüchen (DSB), die z.B. durch ionisierende 
Strahlung oder endogene bzw. exogene DNA-schädlichen Reagenzien entstehen können. Diese 
können unter anderem durch die homologe Rekombination (HR) repariert werden. Die Regulation 
von DSD durch RPA in der HR ist in der Abbildung 5 veranschaulicht.[56, 59-60]  
 
Abbildung 5: RPA bindet den ssDNA Überhang, der bei der Resektion von DSB entsteht. Durch die Stabilisierung des 
Überhangs inhibiert RPA die MMEJ und fördert die HR. Auch fördert RPA die Bindung von Rad51, welches RPA verdrängt 
und die HR katalysiert. RPA ist in grün, Rad51 in blau und die mikrohomologen Sequenzen sind in rot dargestellt. Die 
Abbildung wurde von Chen und Wold adaptiert.
[56]
 
In der HR wird durch nukleolytischen Abbau ein ca. 50-100nt ssDNA 3´-Überhang produziert, 
woraufhin RPA an den Überhang bindet und diesen stabilisiert. RPA fördert die HR durch Interaktion 
mit HR-Proteinen und Rad51, welches die Rekombination katalysiert. Rad51 kann durch die 
Mediatorproteine Rad52 und BRCA2 RPA von der ssDNA verdrängen, woraufhin Rad51 die 
Hybridisierung des Überhangs mit dem homologen DNA-Duplex katalysiert. Dies führt zur 
Ausbildung einer D-Schleife und die DNA-Synthese kann stattfinden. RPA kann bei der Strang 
Invasion den verdrängten Strang während der Rekombination stabilisieren. Des Weiteren kann der 
DSB auch durch MMEJ (microhomology-mediated end joining), die direkt mit der HR konkurriert, 
repariert werden. Im Gegensatz zu der HR ist die MMEJ jedoch fehleranfällig und genetisches 
Material geht verloren. Ferner fördert RPA die HR und inhibiert die MMEJ, indem es die 
Hybridisierung von mikrohomologen Sequenzen verhindert. Punktmutationen in den DBD von RPA 
führen zu einer erhöhten MMEJ, da diese schneller von der DNA dissoziieren und somit der ssDNA 
Überhang nicht mehr stabilisieren werden kann.[56, 60, 81, 101-105] 
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1.3.4. Regulation von RPA – Allosterie 
 
Obwohl RPA viele Bindungspartner hat, ist die Bindungsoberfläche für diese limitiert und die 
Bindungsseiten müssten für die Interaktionspartner überlappen. Es wird vermutet, dass RPA durch 
einen allosterischen Mechanismus die Bindungsstellen für Interaktionspartner regulieren kann. 
Durch die Bindung eines Liganden ändert sich die Konformation von allosterisch geregelten 
Proteinen. Erste Hinweise auf einen allosterischen Mechanismus von RPA endeckten Jackson et 
al.[106] Sie stellten fest, dass in der homologen Rekombination die Affinität für die ssDNA Bindung von 
RPA um einen Faktor fünf ansteigt, indem der Mediator Rad52 an RPA32C bindet. Diese Interaktion 
führt zu einer erhöhten Bindung der DBD-D an die ssDNA.[106-107] Eine weitere interessante 
allosterische Interaktion konnte von Jiang et al. beobachtet werden.[108] Diese fanden heraus, dass 
das origin binding motif (OBD) der Helikase SV40 T Antigen (Tag) mit den DBD-A und -B von RPA70 
(RPA70AB) während der DNA Replikation interagieren kann, wodurch die ssDNA Bindungsaffinität 
allosterisch reguliert wird. Denn RPA70AB bildet mit der Tag-Helikase und einer 8nt ssDNA einen 
ternären Komplex, wohingegen bei einer 30nt ssDNA die Tag-Helikase von RPA dissoziiert. Deswegen 
postulieren Jiang et al., dass sobald die Tag-Helikase mehr dsDNA entwindet, RPA sich von der 
kompakten tertiären Struktur in einen verlängerten ssDNA Bindungsmodus allosterisch umformt, 
wodurch die Tag-Bindung geschwächt wird. Diese Ergebnisse zeigen, dass RPA während der DNA-
Replikation, vermittelt durch die Tag-Helikase, in zwei Schritten an die DNA gebunden wird.[107-108]  
 
1.3.5. Studien zur Strukturaufklärung von RPA 
 
RPA ist ein sehr dynamisches und flexibles Protein und somit schwer zu kristallisieren. Dennoch 
konnten einige Gruppen in den letzten Jahren NMR- oder Kristallstrukturen von unterschiedlichen 
RPA Untereinheiten erhalten und somit wichtige Funktionen und Interaktionen von RPA aufdecken. 
Trotzdem ist bis heute unklar, wie die vollständige Struktur von RPA mit und ohne DNA aussieht und 
wäre daher von großer Bedeutung. Insbesondere Strukturen mit Interaktionsproteinen, wie mit XPA, 
wären von hohem Interesse. 
 
1.3.5.1. Elektronenmikroskopie von RPA 
 
Treuner et al. konnten erste Strukturen von RPA mit ssDNA durch Elektronenmikroskopie mittels 
Negativfärbung erhalten.[109] Diese zeigten, dass der RPA/DNA-Komplex, abhängig von der 
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Salzkonzentration, drei verschiedene Konformationen einnehmen kann. Die Kontur der ssDNA, an 
der RPA gebunden ist, erscheint zickzackartig und unregelmäßig. Bei einer geringen 
Salzkonzentration nimmt die DNA im Komplex eine ausgedehnte Konformation ein, die ähnlich zur 
Protein-freien DNA ist. Durch Erhöhung der Salzkonzentration mit Natriumchlorid nimmt die DNA im 
Nukleoprotein Komplex eine kompaktere Konformation ein. Eine noch größere Kompaktion des 
RPA/DNA-Komplexes konnte durch Erhöhung der Magnesiumchlorid-Konzentrationen erreicht 
werden. Zudem zeigten Elektronenmikroskopiebilder, dass RPA dsDNA teilweise entwinden kann. Im 
Gegensatz zu anderen Einzelstrang-bindenden Proteinen (SSB) wickelt sich die ssDNA nicht um RPA 
herum, sondern RPA verlängert sich entlang der DNA. Dennoch konnte durch die Negativfärbung 
keine Struktur von RPA gelöst werden.[73, 109-110] Witosch et al. konnten im Jahr 2014 eine Kryo-
Elektronenmikroskopiestruktur von RPA im Komplex mit einem Tim-Tipin-Komplex und ssDNA in 
einer Auflösung von 17 Å erhalten.[111] Der Tim-Tipin-Komplex ist in der Koordination der DNA 
Replikation involviert und wird vermutlich durch RPA an die Replikationsgabel rekrutiert. In dieser 
Struktur nimmt RPA eine hufeisenförmige Form an.[111] 
 
1.3.5.2. NMR Strukturen von RPA 
 
NMR-Spektroskopie ist eine wichtige Methode, welche die Charakterisierung von Proteinen in 
Lösung ermöglicht. Mer et al. konnten die Struktur des C-Terminus von RPA32 (Aminosäure 170-270) 
durch NMR-Spektroskopie lösen (Abbildung 6a).[112] In dieser wird ersichtlich, dass die ersten 32 
Reste des C-Terminus unstrukturiert sind und daher wahrscheinlich einen flexiblen Linker zur DBD-D 
bilden. Zudem zeigt diese eine kompakte globuläre α/β wh-Domäne auf, die durch ein 
rechtsgängiges dreifach-Helix Bündel und drei kurze anti-parallele β-Stränge gebildet wird. Diese wh-
Domäne ist wichtig für Protein-Protein-Interaktionen, wie die mit XPA. Anschließend untersuchten 
Mer et al. die NMR-Struktur von RPA32C mit einem 16 Aminosäuren kurzen Peptid, (Uracil-DNA 
Glykosylase, UNG73-88), um die Bindungssequenz von RPA für XPA und Rad52 zu bestimmen. RPA32C 
bindet an das Peptid, welches eine α-Helix ausbildet, vor allem durch seinen zweiten und dritten β-
Strang. Die Bindung wird hauptsächlich durch elektrostatische Interaktionen vermittelt, indem fünf 
basische Reste des Peptids mit zwei sauren Resten von RPA32C interagieren. Danach wurden kurze 
Peptide von XPA und Rad52, die eine ähnliche Sequenz zum UNG Peptid aufweisen, mit RPA32C 
mittels NMR-Spektroskopie analysiert. Dies zeigte, dass RPA32C mit XPA und Rad52 ähnlich wie mit 




Eine weitere NMR Struktur konnte von der 18 kDa N-terminalen Domäne der RPA70 Untereinheit 
(Aminosäure 1-168) erhalten werden. Auch hier zeigte sich, dass die Reste 109-168 sehr 
unstrukturiert sind und vermutlich einen flexiblen Linker zwischen der DBD-F und DBD-A ausbilden. 
Die im N-Terminus enthaltene DBD-F (Aminosäure 8-108) besteht aus einem fünf-strängigen β-Fass. 
Des Weiteren besitzt das β-Fass an beiden Enden eine Art Deckel, der durch eine kurze Helix gebildet 
wird, und an einem Ende zwei Loops. Diese beiden Loops, die aus einem Lysin- und fünf Arginin-
Resten bestehen, bilden eine basische Furche, um möglicherweise Interaktionspartner, die ein 
saures Motiv bzw. Oberfläche besitzen, zu binden (Abbildung 6b).[114] 
 
Abbildung 6: NMR-Bändermodelle von RPA32C und RPA70N. a) RPA32C. Die drei α-Helices vom humanen RPA32C sind in 
dunkelblau und die drei β-Stränge sind in hellblau hervorgehoben. (PDB: 1DPU). b) RPA70N. Das β-Fass vom humanen 
RPA70N ist in hellgrün, die zwei α-Helices sind in dunkelgrün und die zwei Loops sind in lila hervorgehoben. (PDB: 1EWI). 
Weiterhin konnte eine NMR-Struktur des humanen Volllängen-Proteins RPA erhalten werden, 
welche Einblicke in der Dynamik und strukturelle Zusammensetzung ermöglichten. Dabei konnten 
über 350 von 550 erwarteten Signale der Domänen DBD-A/-B/-F, RPA32C und RPA32N im NMR 
identifiziert werden. Interessanterweise sind die Signale der DBD-A/-B und RPA70N identisch zu 
denen der einzelnen Domänen im NMR, was vermuten lässt, dass die Domänen ohne DNA 
strukturell unabhängig voneinander sind. Außerdem konnten keine Signale für den 
Trimerisierungskern (DBD-C/-D und RPA14) detektiert werden, obwohl dieser alleine im NMR gute 
Signale aufzeigt. Aufgrund dessen lässt sich vermuten, dass die zusätzlichen fünf Domänen die Rate 
des Taumelns (Bewegung) von dem Trimerisierungskerns verlangsamen. Anschließend wurde das 
Volllängen RPA mit ssDNA analysiert und die erhaltenden Signale mit dem Spektrum des alleinigen 
Proteins verglichen. Dabei stellte sich heraus, dass die DBD-F und RPA32C keine Rolle in der Bindung 
an die ssDNA spielen und somit unter anderem frei für Protein-Protein-Interaktionen bleiben. 
Darüber hinaus konnte eine strukturelle Umlagerung der DBD-A/-B mit dem Trimerisierungskern 
detektiert werden. Folglich konnten Brosey et al. die ersten Beobachtungen von RPA machen, das 




1.3.5.3. Kristallstrukturen von RPA 
 
Es konnten mehrere Kristallstrukturen der humanen RPA Untereinheiten, die zur Aufklärung der 
strukturellen Zusammensetzung von RPA beitrugen, durch Röntgen-Kristallstrukturanalyse erhalten 
werden. Eine davon ist die 2.5 Å RPA Kristallstruktur der DBD-A und der DBD-B von Bochkareva et al. 
(Abbildung 7a).[73] Diese zeigt, dass die beiden Domänen aus je einem funktional unabhängigen 
OB-Motiv bestehen, eine N-terminale Verlängerung haben und die DBD-B eine zusätzliche 
C-terminale Helix besitzt. Die DBD-A und DBD-B sind in einer Tandem-Orientierung angeordnet und 
werden durch einen verlängerten Linker verbunden. Dieser Linker kann verschiedene 
Konformationen einnehmen und ist ohne DNA sehr flexibel.[73]  
 
Abbildung 7: Vergleich beider Kristallstrukturen der humanen DBD-A und DBD-B von RPA70, ohne (a) und mit (b) DNA. 
Die DBD-A ist in hellgrün, die DBD-B ist in dunkelgrün und die DNA ist in grau hervorgehoben. Der Loop L12 ist in lila und 
der Loop L45 ist in pink markiert. (PDB: 1FGU, 1JMC). 
Davor konnten Bochkarev et al. schon die DBD-A und DBD-B im Komplex mit ssDNA, einem Poly-dC8-
Oligonukleotid, kristallisieren (2.4 Å, Abbildung 7b).[76] Bei Vergleich beider Strukturen wird 
ersichtlich, dass die Tandem-Orientierung durch die ssDNA Bindung stabilisiert wird, während die 
Struktur ohne DNA verschiedene Konformationen durch den flexiblen Linker einnehmen kann. 
Zudem ist durch Bindung der DBD-A und DBD-B an die ssDNA erkennbar, dass diese sich 
umorientieren, der Linker zwischen beiden Domänen stabilisiert wird und sich die 
Bindungsoberfläche für die DNA umlagert, um die DNA fest zu binden. Die DBD-A berührt das 5´-
Ende und die DBD-B das 3´-Ende der DNA. Zudem tunnelt sich die DNA durch einen engen Kanal im 
oberen Bereich beider DBDs, wobei sie mehrere stacking- und hydrophobe Wechselwirkungen mit 
zwei Loops (L45 und L12) beider Domänen eingeht. Dieser DNA-Kanal entsteht durch die β1- und β2-
Stränge, indem diese eine β-Haarnadel bilden, der sich um die DNA wickeln kann. Der L12 Loop weist 
basische Aminosäuren auf, die mit den sauren Phosphatgruppen der DNA interagieren können, und 
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die saure Bindungsfurche, die durch den Loop L45 gebildet wird, kann mit den DNA-Basen 
interagieren.[73, 76] Des Weiteren kann die DBD-A mehr Wechselwirkungen mit der DNA eingehen als 
die DBD-B. Zusätzlich binden beide Domänen 3nt  der DNA in der Kristallstruktur. Schlussendlich ist 
davon auszugehen, dass sich die Konformation der Domänen, besonders der Loops, durch die DNA-
Bindung drastisch verändern.[76, 110]                   
Neben diesen beiden Kristallstrukturen konnte erneut Bochkarev et al. die 2.5 Å Kristallstruktur von 
RPA32 (nur die DBD-D) zusammen mit RPA14 erhalten (Abbildung 8). Jene Struktur weist für beide 
Domänen ein OB-Motiv mit einer N-terminalen Verlängerung und einer C-terminalen Helix auf. Das 
OB-Motiv, besonders das von RPA32, ähnelt strukturell dem OB-Motiv von RPA70AB. Das Hetero-
dimer interagiert durch eine Helix-Helix-Interaktion des C-Terminus miteinander.[115] 
 
Abbildung 8: Kristallstrukturen des humanen RPA32/14 Dimers als Bändermodell. RPA32 ist in dunkelblau und RPA14 in 
rot dargestellt. (PDB: 1QUQ). 
Deng et al. konnten 2007 die Kristallstruktur vom Volllängen RPA32 Protein mit RPA14 erhalten.[116] 
Das OB-Motiv beider Domänen ist ähnlich zu der schon zuvor veröffentlichten Struktur. Dennoch 
war der N-Terminus sowie die wh-Domäne, die wahrscheinlich ungeordnet vorliegen, sehr schlecht 
aufgelöst und nehmen mehrere Positionen in der Kristallstruktur ein. Vermutlich kann die wh-
Domäne mehrere Konformationen einnehmen, um die Protein-Protein-Interaktion mit 
verschiedenen Proteinen zu ermöglichen.[116]         
Die 2.8 Å Kristallstruktur des Trimerisierungskern von RPA (DBD-C/-D und -E) konnte von Bochkareva 
et al. im Jahr 2002 gelöst werden (Abbildung 9).[58] Alle drei Domänen haben ein OB-Motiv mit einer                 
C-terminalen α-Helix. Die Trimerisierung wird durch die C-terminalen α-Helices, die ein dreifaches-
Helixbündel durch hydrophobe Interaktionen ausbilden, erreicht.[58] Ansonsten kann die DBD-C, 
neben dem dreifach-Helixbündel, noch mit dem N-Terminus der DBD-D interagieren, wobei keine 
weiteren Interaktionen zu RPA14 ersichtlich sind. Beim Vergleich dieser Struktur mit der 
Kristallstruktur von RPA70AB bilden die Loops L12 und L45 der DBD-A und DBD-B eine tiefe ssDNA 
Bindungsfurche, die positiv geladen ist. Wohingegen die Loops von RPA32 und RPA14 wesentlich 
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kürzer sind und eine eher flache Bindungsfurche mit einer weniger positiv geladenen Oberfläche 
ausbilden. Die Bindungsfurche von DBD-E ist sogar negativ geladen und besitzt positiv geladene 
Loops. Dies könnte erklären, warum die DBD-D und DBD-E eine schlechtere Bindungsaffinität zur 
ssDNA haben als die anderen DBDs und wahrscheinlich daher die ssDNA mit ihrem OB-Motiven 
anders binden können. Die Bindungsfurche von DBD-C ist strukturell vergleichbar mit denen von 
RPA70AB und kann die ssDNA möglicherweise in einer ähnlichen Weise wie RPA70AB binden. Zudem 
besitzt die DBD-C ein Zink-Ribbon-Motiv, welches zwischen den β1- und β2-Strang eingebettet ist. 
Dieses Motiv wird durch drei antiparallelen β-Strängen gebildet, wobei das Zinkion durch vier 
Cysteine koordiniert wird. Zusätzlich besitzt die DBD-C ein Helix-Turn-Helix Motiv. Bochkareva et al. 
postulieren, dass dieses Motiv an der Bindung von dsDNA verantwortlich sein könnte.[58, 116] 
 
Abbildung 9: Kristallstruktur des humanen Trimerisierungskern von RPA als Bändermodell. Die DBD-C Domäne ist in 
dunkelgrün, die DBD-D Domäne ist in dunkelblau und RPA14 in rot dargestellt. Das dreifach-Helixbündel  ist in grau und das 
Zinkion in pink markiert. (PDB: 1L1O). 
Erst im Jahr 2012 konnten Fan et al. die 2.8 Å Kristallstruktur von RPA aus dem Pilz Ustilago maydis 
mit ssDNA (32nt) erhalten (Abbildung 10).[117] Für diese wurde eine verkürzte Version von RPA 
verwendet, indem die N-terminale Domäne von RPA70 und die wh-Domäne von RPA32 entfernt 
wurden. Die Strukturen der einzelnen Domänen im Vergleich zu den humanen Kristallstrukturen sind 
sehr ähnlich. Es wird in der Kristallstruktur ersichtlich, dass der RPA-ssDNA Komplex eine quartäre 
Struktur einnimmt, in dem die ssDNA in einer U-Form von 25nt vorliegt. Die restlichen Nukleotide 
waren nicht gut genug aufgelöst. Dabei liegt RPA70 und RPA32 in einer Ebene, wohingegen RPA14 
hinter dieser Ebene liegt. Der BC Linker interagiert mit DBD-B, DBD-C, ssDNA und bilden zusammen 
eine Vier-Wege-Schnittstelle, wodurch die Quartärstruktur stabilisiert wird. Zusätzlich wird die 
Quartärstruktur durch die Interaktion von DBD-A mit der C-terminalen Helix der DBD-C stabilisiert. 
Die DBD-A bindet 4nt am 5´-Ende der ssDNA und die DBD-B darauffolgend 5nt. Die nächsten 3 
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Nukleotide befinden sich genau am untersten Bereich der U-Form und interagieren mit dem BC-
Linker, der DBD-B und der DBD-C Domäne. Die DBD-C bindet die nächsten 8nt und die letzten 5nt 
binden die DBD-D. Die DBD-A und DBD-B binden die DNA durch eine Furche in ihrem OB-Motiv, 
indem hauptsächlich vier aromatische hydrophobe Reste der Furche van der Waals 
Wechselwirkungen mit der ssDNA oder stacking-Interaktionen mit den Basen eingehen.[117] 
Interessanterweise interkaliert der BC-Linker, der aus zwei β-Schleifen besteht, teilweise in die 
Furche der DBD-B, sodass die DBD-B eine andere Konformation als in dem 8nt Bindungsmodus (DBD-
A, DBD-B mit 8nt ssDNA) von Bochkarev et al. einnimmt.[76, 117] Zudem geht der BC-Linker viele 
Wasserstoffbrückenbindungen und van der Waals Wechselwirkungen mit der DBD-B, DBD-C und mit 
der ssDNA ein. Die DNA-Bindungsfurche der DBD-C ist wesentlich länger und breiter als die der 
DBD-A und DBD-B. Hinzu kann die Zinkdomäne der DBD-C mit dem Phosphodiester-Rückgrat 
interagieren. Dennoch hat die DBD-C eine geringere DNA-Affinität als DBD-A und DBD-B. Fan et al. 
vermuten, dass die DBD-C eine langsamere on-rate für ssDNA gegenüber der DBD-A und DBD-B 
besitzt. Dazu weist die DBD-D eine recht enge DNA-Bindungsfurche auf und geht nur wenige 
Wechselwirkungen mit der ssDNA ein, welches für die schwächere DNA-Bindungsaffinität dieser 
Domäne spricht. Bei einem Vergleich der Kristallstrukturen vom 8nt und 30nt Bindungsmodus der 
DBD-A und DBD-B unterscheiden sich diese in der Orientierung der Domänen und sowie in den 
Protein-DNA Kontakten.[117]  
 
 
Abbildung 10: Darstellung der Kristallstruktur von RPA aus Ustilago maydis. Die DBD-A ist in hellgrün, die DBD-B ist in 
dunkelgrün, die DBD-C Domäne ist in mittelgrün, die DBD-D Domäne ist in dunkelblau und RPA14 in rot dargestellt. Der BC-
Linker ist in pink, die ssDNA in grau und das Zinkion ist in lila markiert. (PDB: 1L1O). 
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Durch diese Kristallstruktur stellen Fan et al. die Hypothese auf, dass der BC-Linker eine wichtige 
strukturelle Rolle beim Übergang des 8nt Bindungsmodus zum 30nt Bindungsmodus spielt, indem 
dieser die DBD-C richtig positionieren kann, um die Vier-Wege-Schnittstelle aus DBD-B, BC-Linker, 
ssDNA und DBD-C zu bilden. Des Weiteren postulieren sie, dass die ssDNA Bindung von RPA oder die 
RPA-Protein-Interaktionen durch einen allosterischen Mechanismus erfolgt. Denn durch die 
Ausbildung der Vier-Wege-Schnittstelle wird die Zugänglichkeit der Protein-Protein-Interaktion 
Seiten der DBD-A und DBD-B verändert. Dieses könnte die Regulierung der DNA-Bindung bzw. DNA-
Trennung von RPA sowie die Assemblierung und Disassemblierung anderer Proteine an RPA 
erklären.[117] In Zukunft wäre die Struktur des humanen Volllängen-Proteins RPA mit DNA oder mit 
einem Interaktionspartner eine Bereicherung, um die Dynamik und Interaktion von RPA zu 
verstehen. 
 
1.4. XPA und RPA 
1.4.1. Interaktion von XPA und RPA 
 
Die genaue Funktion von XPA und RPA in der NER ist noch nicht genau geklärt. Vermutlich können 
sie unter anderem den NER Komplex zusammen stabilisieren. Dennoch konnte bisher keine Struktur 
von XPA mit RPA erhalten werden, da beide Proteine viele strukturell ungeordnete Regionen 
besitzen. Trotzdem konnten die Interaktionsstellen beider Proteine entschlüsselt werden. In 
Abbildung 11 sind die Interaktionsdomänen veranschaulicht.[118] 
 
Abbildung 11: Schematische Darstellung der XPA und RPA Interaktionen. Der N-Terminus von XPA ist in hellblau, das 
Zinkfinger-Motiv in lila und die DBD in pink dargestellt. Die Domänen der RPA70 Untereinheit sind in grün und die RPA32 






XPA und RPA können durch zwei Interaktionspunkte miteinander interagieren. Dabei ist die 
Hauptinteraktion zwischen beiden Proteinen der N-Terminus von XPA (Aminosäure 29-46) und der 
C-Terminus von RPA32 (Aminosäure 204-270). Eine weitere schwächere Interaktion erfolgt durch die 
DBD von XPA (Aminosäure 98-219) mit den DBD-A/-B von RPA 70 (Aminosäure 181-422). Jedoch ist 
die genaue Interaktionsregion der DBD von XPA mit RPA70AB noch nicht genau geklärt.[112, 118-120] 
Denn zum einen zeigten NMR-Titrationsstudien, dass das Zinkfinger Motiv von XPA involviert sein 
könnte. Im Gegensatz dazu zeigten pull-down Experimente und XPA-Mutanten, dass der C-Terminus 
der DBD von XPA eine Rolle bei der Interaktion mit RPA70AB spielt. Vor allem die Lysine K141 und 
K179 von XPA sind für die Wechselwirkung mit RPA70AB wichtig. [98, 118, 121-123] Zudem ist es sehr 
interessant, dass die Bindungsregionen der XPA-DBD sowohl mit DNA als auch mit RPA überlappen, 
welches auf eine kooperative DNA Bindung zwischen RPA und XPA hinweisen könnte.[121] Des 
Weiteren sind beide RPA Bindungsregionen von XPA durch einen großen, ungeordneten Linker 
verbunden.[124]  
 
1.4.2. Studien von XPA und RPA 
 
Bis heute werden die genaue Funktion und das Zusammenspiel von XPA und RPA in der NER 
untersucht. Es ist bekannt, dass RPA den ungeschädigten DNA-Strang in 5´-3´-Richtung in der NER 
bindet. Daneben bindet XPA die DNA-Verzweigung in der NER an der 3´-Seite oder an der 5´-Seite, 
wobei die Bindung an der 3´-Seite eher angenommen wird.[118, 125-126] Zudem konnte belegt werden, 
dass XPA bevorzugt bulky DNA-Schäden, vor allem zusammen mit RPA, bindet. Interessanterweise 
präferiert ein XPA/RPA-Dimer die Bindung an geknickte DNA.[127-129] Auch zeigten in-vitro Studien, 
dass DNA-Schäden besser repariert werden, wenn XPA mit RPA vorinkubiert wird.[130] Weiterhin 
kann XPA die Entwindung des DNA-Duplex durch RPA inhibieren, indem es wahrscheinlich beide 
Verzweigungen in der NER-Blase stabilisiert.[131-132]                       
In den letzten Jahren wurde angenommen, dass XPA und RPA eine Rolle bei der Schadenserkennung 
bzw. bei der Schadensverifizierung spielen, da XPA verschiedene DNA-Schäden bindet und die DNA-
Bindungsaktivität durch die Interaktion mit RPA gestärkt wird.[112, 118, 129-131] Zudem könnte XPA 
zusammen mit RPA die DNA nach Schäden, vor allem nach DNA-Knicks und entwundenden Stellen, 
absuchen. Dadurch könnten DNA-Schäden detektiert und weitere NER-Proteine rekrutiert 
werden.[133] Neue Studien zeigen, dass XPA und RPA erst nach der Ausbildung der NER-Blase 
rekrutiert werden, in der sich wahrscheinlich ein Komplex aus XPA und RPA bildet.[118, 124, 134] Dabei 
könnte XPC oder auch TFIIH bei der Rekrutierung von XPA oder des XPA/RPA-Komplexes involviert 
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sein.[135-136] Des Weiteren könnte auch ein XPA Homodimer (XPA2) in der NER, vor allem in der 
Schadenserkennung, von Bedeutung sein. Dabei wäre es besonders interessant, wie sich aus XPA2 
ein XPA/RPA/DNA-Komplex ausbilden kann.[124] Yang et al. konnten in einer Titrationsstudie mittels 
Gelfiltration zeigen, dass sich ein XPA2-RPA-Komplex ausbildet.
[137] Außerdem ist die XPA/RPA-
Interaktion in der Dissoziation von XPC in der NER involviert. Eine weitere Funktion des XPA/RPA-
Komplexes ist die Rekrutierung und Positionierung der Exzisionsnukleasen.[118, 138] E. Fadda stellte die 
Hypothese auf, dass XPA ein Multiproteinkomplex ist, welcher als ein flexibles Gerüst fungiert und 
eine Art „Perlen auf einer Schnur-Motiv“ besitzt, da die Protein-Protein-Interaktionsbereiche durch 
lange, ungeordnete Regionen getrennt sind. Dadurch könnten die „Perlen“ kooperativ       
fungieren.[124, 139] Daneben stellte E. Fadda die Theorie, basierend auf die Überlappung der DNA-
Bindungsregionen mit den XPA/RPA-Interaktionsregionen, auf, dass sich ein tertiärer XPA/RPA/DNA-
Komplex bildet. Abbildung 12 zeigt das Modell von E. Fadda.[124]  
 
Abbildung 12: Ausschnitt des modellierten XPA98-219-ssDNA-RPA70AB Komplexes an einer Y-förmigen DNA (DNA-
Verzweigung) aus E. Fadda (DOI: http://dx.doi.org/10.1016/j.csbj.2015.11.007; Link zur Lizenz: 
https://creativecommons.org/licenses/by/4.0/).
[124]
 XPA98-219  ist in grün, RPA70 ist in blau und die DNA ist in braun 
markiert. 
Dabei soll ein Strang der DNA-Duplex sich durch beide Proteine tunneln und mit beiden interagieren. 
Um diese Theorie weiter zu verifizieren, hat E. Fadda den ternären Komplex mit dem Protein-
Protein-Docking Programm ClusPro modelliert. Dafür diente die XPA98-219 NMR-Struktur und die 
Kristallstruktur von RPA70AB mit DNA als Grundlage.[76, 122] Das dabei entstandene Modell zeigt, dass 
die ungeschädigte ssDNA durch eine Art Tunnel, welcher durch beide Proteine ausgebildet wird, 
verläuft. Weiterhin beschreibt dieses Modell, dass die XPA98-138 und die XPA179-183 Regionen auch an 
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der Bindung von RPA70 und ssDNA beteiligt sind. Eine direkte Interaktion von RPA mit XPA kann 
durch die RPA Reste K179 und K167 erfolgen. Auch unterstützt dieses Modell, dass XPA an der 3´-
Seite vom DNA-Schaden lokalisiert ist. Zudem würde die verlängerte DBD-Domäne von XPA beide 
Stränge der Y-förmigen DNA binden.[124]                          
Die XPA/RPA/DNA-Interaktion mit beiden Volllängen Proteinen ist in Abb. 13 nach einem Modell von 
E. Fadda dargestellt.[124] Dabei kann der unstrukturierte N-Terminus von XPA29-46 mit einer globulären 
Domäne des C-Terminus von RPA32204-270 an der 5´-Seite vom DNA-Schaden interagieren. Diese 
RPA32 Domäne bindet ssDNA nur in gewissem Maße. Daher könnte RPA auch als ein Ankerpunkt für 
XPA an der NER-Blase fungieren. Der unstrukturierte XPA Linker ist groß genug, um beide RPA-
Bindungsmotive miteinander verbinden zu können.[68, 124]  
 
Abbildung 13: Ausschnitt eines modellierten XPA/RPA/TFIIH/DNA-Komplexes an einer NER-Blase aus E. Fadda (DOI: 
http://dx.doi.org/10.1016/j.csbj.2015.11.007; Link zur Lizenz: https://creativecommons.org/licenses/by/4.0/).
[124]
 XPA und 
der XPA Linker  ist in rot, RPA70 ist in beige/gelb/orange, TFIIH ist in blau und die DNA ist in schwarz dargestellt. 
Ein weiteres XPA/RPA-Modell, welches durch molekulares Docking mit dem Z-Dock Webserver und 
Strukturalignment erstellt wurde, wurde von Hu et al. eingeführt.[140] Dafür wurde die XPA98-219 NMR-
Struktur und die Kristallstruktur von RPA70N verwendet.[122, 141] Hu et al. konnten zeigen, dass das 
Zinkfinger-Motiv von XPA in eine V-förmige Tasche von RPA70N bindet. Dabei nimmt der Zinkfinger 
eine tetraedrische Struktur ein. Daneben sind vor allem die Reste Asp127-Asp134 von XPA an der 
Bindung zu RPA beteiligt. Außerdem führt der Austausch von Zink mit Nickel im Zinkfinger, wodurch 
dieser eine planare Konformation einnimmt,  zu einer Schwächung der RPA-Bindung.     
Letztendlich sind weitere Strukturanalysen, insbesondere via Kryo-Elektronenmikroskopie (Kryo-







Die Nukleotidexzisionsreparatur ist unter anderem für die Entfernung von sterisch anspruchsvollen 
Basenaddukten verantwortlich. Der genaue Erkennungsmechanismus solcher Schäden ist bisher in 
der globalen Genomreparatur (GGR) unbekannt. Dabei besitzt das XPA Protein eine hohe Relevanz. 
Denn Defekte im XPA Protein führen zu den stärksten Phänotypen von Xeroderma pigmentosum. 
Zudem konnte noch nicht eindeutig geklärt werden, ob XPC oder XPA der initiale Schadenserkenner 
in der GGR ist.[1]             
Ziel dieser Arbeit ist es, mehr Kenntnis über den Erkennungsmechanismus und die Rolle von Rad14, 
das Hefehomolog des humanen Proteins XPA, in der NER zu erlangen. Die dabei ersten entstandenen 
Kristallstrukturen mit der DNA-bindenden Domäne von Rad14 und dG(C8)-AAF geschädigter DNA 
zeigten, dass die Bindung des Rad14 Proteins zur Ausbildung eines DNA-Knicks von ungefähr 70° 
führt, wobei sich der Schaden in der Knickstelle befindet. Zudem ist der Schaden in der DNA-Duplex 
interkaliert und die gegenüberliegende Base wird herausgeklappt, wodurch der Schaden als ein 
vollständiges Watson-Crick-Basenpaar fungiert. Die dabei möglichen π-stacking forces könnten für 
die Stabilisierung des DNA-Knicks eine bedeutende Rolle spielen. Dementsprechend ist die 
Untersuchung dieser π-stacking forces wichtig, denn diese könnten bedeutsam für die Ausbildung 
eines stabilen Erkennungskomplexes sein. Daher sollten verschiedene Schadensanaloga von AAF 
synthetisiert werden, in denen die aromatische Fläche verändert werden sollte. Nach Synthese von 
dG(C8)-Acetylphenyl-, dG(C8)-Acetylnaphthyl, dG(C8)-Acetylanthracenyl- und dG(C8)-Acetylpyrenyl-
Phoshoramiditen, sollten diese durch DNA-Festphasensynthese in die jeweiligen Oligonukleotide 
eingebaut werden. Als nächstes sollten diese Oligonukleotide mit der DNA-bindenden Domäne von 
Rad14 kristallisiert werden, um weitere Aussagen über den Erkennungsmechanismus von Rad14 
machen zu können. Zusätzlich sollte auch dG(C8)-AF-geschädigte DNA und verschiedene 
N2-geschädigte DNA Addukte mit Rad14 kristallisiert werden. Die Kristallstrukturen der N2-Addukte 
wären sehr interessant, da diese Art von Schäden von der TCR repariert werden.                    
Ein weiteres Ziel dieser Arbeit ist es, ein XPA/RPA/DNA-Komplex zu bilden und zu isolieren. 
Anschließend sollte durch Strukturanalysen wie Kristallisation oder Kryo-Elektronenmikroskopie die 
Struktur dieses Komplexes gelöst werden, um weitere Einblicke in den NER-Mechanismus zu 
bekommen. Zudem sollten verschiedene DNA-Substrate für die Komplexbildung überprüft werden, 
um das am besten geeignete Substrat zu finden. Nach erfolgter Expression und Aufreinigung von 
XPA und RPA sollten auch EMSA (electrophoretic mobility shift assay) Studien mit verschiedenen 
DNA-Substraten durchgeführt werden, damit Aussagen über die Bindungsaffinitäten getroffen 
werden können. Des Weiteren sollten Crosslinking-Studien der einzelnen Proteine beziehungsweise 
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3. Das Hefeprotein Rad14 
3.1. Struktureller Einblick in die Erkennung von Cisplatin- und AAF-dG 
Schäden durch Rad14 (XPA)  
 
S. C. Koch*, J. Kuper*, K. L. Gasteiger*, N. Simon, R. Strasser, D. Eisen,  S. Geiger, S. Schneider, C. 
Kisker, T. Carell, PNAS 2015, 112,  8272–8277. „Structural insights into the recognition of cisplatin 




XPA besitzt eine hohe Relevanz in der NER, denn Defekte in diesem Protein führen zu den stärksten 
Phänotypen von Xeroderma pigmentosum. Bisher wurde angenommen, dass XPA eine Rolle in der 
Schadenserkennung und –verifizierung sowie als Gerüstprotein spielen könnte. Dennoch ist die 
genaue Funktion von XPA bis heute noch nicht bekannt. Dieses Manuskript beschreibt die erste 
Kristallstruktur von Rad14, das Hefehomolog von XPA, mit C8-AAF-dG und Cisplatin-geschädigter 
DNA und zeigt dabei erste Einblicke in die Funktion von Rad14/XPA. Dabei wurde aufgedeckt, dass 
Rad14 die DNA-Schäden durch einen sequence-independent shape-readout Mechanismus erkennt, 




Die Hauptarbeit bei diesem Projekt lag bei Sandra C. Koch. Für dieses Manuskript führte ich die 
Bindungsstudien mit FITC-geschädigter DNA (15mer und 48mer) und Rad14/XPA in Zusammenarbeit 
mit Sandra C. Koch durch. Dafür reinigte ich auch die beiden Proteine Rad14 und XPA auf. Weiterhin 
habe ich die Crosslinking-Studien mit Rad14 und dem BIS(NHS)PEG5 Crosslinker in enger 
Zusammenarbeit mit Sandra C. Koch durchgeführt. Dafür synthetisierte ich die 15mer und 37mer 
DNA mit einem C8-AAF-dG Schaden. Ebenfalls hierfür reinigte ich das Rad14 Protein auf. 
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Nucleotide excision repair (NER) is responsible for the removal of a
large variety of structurally diverse DNA lesions. Mutations of the
involved proteins cause the xeroderma pigmentosum (XP) cancer
predisposition syndrome. Although the general mechanism of the
NER process is well studied, the function of the XPA protein, which
is of central importance for successful NER, has remained enig-
matic. It is known, that XPA binds kinked DNA structures and that
it interacts also with DNA duplexes containing certain lesions, but
the mechanism of interactions is unknown. Here we present two
crystal structures of the DNA binding domain (DBD) of the yeast
XPA homolog Rad14 bound to DNA with either a cisplatin lesion
(1,2-GG) or an acetylaminofluorene adduct (AAF-dG). In the structures,
we see that two Rad14 molecules bind to the duplex, which induces
DNA melting of the duplex remote from the lesion. Each monomer
interrogates the duplex with a β-hairpin, which creates a 13mer du-
plex recognition motif additionally characterized by a sharp 70° DNA
kink at the position of the lesion. Although the 1,2-GG lesion sta-
bilizes the kink due to the covalent fixation of the crosslinked dG
bases at a 90° angle, the AAF-dG fully intercalates into the duplex
to stabilize the kinked structure.
XPA | Rad14 | NER | AAF | cisplatin
Defects of the nucleotide excision repair (NER) system causethe human disease xeroderma pigmentosum, which is char-
acterized by hypersensitivity to sunlight, resulting from the in-
ability of patients to repair UV-induced DNA lesions (1, 2). Eight
XP complementation groups are known, of which seven are caused
by mutations in genes involved in the NER process (3, 4). NER
recognizes a large array of diverse lesions (5–9). It repairs UV-
and cisplatin-induced intrastrand crosslinks (10, 11). As such, NER
protects higher organisms from the harmful effects of sunlight but
also establishes resistance against cisplatin therapeutics, which is
a major problem associated with this type of chemotherapy (12).
The NER system also repairs a wide variety of single base bulky
DNA adducts formed by environmental carcinogens. NER is thus
the most versatile known DNA repair system (5, 8, 9).
The structurally vastly different lesions are recognized either
within a globally operating NER (global genome repair, GG-NER)
(7, 13) or as part of a transcription coupled NER process (TC-
NER), where the stalled RNA polymerase is the initial NER
inducing signal (14–16). Several lines of evidence lead to the cur-
rently accepted hypothesis that the lesions are initially recognized
by XPC with the help of UV-DDB (UV DNA damage binding
protein) for cyclobutane pyrimidine dimer (CPD) lesions (17–20)
followed by damage verification by XPD/TFIIH (21–24), XPA,
and XPG (3) to finally assemble to the preincision complex (3, 25–
27). This step seems to involve recruitment of the XPA protein,
which is one of the proteins essential for both GG-NER and TC-
NER (28). As such, mutations of the XPA proteins provide one of
the strongest NER phenotypes (29). Although the function of
most XP-proteins within the NER process is understood, the
precise role of XPA has remained unclear XPA is known to
interact with other NER proteins such as RPA, TFIIH, and
ERCC1 (30-33) suggesting XPA to be a NER scaffold protein
(3). Furthermore, detailed biochemical experiments showed that
XPA binds to kinked DNA structures (34) and to DNA duplexes
containing certain types of DNA lesions, such as cisplatin (10, 35,
36) adducts and bulky adducts (5, 37, 38). XPA was found to form a
homodimer (38), and it was demonstrated that it forms a 2:1
complex with the respective DNA (37). Initial structural insights
into the protein architecture were derived from an NMR structure
of the DNA binding domain of XPA (39, 40). However, the precise
structural basis of the interactions of XPA with its DNA substrates
is not known (3, 28).
Here we present two structures of the Saccharomyces cerevisiae
homolog of XPA, Rad14, in complex with DNA containing a
cisplatin 1,2-GG intrastrand crosslink and a N-(deoxyguanosin-8-
yl)-2-acetylaminofluorene (AAF-dG) bulky adduct, which are rep-
resentatives of typical NER substrates (6). The obtained structures
shine light on how one of the major NER proteins interacts
with DNA.
Overall Structure of Rad14 Bound to 1,2-GG Cisplatin and
AAF-dG Containing DNA
We first investigated binding of Rad14 to double-stranded DNA
containing different lesions in a central position (ODN1-5, see
Table S1) using band shift assays (Fig. S1). We confirmed complex
formation with DNA containing a cisplatin 1,2-GG (10, 36, 41)
and an AAF-dG lesion (37, 38) (Fig. S1D and E). We next studied
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the binding stoichiometry with AAF-dG containing DNA (Fig.
S1E) and confirmed the expected formation of a 2:1 complex with
Rad14 (37, 38).
For crystallization studies, we used two truncated versions of
Rad14 (Rad14188–302/306), which represent the DNA binding do-
main. We confirmed that the truncated version of Rad14188–302
(Rad14t) retains the binding characteristics to DNA (Fig. S1G).
Cocrystals were obtained with Rad14t in complex with a 15mer
DNA duplex containing a single AAF-dG in the central position
and with a 16mer duplex with a central cisplatin 1,2-GG lesion
(Fig. 1 C and D). We first determined the structure of seleno-
methionine containing Rad14188–306 featuring a C-terminal strep-
tag in complex with the AAF-dG containing DNA, which provided
good structural data for the protein at 3.1-Å resolution. However,
large parts of the DNA, including the area in which the damage
was located, remained uninterpretable. We therefore substituted
three thymidines with 5-iodo-uracils and replaced the tag. This
new construct resulted in a different crystal form, of which the
Rad14t moiety was solved by molecular replacement using the
coordinates of the previously experimentally determined seleno-
methionine-labeled protein and the DNA was located by Fourier
analysis. The structure was refined to a final resolution of 1.8 Å.
In addition, the structure of the DNA-binding Rad14t fragment
in complex with the 16mer DNA duplex containing a central
cisplatin 1,2-GG lesion was determined to 2.8-Å resolution
(Table S2).
The Rad14 structures show that the protein assumes an overall
α/β-fold (Fig. 1B) quite similar to the NMR structure (Fig. S2A)
of the human XPA homolog, indicating high structural conser-
vation (40, 42). In agreement with the 2:1 stoichiometry de-
termined by gel shift experiments (Fig. 3 F and G and Fig. S1E),
we see in both structures that two Rad14 molecules bind to the
DNA duplex above and below the respective lesion. This binding
is shown for the 1,2-GG cisplatin containing DNA in Fig. 1C and
for the AAF-dG in Fig. 1D. Interestingly, the Zn-finger domains
of both proteins are not in contact with the duplex DNA.
In the structure with the 1,2-GG lesion (Fig. 1C), two Rad14
molecules bind to the undamaged segments of the DNA above
and below the lesion. Each protein interrogates the duplex with a
β-hairpin (residues 253–267), leading to stacking of Phe262 and
His258 onto the last intact base pair on either DNA end and
unpairing of the following bases (Fig. 1A). This intercalation on
both ends creates a central 13-bp duplex recognition element
with the lesion in the middle. The entire structure exhibits a
pseudo C2 symmetry because the DNA is likewise bound in two
different orientations, which differ by a 180° rotation around the
central positioned lesion. Because the 1,2-GG lesion is a cross-
link between two central dG bases, the lesion can be observed for
each of the two possible DNA orientations in two different po-
sitions (in total four positions, see Fig. S3A). For clarity only one
of the structures is shown in Fig. 1C. This observation already
suggests that Rad14 binds lesion independently, mostly triggered
by conformational effects. We used the anomalous signal of the
Pt-atom to estimate the occupancies (DNA orientation 1: 21%
and 27%; DNA orientation 2: 33% and 19%, see Fig. S3A). In
the structure with the AAF-dG lesion (Fig. 1D), we observed
that the DNA is also bound in two orientations with the AAF-dG
lesion located in two different positions linked by the pseudo C2-
symmetry axis. The two duplex orientations are occupied with an
approximate 45–55% distribution as inferred from the anomalous
signal of the iodine (Fig. S3B). Importantly, the 13mer DNA
lesion recognition motif in both structures (AAF-dG and 1,2-GG)
is fully base paired and the lesions are both not in a flipped out
state. Instead, the structures exhibit a sharp kink of 70° at the
position of the lesion showing that Rad14 does not recognize the
lesion itself but likely senses the flexibility of the DNA created in
both cases by the lesions (Fig. 2).
The DNA ends below and above the kinked 13mer recognition
motif are unwound, they lack any H-bonding interactions and are
partially disordered in the structure. The corresponding 5′ ends
of the DNA duplex at both ends of the structure are bound in a
cleft created by the β-hairpin, the end of helix α4, and the anti-
parallel β-sheet domain (Figs. 1B and 2A). The β-hairpin struc-
ture and this cleft are responsible for melting of the duplex above
and below the 13mer recognition sequence. A recent DNA binding
study by Sugitani et al. (43) suggests that the DNA binding prop-
erties of XPA are improved if the binding domain is extended at the
C terminus by 20 amino acids (XPA98–239), of which 9 provide basic
side chains. The improved binding can be explained with the pre-
sented structure. Addition of the amino acids extends helix α7 (Fig.
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Fig. 1. Overall structures of the Rad14188–302-DNA complexes. (A) Schematic
diagrams of the Rad14-AAF-dG and Rad14-1,2-GG complexes showing the
different positions where the lesions were observed in orange and red, with
the C1’–C1’ distance of the last base pair in the molten part of the structure.
For the AAF-dG lesion (Left) two positions of the lesion and for the 1,2-GG
lesion (Right) 4 positions of the lesion were observed (Fig. S3). For clarity,
only one DNA orientation with the cisplatin lesion is shown here. (B) Sche-
matic representation of the α/β-folding topology of Rad14188–302, with the
central 3-stranded β-sheet. (C) Ribbon diagrams of the Rad14-cisplatin lesion
DNA complex with the structure of the lesion and the DNA sequence. Rad14
is shown in green and gold (β-hairpin), the DNA backbone is shown in gray,
and the cisplatin 1,2-GG lesion is shown in blue. Residues important for DNA
kinking (Thr239, His258, Phe262, and Arg294) are shown as sticks. (D) Ribbon
diagrams of the Rad14-AAF-dG lesion DNA complex with the structure of the
lesion and the DNA sequence. Rad14 is shown in green and gold (β-hairpin),
the DNA backbone is shown in gray, and the AAF-dG lesion is shown in blue.
Residues important for DNA kinking (Thr239, His258, Phe262 and Arg294)
are shown as sticks. In the DNA sequences, the unpaired, partially disordered
DNA bases are depicted in light gray. Thymidines replaced by 5-iodo-uracils
in the AAF-dG complex are shown in bold.













backbone with additional charge interactions between the neg-
atively charged backbone and positive amino acids.
DNA Bending and the Lesion Recognition Motif
The melting process, which is induced by the β-hairpin irre-
spective of the lesion (Figs. 1A and 2A), separates the bases at
the duplex ends by about 18.5 Å (C1’–C1’ distance base pair
1 and 15). The most prominent feature of the structures is the
formation of a sharp 70° kink at the central position (Fig. 2 B and
C) where the lesions are situated. Bending occurs into the major
groove and is characterized by a reduction of the interstrand
phosphodiester distance at the closest point of the concave side
to 11.7 Å compared with 16.8 Å in B-DNA. The protein–DNA
interfaces (Fig. 2 D and E) that enable these processes are com-
posed of residues from the β-hairpin (Asn256, His258, Phe262,
and Gln266), α4 (Lys229 and Thr230), the loop between α4 and
α5 (Thr239), and α7 (Arg293 and Arg294). The most prominent
feature of the aforementioned interfaces is the β-hairpin (Fig. 2A),
which establishes the majority of protein–DNA interactions, rep-
resenting the anchor point for the bending process. The DNA is
held in place by intercalation of Phe262 and His258 and further
interactions established by Lys229, Thr230, and Gln266, which
hydrogen bond to the phosphate moieties of base 2 and 3 in the 5′
strand. His258 forms a hydrogen bond with the phosphate moiety
of the base, which gives rise to partially distorted stacking in-
teractions. Asn256 and Gln266 contribute hydrogen bonds to base
2 and the phosphodiester of base 4 (Fig. 2 D and E). These and all
other interactions (with the exception of Asn256) observed in the
complete protein DNA interface are exclusively achieved through
phosphate backbone interactions, which ensure a sequence in-
dependent recognition mechanism. They can be described as in-
terrogating “fingers” that tightly bind the duplex starting 4–5 base
pairs away from the lesion. A second “thumb” like interaction with
the DNA backbone is established by helix α7, which packs against
the backbone close to the lesion. As observed by Sugitani et al.,
extending this helix would likely result in even tighter binding (43).
The “thumb” holds the DNA with the help of Arg294, forming a
charge interaction with the phosphodiester. The “thumb” is fur-
ther supported by an interaction established by Thr239 located
between α4 and α5. In the AAF-dG structures (see below), we
observe in addition that Arg293 keeps the backbone in place. The
combined action of the intercalated Phe262 and His258 residues
and the arginines in the α7-“thumb” forces the DNA to bend into
the major groove. Because the bent conformation is established by
only two interactions, with Arg294 and Thr239, the structure
supports the hypothesis that Rad14 binds to DNA structures that
are easily bendable or which already adopt a bent conformation
before Rad14 binding. In this respect, our structures also explain
the observed binding of XPA/Rad14 to DNA with bulges (34)
because such DNA structures are also kinked (44). The structures
furthermore explain the observed cooperativity of the Rad14/XPA
binding event that is also visible in our gel shift experiments (Fig. 3
F and G and Fig. S1E) (37). In our model, the first Rad14 might
bend the duplex slightly, thus facilitating the second Rad14 binding
step, which provides the ability to form the sharp kink.
Analysis of the (Rad14)2-DNA Complex in Solution
To prove that the crystallographically observed structures also
exist in solution and to investigate the possibility that complex
formation involves binding of Rad14 just to the DNA ends, we
performed protein–protein crosslinking experiments. Analysis of
the crystal structures shows that Lys233 of each Rad14 points
toward each other at a distance of 21.5 Å (Fig. 3A). We therefore
prepared a longer DNA 19mer duplex (ODN8, see Table S1)
with a central AAF-dG lesion and incubated it with Rad14. To
this solution we added the reactive Bis(NHS)PEG5 crosslinker
(Fig. 3B), which places the reactive ester groups at a distance of
∼21.7 Å assuming an extended conformation. Analysis of the
reaction by gel electrophoresis (Fig. 3B) confirmed the formation
of a defined (Rad14)2-DNA species. Interestingly, formation of
only one crosslinked species even in a concentration dependent
fashion was observed arguing that the distance between the two
Rad14 molecules is around 21.5 Å despite the increased length of
the duplex. To prove that the crosslinker has bridged the Lys233
residues of the two monomers we next digested the crosslinked
(Rad14)2 with trypsin and analyzed the fragments by HPLC-MS/
MS. The data show a parent ion signal with the exact molecular
weight (m = 2115.02 Da) of the expected crosslinked dipeptide
species (Fig. 3C) that was further characterized as TECKEDY
(marked in red in Fig. 3A) by MS sequencing (Fig. 3 D and E). We
also detected the typical fragmentation pattern of the ethylene
glycole (PEG) crosslinker with Δm = 44.03 Da confirming the
presence of the crosslinker.
Despite the clear results, it cannot be fully excluded that the
crosslinker reacts with endbound Rad14 with the DNA being in
an unusual bent conformation. To exclude this possibility, we
performed a crosslinking experiment side by side with AAF-dG
containing duplexes of different lengths (15mer ODN6 and 37mer
ODN9, Fig. 3H). Despite the length difference, similar crosslinking
efficiencies were observed, which argues against this possibility. The
crystallographically determined binding mode is furthermore sup-
ported by the observation that Rad14 also binds to longer duplexes
only in the presence of a lesion (Fig. 3G). Undamaged duplexes
are not recognized.
To further investigate the importance of the observed β-hairpin
intercalation, we performed fluorescence depolarization studies
with Rad14t and a Rad14t variant in which we replaced one of
the intercalating residues of the β-hairpin, Phe262, by an alanine
(Rad14tF262A). For this study FITC-dU containing duplexes of
different lengths (15mer ODN11 and 30mer ODN10, see Table S1)
were used, in which the fluorescein, needed for the detection,














































































Fig. 2. Rad14t binds to lesion containing DNA by bending of the DNA.
(A) Close up view of the β-hairpin structure with Phe262 and His258 stacking
on top of the last base pair. The β-hairpin is shown in orange, Rad14t in
green and the DNA as stick model. (B) Bending of the DNA duplex at the
lesion position (red) by 70° reduces the P–P distance in the major groove to
11.7 Å. The dotted line represents the pseudo C2 symmetry axis. (C) Sche-
matic representation of the bending process. The β-hairpin is shown in orange,
the packing of α7 with Arg294 against the backbone is shown in green, and the
stabilization of the bent by Thr239 is shown in blue. (D) Schematic represen-
tation of the interaction in the Rad14t-AAF-dG DNA (15mer duplex) complex
showing the “fingers” domain mainly formed by the β-hairpin as well as resi-
dues Gln266, Lys229, and Thr230 and the “thumb” created by α7 with Arg294.
Arg293 (light green) interacts with the backbone only in the AAF-dG structure.
The dotted square indicates the dC base opposite the AAF-dG lesion, for which
electron density is missing likely due to flexibility. (E) Schematic drawing of the
interactions between Rad14t and cisplatin 1,2-GG DNA (16mer duplex) using
the same color code as in D.
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fluorescein-containing base with significant affinity (see below) (45).
Formation of the lesion recognition complex with FITC-dU and
the full length proteins Rad14fl and XPAfl was demonstrated by
a gel shift experiment (Fig. 3 F andG). As depicted in Fig. 3I, the
F262A point mutation fully abolished the lesion recognition
ability of Rad14t, thus solidifying the model that the intercalation
of the β-hairpin into the duplex is crucial for lesion recognition.
Discussion
In contrast to other DNA repair mechanisms, NER successfully
recognizes structurally vastly differing lesions. Although DNA
binding of the NER proteins XPC (46–48) and XPE (49, 50) are
structurally understood, for XPA, which exhibits the strongest
NER phenotype, it is only known that it interacts with kinked
DNA structures such as DNA containing bulges and also in special
cases with damaged DNA (10, 51, 52). Structural information
about the binding process is lacking. Our structure of the XPA
homolog Rad14 in complex with lesion containing DNA now
uncovers the mechanism of how XPA interacts with the DNA.
The obtained crystallographic results are fully consistent with
previous biochemical data that showed binding of XPA to kinked
DNA structures (34). Importantly, Rad14/XPA, like Rad4/XPC
(18), does not bind the lesion directly but recognizes weakened
DNA duplex structures. We observe that Rad14/XPA binding
goes in hand with formation of a sharp kink at the lesion site by
70°. DNA binding involves two Rad14 proteins. Each protein
inserts a β-hairpin exactly 6 base pairs away from the lesion, which
generates a 13mer recognition motif. The lesion is not in a flipped
out state but stays inside the 13mer duplex motif to stabilize the
sharply bent structure. Bending occurs into the major groove,
which in the case of the cisplatin 1,2-GG lesion means toward the
Pt-atom (Fig. 4A). The intercalation of the β-hairpin “fingers”
separates the DNA strands to form single stranded regions above
and below the 13mer Rad14 binding motif to which other NER
proteins may bind. This DNA binding mode could be one element








Fig. 3. Crosslinking experiment of the Rad14t-DNA
complex and mass spectrometric analysis of the diges-
ted protein dimer. (A) Two Rad14t proteins (light and
dark green) bind to one DNA strand containing the
AAF-dG lesion (gray). The two lysines at a distance of
21.5 Å in the peptide sequence TECKEDY are high-
lighted in red. (B) SDS gel of the protein–DNA mixture
incubated with increasing amounts of the Bis(NHS)
PEG5 crosslinker. (Rad14t)2 bands are boxed in red.
The bands were cut out and subjected to enzymatic
digestion. (C) Crosslinked peptide sequences after
enzymatic digest of the proteins. (D) The MS/MS-
spectrum created in an attached HCD-cell of the
mass spectrometer reveals the peptide sequence
enabling peptide identification (the a- and b-ion
series is shown in red, x- and y-ion series is shown in
blue). (E) Mass spectrometric analysis revealing the
PEG fragments from the crosslinker. The PEG chain
fragments with a typical Δm = 44 Da. Electropho-
retic mobility shift assay (EMSA) of Rad14fl (F) and
XPAfl (G) proteins with a central FITC-dU lesion con-
taining and undamaged DNA (UD; endstanding FITC
labeled DNA ODN3 and ODN5, see Table S1). (H) SDS
PAGE of the protein–DNA mixture incubated with
increasing amounts of the Bis(NHS)PEG5 crosslinker.
A 15mer (ODN6) and a 37mer (ODN9) DNA duplex
containing an AAF-dG lesion were used. (Rad14t)2
bands are boxed in red. (I) Fluorescence depolariza-
tion data showing the DNA binding properties of
Rad14t [blue dots: 30mer (ODN10) and purple dots:
15mer (ODN11)] and Rad14tF262A (cyan triangles) to a
central FITC-dU lesion containing DNA duplexes.













The relatively few interactions between Rad14 and the duplex
suggests that Rad14 binds best to already prekinked DNA struc-
tures (34).
This explains why Rad14 is able to bind to DNA containing
bubbles, bulges and Y-junctions (34). All these substrates can
form easily kinked DNA structures (52, 53). CPD lesions, on the
other hand, are not recognized by Rad14, likely, because these
lesions are less efficiently accommodated in a sharply kinked
structure. Indeed, it is known that CPD lesions hardly influence
the duplex structure and its stability (44). More importantly,
however, is the fact that the stiff four-membered ring cyclo-
butane structure of the CPD lesion points into the major groove,
which might block bending into this groove.
For single-base bulky adduct lesions such as AAF-dG, it is
unclear to which extent they prekink the duplex. For AAF-dG
and AF-dG lesions it was suggested that they exist in two dif-
ferent orientations with either the dG base or the AAF-unit
inside the duplex (44). Melting point data of the AAF-dG–
containing duplex used for crystallization and further thermo-
dynamic studies (Fig. S4 and Table S3) show that the melting
point is substantially reduced by ΔTm = 12 °C (ΔΔH = 3 kcal/mol)
with no effects on ΔS (ΔΔS = 0 cal/molK). These data prove
that the AAF-dG lesion creates a thermodynamically desta-
bilized region in the duplex that can certainly be more easily
kinked. More importantly, in the Rad14 structure with the
AAF-dG lesion, we observe full intercalation of both the AAF
and the dG unit into the duplex (Fig. 4B and Fig. S3B). The
AAF-dG takes the place of a full base pair. The dC counterbase
moves in response into a flipped out conformation (no electron
density for the base) toward helix α7. Such a position of the
AAF-dG fully inside the duplex was never observed, showing the
unusual situation of the molecule in the kinked DNA duplex. It
is most likely that this complete intercalation of the AAF-dG
unit is needed to stabilizes the 70° kink using favorable π-stacking
interactions. This model offers an explanation for binding of
Rad14/XPA to FITC-dU containing DNA. This unit reduces the
stability of the duplex by only a small amount. It may be that
XPA impose some bending force to create a kink. Once the kink
is temporarily formed, it may then be stabilized by intercalation
of the flat and aromatic fluorescein unit. Further crystal struc-
tures are certainly needed to clarify this question.
Our structure is also in agreement with previous detailed
mutagenesis data (34, 54). The residues identified as critical con-
tributors to the recognition of lesions by Rad14 are conserved in
human XPA with the exception of Thr239, which is replaced by
Lys151, Phe262, which is conservatively substituted by a trypto-
phane, and Gln266, which is replaced by a lysine. Although the
side chain of Lys151 is somewhat longer, it would still be fully
competent to fulfill the observed function of Thr239 in Rad14
(Fig. S5). The importance of the critical residues for DNA binding
identified in our structure is supported by a lysine scanning mu-
tagenesis study on human XPA where a K151E variant (corre-
sponding to Thr239) was still able to interact with DNA but
showed significantly decreased affinity to damaged DNA (54). In
the same study, Lys141, Lys145, Lys179, Lys204, and Arg207 were
analyzed as well. Intriguingly, the residues corresponding to
Lys141 (Lys229), Lys179 (Gln266), and Arg207 (Arg294) all
show impaired damaged DNA binding thus highlighting the
importance of those residues for XPA function consequently
validating our structural data.
The structures reported here are unable to clarify the enig-
matic role of XPA in the whole NER process. However, they
provide mechanistic insight into how this important NER protein
is able to interact with kinked DNA structures and lesion-con-
taining duplexes that allow sharp bending. Binding requires in-
terrogation of the duplex with a β-hairpin structure already
observed in Rad4/XPC binding to DNA (18). Here we see sim-
ilarities between both proteins. In summary our structures confirm
that NER proteins and as such also XPA probe the structural
integrity of the duplex, which is the secret behind the broad sub-
strate promiscuity of NER (3).
Materials and Methods
For additional information on cloning of Rad14 and XPA, protein expression
and purification, DNA synthesis, crystallization, data collection, structure de-
termination and structure refinement, protein–DNA binding studies, protein-
crosslinking experiments and LC-MS analysis, DNA melting temperature
measurements, and fluorescence polarization measurements please see SI
Materials and Methods.
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SI Materials and Methods
DNA Preparation. The AAF-dG phosphoramidite containing an
isopropylphenoxyacetyl group at the N2-position for solid phase
DNA synthesis was prepared as published (55, 56) and incorporated
into DNA using ultra mild conditions for DNA synthesis (57).
Oligonucleotide synthesis was performed on an ABI 394 Nucleic
Acid Synthesis System (Life Technologies). Phosphoramidites
for dA, dC, dG, dT, and CPG carriers were obtained from Glen
Research or Link Technologies. The coupling time for the mod-
ified phosphoramidites was extended to 2 × 10 min. For the
generation of the 1,2-GG cisplatin containing oligonucleotides,
a modified protocol was used as published (58). Cisplatin was
activated by treating the platinum salt with two equivalents of
silver nitrate in an aqueous solution at a final concentration of
5 mM/10 mM. The mixture was protected from light and in-
cubated at 18 °C for 15 h. Precipitated silver chloride was removed
by centrifugation. The oligonucleotide 5′-TCTCTACGGTCAT-
CAC-3′ was platinated with 3.0 equivalents of the activated plat-
inum complex in a solution containing 100 mM NaClO4 at 37 °C
for 4 h. The platinated oligonucleotide was purified by reverse
phase HPL chromatography (Macherey-Nagel, Nucleosil 100–7
C18, 10 × 250 mm, 0.1 M triethylammonium acetate, linear
gradient from 8% to 20% or 0–40% acetonitrile in 45 min). The
purified strands were desalted using C18 cartridges (Waters,
Sep-Pak C18 Classic Cartridge). The identity of the oligonucle-
otides were confirmed by matrix-assisted laser-desorption time-
of-flight mass spectrometry and the purity determined to be >98%
by capillary electrophoresis.
Melting Temperatures and Thermodynamic Parameters. The duplexes
of ODN6 (at concentrations between 1 and 7 μM; see Table S1)
were dissolved in 200 μL of 10 mM Tris·HCl, pH 7.4, containing
150 mM NaCl. The samples were heated from 10 to 80 °C or
cooled from 80 to 10 °C with a rate of 0.5 °C per min. Three
melting profiles per sample concentration were performed with six
different concentrations for each duplex. The enthalpy (ΔH°) and
entropy (ΔS°) were calculated using a published protocol (59, 60).
Van’t Hoff plot’s of Tm
−1 versus ln(Ct) to fit to Tm
−1 = R/ΔH° ln
Ct/4 + ΔS°/ΔH°, in which Tm is a melting transition point in K,
Ct is the total duplex concentration, and R is the universal gas
constant (1.978 cal/Kmol); ΔG° = ΔH° − TΔS°. Reported enthalpy
and entropy values are the average of the determinations, and
error estimates represent the SD of the data. The Gibbs free
energy (ΔG°) of duplex formation was then calculated from these
values with T = 298K.
Cloning of Rad14. The sequence coding for the minimal DNA
binding domain of the S. cerevisiae Rad14 protein (Rad14188–306)
was amplified by PCR from genomic S. cerevisiae DNA using the
AccuPrime Pfx DNA polymerase (Invitrogen) with the primers:
forward: 5′-Pho-AATGGCGCCGAAATGTATTGAATGT-3′ and
reverse: 5′-Pho-TCCC-GTATTTTTTCTCCCTTCTGTG-3′. The
resulting PCR product was cloned via the StarGate method (IBA)
into the pPSG-IBA3 with a C-terminal Strep-tagII. A truncated
version of the minimal DNA binding domain (Rad14t188–302)
lacking 4 amino acids on its C-terminal end was amplified by
PCR using High Fidelity Phusion DNA polymerase (Finnzymes)
and the following primers: forward: 5′-AGCGGCTCTTCAAT-
GCTGGAAGTTCTGTTCCAGGGGCCAATGGCGCCGAA-
ATGTATTGAATGTC-3′ and reverse: 5′-AGCGGCTCTTCT-
CCCCCTTCTGTGAGCCTTT-CCTTC-3′. The Rad14tF262A point
mutation was generated through site-directed mutagenesis using
the Q5 high fidelity polymerase (NEB) and the following pri-
mers: forward 5′-TTCGGGGACAGCGGCAAGAATGCAAC-
3′ and reverse 5′-TGAGGGTTCGGCTTT-TCTAG-3′. Rad14t
and Rad14tF262A were expressed with an N-terminal His-tag. A
truncated version of the full length protein Rad14 (Rad14) lacking
9 amino acids on its N-terminal end was amplified by PCR using
High Fidelity AccuPrime Pfx DNA polymerase (Invitrogen) and
the following primers: forward: 5′-Pho-AATGGAGGCTAACA-
GGAAATTAGCAATAG-3′ and reverse: 5′-Pho-TCCCAATGT-
CAATTTCTTCAGTTTCTAGCC-3′. The resulting PCR product
was cloned via the StarGate method (IBA) into the pPSG-IBA3
with a C-terminal Strep-tagII.
Cloning of XPA.The sequence coding for the minimal DNA binding
domain of the human XPA protein (XPA98–219) was amplified by
PCR from genomic DNA using the Phusion DNA Polymerase
(NEB) with the following primers: forward: 5′-Pho-AATGGAA-
TTTGATTATGTAATATGCG-3′ and reverse: 5′-Pho-TCCCA-
AATTTCTTCTGTTTCATTTTTTCTC-3′. The resulting PCR
product was cloned via the StarGate method (IBA) into the pPSG-
IBA3 with a C-terminal Strep-tagII. The sequence coding for the
full length human protein (XPAfl), was amplified by PCR from
genomic DNA, using the Phusion DNA Polymerase (NEB) with
the following primers: forward: 5′-Pho-AATGGCGGCGGCCG-
ACGG-3′ and reverse: 5′-Pho-TCCCCATTTTTTCATATGTC-
AGTTCATGGCC-3′. The resulting PCR product was cloned via
the StarGate method (IBA) into the pPSG-IBA35 with an
N-terminal His-tag.
Protein Expression and Purification. For protein expression, the
constructs were transformed into Escherichia coli BL21 Star (DE3)
(Invitrogen) cells and for the generation of selenomethionine de-
rivatized protein E. coli B834(DE3)pLysS cells were used. Protein
expression was induced by addition of isopropyl-β-D-galactoside
(0.5 mM) at 25 °C (Rad14) or 28 °C (XPA) for 3 h, and the cells
were grown either in Luria–Bertani or LeMaster (61) medium,
respectively, supplemented with ZnCl2 (10 μM). All purification
steps were carried out at 4 °C, and the purification was moni-
tored by SDS/PAGE. For purification of Rad14-His, the cells
were resuspended in 100 mM Tris·HCl pH 8.0, 100 mM NaCl,
1 mM DTT, 10% glycerol, and 10 μMZnCl2. For the purification
using the strep-tagged Rad14 and XPA, cells were resuspended
in 100 mM Tris·HCl pH 8.0, 150 mM NaCl, and 1 mM EDTA.
Buffers were supplemented with the Complete protease inhibitor
mix (Roche). Cells were lysed in a French press, and the cell
debris was removed by centrifugation before the supernatant was
applied to the NiNTA column (GE Healthcare) or to the Strep-
Tactin column (IBA), respectively. Protein elution was performed
either with 500 mM imidazole (His-tag) or 2.5 mM desthiobiotin
(Strep-tagII). Following tag-mediated affinity purification, the
fractions were pooled and concentrated in MonoQ buffer A (100
mM Tris pH 7.5, 100 mM NaCl, 5% glycerol, 5 mM DTT, and 10
μM ZnCl2), and the protein was further purified by ion exchange
(Q Sepharose from GE Healthcare) chromatography. The protein
was eluted with a gradient of 5 column volumes with MonoQ
buffer A containing 800 mM NaCl. Excess salt was removed by
repeated concentration and dilution in 50 mM Hepes pH 8.0,
50 mM MgCl2, 5% glycerol, 5 mM DTT, and 10 μM ZnCl2
(crystallization buffer). In a final step, the protein was purified by
size exclusion chromatography using a Superdex 75 column (GE
Healthcare) in crystallization buffer. The correct mass of the pro-
tein was confirmed by SDS/PAGE and MALDI-TOF analysis. For
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purification of the selenomethionine derivatized protein,
10 mM DTT was added to each buffer.
Protein Expression and Purification for the Full-Length Proteins. For
Rad14fl protein expression, the constructs (pPSG-IBA3,
C-terminal Strep-tagII) were transformed into E. coli BL21 Star
(DE3) (Invitrogen) cells; for the generation of XPAfl protein
(pPSG-IBA35, N-terminal His-tag), E. coli BL21(DE3)pLysS
cells were used. Protein expression was induced by addition of
isopropyl-β-D-galactoside (0.5 mM) at 25 °C (Rad14) or 37 °C
(XPA) for 4 h and the cells were grown in Luria–Bertani (7)
medium, respectively, supplemented with ZnCl2 (10 μM). All
purification steps were carried out at 4 °C, and the purification
was monitored by SDS/PAGE. For purification of XPA-His, the
cells were resuspended in 25 mM Tris·HCl pH 7.5, 100 mM
NaCl, 1 mM DTT, 10% glycerol, and 10 μM ZnCl2. For the
purification of Rad14fl, cells were resuspended in 100 mM
Tris·HCl pH 8.0, 800 mM NaCl and 1 mM EDTA, 5 mM DTT,
5% glycerol, and 10 μM ZnCl2. Buffers were supplemented with
the Complete protease inhibitor mix (Roche). Cells were lysed
by sonication and the cell debris was removed by centrifugation
before the supernatant was applied to the NiNTA column (GE
Healthcare) or to the StrepTactin column (GE Healthcare), re-
spectively. Protein elution was performed either with 500 mM
imidazole (His-tag) or 2.5 mM desthiobiotin (Strep-tagII). Fol-
lowing tag-mediated affinity purification, the fractions were
pooled and concentrated in Heparin buffer A for Rad14 (100 mM
Tris pH 7.5, 100 mM NaCl, 5% glycerol, 5 mM DTT (DTT) and
10 μM ZnCl2) and in Heparin buffer C for XPA (25 mM Tris pH
7.5, 50 mM NaCl, 10% glycerol, 1 mM DTT and 10 μM ZnCl2),
and the protein was further purified by a heparin column (GE
Healthcare) chromatography. Rad14fl was eluted with a gradient of
10 column volumes with Heparin buffer A containing 600 mM
NaCl. Excess salt was removed by repeated concentration and di-
lution in Heparin buffer A. XPAfl was eluted with a gradient of 20
column volumes with Heparin buffer C containing 1 M NaCl. Ex-
cess salt was removed by repeated concentration and dilution in
50 mMHepes pH 8.0, 50 mMMgCl2, 5% glycerol, 5 mM DTT, and
10 μM ZnCl2 (crystallization buffer). In a final step, XPAfl was pu-
rified by size exclusion chromatography using a Superdex 75 column
(GE Healthcare) in crystallization buffer. The correct mass of both
proteins were confirmed by SDS/PAGE and MALDI-TOF analysis.
Crystallization, Data Collection, Structure Determination, and Structure
Refinement. For cocrystallization experiments AAF-dG containing
15mer DNA (ODN6, see Table S1) was annealed in crystallization
buffer to its counter strand without (5′-GTG ATG ACG TAG
AGC-3′) or with 5-iododeoxyuridine (U*) (5′-GU*G AU*G ACG
U*AG AGC-3′) (Metabion). For cocrystallization experiments with
the cisplatin adduct a 16mer DNA strand (ODN7, see Table S1)
was annealed to its counter strand in crystallization buffer. Before
crystallization protein and DNA were mixed in a molar ratio of 1:1
protein:DNA (Strep-tagII) and 2:1 protein:DNA (His-tag) and
incubated for 30 min at 4 °C. Initially, crystals for the selenome-
thionine labeled Strep-tagged protein in complex with AAF-
containing DNA were obtained in 0.05 M Tris·HCl, pH 7, 0.1 M
calcium acetate and 16–18% PEG8000 at 4 °C. His-tagged Rad14t
protein in complex with AAF-dG and U*- or 1,2-GG cisplatin
containing DNA was crystallized in 0.18 M ammonium nitrate
and 40% 2-methyl-1,3,-propanediol (MPD) at 4 °C. Crystals
were frozen in artificial mother liquor supplemented with 15%
(vol/vol) ethylene glycol (SeMet-Rad14) or directly from the
well (Rad14t) and stored in liquid nitrogen until data collection.
Single anomalous dispersion (SAD) data on the SeMet-labeled
Rad14-AAF complex crystals were collected at the micro-
diffractometer at the PXI beamline (Swiss Light source, Vil-
ligen, Switzerland). The crystals belonged to the space
group P21, with unit cell dimensions of a = 66.4 Å, b = 51.7 Å,
c = 68.8 Å and β = 109.6° and diffracted X-rays anisotropically
to about 2.8 Å spacing. For structure determination, data col-
lected on four different crystals were combined using AUTOPROC
(62-64) and experimental phases where determined using PHENIX
Autosol (65, 66). Initial model building was carried out with
PHENIX Autobuild (67, 68). Iodine SAD data were collected at
beamline ID29 of the European Synchrotron Radiation Facility
(ESRF), diffracted X-rays to 1.8 Å and belonged to the tetragonal
space group P41, with unit cell dimensions of a = 53.72 Å, b =
53.72 Å, and c = 130.55 Å. Crystals of Rad14t in complex
with the 1,2-GG cisplatin DNA diffracted X-rays to 2.8 Å at the
microfocus beamline ID23-2 (ESRF) and also belonged to the
space group P41 with comparable unit cell constants as the AAF-dG
complex. The structures were solved by molecular replacement
(PHASER; refs. 69 and 70) using the coordinates of the Rad14-
SeMet protein. Manual building of the model was performed with
COOT (71) and structure refinement in Refmac5 (72) and Phoenix
(68) using TLS (73, 74). Positions of the iodine and platinum atoms
were determined and their occupancy estimated from the anoma-
lous difference data (63). Structural figures were prepared with
PyMOL (Delano Scientific).
Electromobility Shift Assays and Determination of the Binding Constant.
First, the counterstrand oligonucleotides were 5′-labeled with
[γ-32P]ATP (3,000 Ci/mmol) using T4 polynucleotide kinase. Then,
the damaged and undamaged oligonucleotides were mixed with
their labeled complementary strands in equal molar amounts and
annealed to form duplex DNA. The formation of the duplex DNA
was checked by native TBE polyacrylamide gel electrophoresis. A
standard DNA binding reaction mixture (10 μL) contained 33 fmol
of the labeled duplex DNA and varying concentrations of purified
Rad14 or XPA in binding buffer [25 mM Hepes-KOH pH 8.3,
100 mM KCl, 1 mM EDTA, 1 mM DTT, 45 μg/mL BSA and
10% (vol/vol) glycerol]. After incubation at 30 °C for 30 min, 2 μL
of loading dye (250 mM Tris·HCl pH 7.5, 40% glycerol, 0.2%
bromphenolblue) were added and electrophoresis was performed
on a 4% nondenaturing polyacrylamide TBE gel at 4 °C, which was
prerun for 30 min. Band shifts were visualized by autoradiography
(Storm TM860, GE). Each gel-shift reaction and gel was performed
three times. The binding constant was determined by a competitive
binding experiment. The concentration of a radio labeled lesion-
containing DNA was kept constant while increasing amounts of
competing unlabeled DNA were added. The binding assay solutions
contained 33 fmol 32P-labeled, lesion-containing DNA, 23 pmol
purified Rad14 and varying amounts of lesion containing unlabeled
DNA (Fig. S1H).
Fluorescence Polarization Measurements. The DNA binding speci-
ficity and cooperativity of Rad14188–302 was determined in a
fluorescence polarization experiment, using internal fluorescein-
labeled DNA (30mer ODN10 and 15mer 11, see Table S1) sub-
strate. The experiments were performed at 25 °C on a GeniusPro
fluorescence photometer (Tecan). The excitation wavelength was
set at 485 nm, and the emission wavelength was set at 535 nm.
Measurements with Rad14t and Rad14tF262A were carried out in
binding buffer (total volume of 100 μL) by incubating increasing
amounts of protein with double stranded DNA containing an in-
ternal FITC-dU (5 nM) for 30 min at 25 °C. Measurements were
carried out in 10 × 4-mm cuvettes at ambient temperature. Ten
data points were taken per titration point. Each experiment was
repeated three times.
Protein Crosslinking and LC-MS Analysis. For the crosslinking ex-
periments Rad14t was incubated for 30 min at 4 °C with a 19mer
DNA duplex (ODN8, see Table S1) or a 37mer DNA duplex
(ODN9) containing AAF-dG at its central position. Increasing
amounts of Bis(NHS)PEG5 crosslinker were added to the pro-
tein-DNA complex (1:1–1:200) and the mixture was incubated
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for 2 h at 4 °C. After adding 2 μL of loading dye a SDS PAGE
was performed. The protein band of interest was excised using a
scalpel and subsequently in-gel digested as described by Shevchenko
et al. (75). Trypsin and chymotrypsin were used for protein di-
gestion. The samples were analyzed using an UltiMate 3000 nano
liquid chromatography system (Dionex, Fisher Scientific) coupled
to an LTQ-Orbitrap XL (Fisher Scientific). Ten microliters of the
protein digest were injected, the samples desalted, concentrated
on a μ-precolumn cartridge (PepMap100, C18, 5 μM, 100 Å, size
300 μm i.d. × 5 mm) and further processed on a custom made
analytical column (ReproSil-Pur, C18, 3 μM, 120 Å, packed into
a 75 μm i.d. × 150 mm and 8 μm picotip emitter). An 85-min
multistep analytical separation was performed at a flow rate of
300 nL/min. In the first 50 min, a linear gradient was ramped up
from 5% solvent B (acetonitrile containing 3% DMSO and 0.1%
formic acid) and 95% solvent A (water containing 3% DMSO
and 0.1% formic acid) to 95% solvent B. This level was held for
5 min and then ramped down again to 5% solvent B within
2 min. Mass spectrometric analyses were performed starting with
a full mass scan in the mass range between m/z 300 and 1650.
This survey scan was followed by three MS/MS scans using the
FTMS mass analyzer and normalized collision energy of 70 in
the HCD cell and three additional scans using the ion trap mass
analyzer and normalized collision energy of 35. The Thermo
Proteome Discoverer 1.1 software (Fisher Scientific) was used
for protein identification. The Sequest search engine was used in
combination with a uniprot database of the expression system
(E .coli, complete proteome, download 12.2013) and the fasta
file of the protein of interest “DNA repair protein RAD14”
(S. cerevisiae, download 12.2013). As limit of detection a ratio
of a threefold signal over the noise filter was applied. A maxi-
mum of three missed cleavage sites was allowed. The mass tol-
erances were 30 ppm for the precursor mass and 0.8 Da for the
fragment ion mass. Dynamic modifications were cation: Na (Asp,
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Fig. S1. Binding assays of XPA and Rad14 with different DNA lesions. The indicated amounts of protein were incubated with DNA duplexes (33 fmol)
containing the lesions. As control, undamaged dsDNA (UD) was used. Electrophoretic mobility shift assay (EMSA) of XPA with 1,2-GG (A, ODN1 see Table S1),
AAF-dG (B, ODN2), and FITC-dU (C, ODN3). EMSA of Rad14 1,2-GG (D, ODN1), AAF-dG (E, ODN2) and UV-lesions [(6, 4)PP and CPD; F, ODN4]. (G) EMSA of
Rad14188–302 (Rad14t) with AAF-dG containing DNA (ODN2). (H) Competitive EMSA for the determination of the binding constant of Rad14 to AAF-dG (ODN2).
Indicated amounts of Rad14 were incubated with DNA containing AAF-dG (lanes 2–8) and unmodified DNA (lane 9). Competitive DNA was added to the
mixture as indicated. The amount of the labeled DNA was counted and assigned as the percentage of bound DNA in the y axis. The x axis shows the logarithmic
concentration of the added competition DNA. The curve was fitted as a one-site competition experiment. A binding constant of Kaff = 135 nM (±10 nM SEM)
was determined for the affinity of Rad14 to DNA duplexes containing this bulky adduct.










XPA_MOUSE              1 MATAEEKQTSPEPV-AADEPAQ-----------------------LPAAVRASVER----
XPA_HUMAN              1 --MAAADGALPEAA-ALEQPAE-----------------------LPASVRASIER----
Rad14_Aspergillus      1 --MVTEEQSAPPPERGMSTPGDLKRNPLTPEQLRRIENNRQK----AIAIRE--QRE---
Rad14_Saccharomyces    1 --MTPEQKAKLEANRKLAIERLRKRGILSSDQLNRIESRNEPLKTRPLAVTSGSNRDDNA
psipred output         1   CCHHHHHHHHHHHHHHHHHHHHCCCCCHHHHHHHHHCCCCCCCCCCHHHHHHCCCCHH
XPA_MOUSE             33 -------------------KRQRALM---------LR-QARLAARPYPA--AAATGGVAS
XPA_HUMAN             31 -------------------KRQRALM---------LR-QARLAARPYSATAAAATGGMAN
Rad14_Aspergillus     50 --AEQARAHNADPSSTKGVKRTYSSM-TASDPPATLRDAASTDNRPLDGIKPARNFTKFV
Rad14_Saccharomyces   59 AAAVHVPNHNGQPSALANTNTNTTSLYGSGVVDGSKRDASVLDKRPTDRIRPSIRKQDYI
psipred output        60 HHCCCCCCCCCCCCCCCCCCCCCCCCCCHHCCCCCCCCCHHCCCCCCCCCCCCCCCCCCE
XPA_MOUSE             62 VKAAPKMIDTKGGFILEEEE-EKHE---------------------------IGNIVHEP
XPA_HUMAN             62 VKAAPKIIDTGGGFILEEEEEEEQK---------------------------IGKVVHQP
Rad14_Aspergillus    107 EYDFSKITDTKGGFLTEEDDRYNKALHVRDEKA--EQKPAHMTQKEWERQQLLKNLHRDR
Rad14_Saccharomyces  119 EYDFATMQNLNGGYINPKDKLPNSDFTDDQEFESEFGSKKQKTLQDWKKEQLERKMLYEN
psipred output       120 EECHHHCEECCCCCCCCCCCCCCCCCCCCCCCCCCCCCHHHCCHHHHHHHHHHHHHHCCC
XPA_MOUSE             94 GPVM---------EFDYTICEECG-KEFMDSYLMNHFDLPTCDSCRDA-DDKHKLITKTE
XPA_HUMAN             95 GPVM---------EFDYVICEECG-KEFMDSYLMNHFDLPTCDNCRDA-DDKHKLITKTE
Rad14_Aspergillus    165 AGPFEPGLSVLDERTRQKTCRECG-SLEIDWKWEEALRCCVCHACKDKFPEKYSLLTKTE
Rad14_Saccharomyces  179 APPPE-------HISKAPKCIECHINIEMDPVLHDVFKLQVCKQCSKEHPEKYALLTKTE
psipred output       179 CCCCC       CHHHCHHHHHCCCCHHHHHHHHHHCCCHHCCCHHHCCCCCCCEECHHH
XPA_MOUSE            143 AKQEYLLKDCDLEKREPALRFLVKKNPRHSQWGDMKLYLKLQVVKRAL--EVWGSQEALE
XPA_HUMAN            144 AKQEYLLKDCDLEKREPPLKFIVKKNPHHSQWGDMKLYLKLQIVKRSL--EVWGSQEALE
Rad14_Aspergillus    224 AREDYLLTNPELQDE-ELLPHLERPNPHKSTWNNMMLYLRYQVEEYAFSAKKWGSPEALD
Rad14_Saccharomyces  232 CKEDYFLTDPELNDE-DLFHRLEKPNPHSGTFARMQLFVRCEVEAFAF--KKWGGEEGLD
psipred output       233 HHHHHCCCCHHHCCC CCCCCCCCCCCCCCCCCCCEEEEEHHHHHHHH  HHHCCHHHHH
XPA_MOUSE            201 DAKEVRQENREKMKQKKFDKKVKVGLDDAVKILLDDKPLHRM-AP-----WHNRALEKRS
XPA_HUMAN            202 EAKEVRQENREKMKQKKFDKKVKELRRAV-----------RS-SV-----WKRETIVHQH
Rad14_Aspergillus    283 AEFERRENEKKRRREVKFKSKLEDLKKRTRVDAYRRSRQGATGGNFGDDLGGGGRHVHQW
Rad14_Saccharomyces  289 EEWQRREEGKAHRREKKYEKKIKEMRLKTRAQEYTNRLREKK---------HGKAHIHHF
psipred output       290 HHHHHHHHHHHHHHHHHHHHHHHHHHHHCCHHHHHHHHHCCC         CCCCCCCCC
XPA_MOUSE            255 SVLTRTTTKQISFIYSINTCDCCAK-------
XPA_HUMAN            245 EYGP---EENLEDDMYRKTCTMCGHELTYEKM
Rad14_Aspergillus    343 GRSV----EDPKTGIGVKKCVDCGMEVEELEF
Rad14_Saccharomyces  340 SDPVDGGIDEDGYQIQRRRCTDCGLETEEIDI
psipred output       341 CCCCCCCCCCCCEEEEEEEECCCCCEEEEEEC
a
b
Fig. S2. Comparison of the human XPA and its yeast homolog Rad14. (A) Structural superposition of the yeast Rad14 DNA-binding domain with the NMR
structure (Protein Data Bank ID code 1XPA) of its human homolog (Sequence identity 26.5%, rmsd: 2.2 Å). (B) Sequence alignment of Rad14/XPA homologs.
Sequences were aligned with Clustal Omega (76). The secondary structure prediction of the Saccharomyces enzyme was performed with psipred and is shown
in the bottom line of the alignment. H represents α-helices, C coils, and E β-strands (77). The boxed area represents the structure shown in the manuscript. The
color scheme follows that of Fig. 2. The cysteine residues that build the zinc finger are boxed in yellow.














































Fig. S3. Alternative orientations of the DNA bound by two Rad14 proteins. (A) The dinucleotide 1,2-GG lesion occupies four alternative positions in the 13mer
duplex wedged between the β-hairpins of the two Rad14 proteins. The occupancy was estimated from the anomalous signal of the platinum atoms. (B) The
AAF-dG lesion takes up two opposite positions in the crystal structure.
Fig. S4. Van’t Hoff plots of Tm
−1 vs. ln(Ct/4) derived from the melting curves for the control (undamaged DNA, green) and AAF-dG 15mer duplexes (blue) at
concentrations between 2 μM and 7 μM. Ct represents the total oligonucleotide concentration.
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Fig. S5. Comparison of Rad14 bound to DNA and human XPA. (A) Superposition of a Rad14 monomer (green) bound to DNA (cyan) with XPA (light blue).
Residues that have been implicated in DNA binding for XPA are shown in stick mode. The corresponding residues in Rad14 are also depicted. Human XPA
residue numbers are shown in red; Rad14 residue numbers are shown in black. (B) Schematic representation of the Rad14 binding mode to DNA using the
scheme introduced in Fig. 2D. Human XPA residues involved in DNA binding are depicted in red.
Table S1. Sequences of the oligonucleotides (ODN) used in the different experiments





5 5′- GTCGTTCGGAAGACCCACTGCAAFGGGTTGATAATCGCCTCGCCATAG-3′ EMSA
6 5′-GCTCTACG*TCATCAC-3′ Crystallization/Crosslinking experiment
7 5′-TCTCTACGGTCATCAC-3′ Crystallization
8 5′-TCCTCTCTTG*TTCTCTTCT-3′ Crosslinking experiment
9 5′-CCGAGTCATTCCTG*CAGCGAGTCCATGGGAGTC AAAT-3′ Crosslinking experiment
10 5′-GCTGACAGATCAGAFCAATGACTAGCTGAG-3′ Fluorescence polarization
11 5′-GCTCTACFTCATCAC-3′ Fluorescence polarization
F, FITC-dU; G*, AAF-dG; GG, 1,2-GG cisplatin; YY, CPD/ (6-4)PP.
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Table S2. Data collection and refinement statistics
SeMetRad14-AAF-dG Rad14-AAF-dG Rad14-1,2-GG
Wavelength, Å 0.979 0.976 0.873
Resolution range, Å 20–3.1 (3.2–3.1) 65.3–1.8 (1.84–1.80) 54.4–2.8 (2.9–2.8)
Space group P 21 P 41 P 41
Unit cell a = 66.4, b = 51.7, c = 68.8 β = 111.98 a = 53.8, b = 53.8 c = 130.4 a = 54.4, b = 54.4 c = 130.8
Total reflections 59,565 (5,963) 253,904 (14,638) 39,291 (3,836)
Unique reflections 7,284 (709) 34,232 (1948) 9,402 (933)
Multiplicity 8.2 (8.4) 7.4 (7.5) 4.2 (4.1)
Completeness, % 99.7 (99.2) 99.8 (95.6) 99.7 (98.1)
Mean I/sigma(I) 21.3 (7.46) 10.7 (2.6) 9.1 (1.2)
Wilson B-factor 88.69 31.3 58.5
R-merge 0.07 (0.27) 0.08 (0.89) 0.1495 (1.33)
Anomalous completeness 0.995 (0.996) 98.8 (96)0.4 —
Anomalous multiplicity 4.1 (4.1) 3.4 (3.5) —
CC1/2 0.998 (0.994) 0.998 (0.593) 0.992 (0.485)
CC* 1 (0.999) — 0.998 (0.808)
Figure of merit 0.33 — —
R-work 0.21 (0.312) 0.213 (0.363)
R-free 0.241 (0.347) 0.256 (0.343)




Protein residues 291 339
RMS (bonds) 0.018 0.012
RMS (angles) 2.15 1.50
Ramachandran favored, % 96 97
Ramachandran outliers, % 0 0




Statistics for the highest-resolution shell are shown in parentheses.
Table S3. Table of melting points and thermodynamic
parameters of the AAF-dG lesion containing duplex used for
crystallization
Substrate Tm, °C ΔH, kcal/mol ΔS, cal/mol K ΔG298K, kcal/mol
dG:dC 60 −73 ± 0.5 274 8.7
AAF-dG:dC 48 −70 ± 0.5 274 11.7
Koch et al. www.pnas.org/cgi/content/short/1508509112 7 of 7
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3.2. Strukturelle Basis für bulky DNA-Adduktschadenserkennung durch das 
Nukleotidexzisionsreparaturprotein Rad14 
 
N. Simon*, C. Ebert*, S. Schneider, Chemistry 2016, 22, 10782–10785. „Structural Basis for Bulky-










Die erste entstandene Kristallstruktur von Rad14 mit C8-AAF-dG geschädigter DNA zeigte (Abschnitt 
3.1.), dass die Bindung des Rad14 Proteins zur Ausbildung eines DNA-Knicks von ungefähr 70° führt. 
Zudem ist der Schaden in der DNA Duplex an der Knickstelle interkaliert und die gegenüberliegende 
Base wird herausgeklappt. Die dabei möglichen π-stacking Interaktionen könnten für die 
Stabilisierung des DNA-Knicks eine bedeutende Rolle spielen. In diesem Manuskript wurde der 
Rad14-Erkennungsmechanismus weiter untersucht, insbesondere die π-stacking Interaktionen. 
Hierfür wurden verschiedene Schadensanaloga von AAF synthetisiert, um die Größe der π-stacking 
Interaktionen zu variieren, sowie in die jeweiligen Oligonukleotide eingebaut und mit Rad14 
kristallisiert. Die erhaltenen Kristallstrukturen bestätigen den indirekten Schadenserkennungs-
mechanismus von Rad14, indem es die DNA auf Biegsamkeit und Flexibilität prüft. Zudem zeigt die 
Publikation, dass ein größerer stacking-Bereich des C8-Schadens zu einer besseren Stabilisierung des 




Für dieses Manuskript entwickelte ich eine neue Synthese für die C8-bulky-Schäden (C8-AAB-dG,         
C8-AAN-dG, C8-AAA-dG und C8-AAP). Der Einbau dieser Schäden in Oligonukleotide mittels          
DNA-Festphasensynthese wurde in Zusammenarbeit mit Charlotte Ebert durchgeführt. Weiterhin 
reinigte ich das Rad14 Protein für die Kristallisationsstudien auf. Die Schmelzpunktmessungen und 
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Kristallisationsstudien wurden zusammen mit Charlotte Ebert durchgeführt. Sabine Schneider 
übernahm die Auswertung der Kristallstrukturdaten. 
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Structural Basis for Bulky-Adduct DNA-Lesion Recognition by the
Nucleotide Excision Repair Protein Rad14
Nina Simon+,[b] Charlotte Ebert+,[b] and Sabine Schneider*[a]
Abstract: Heterocyclic aromatic amines react with purine
bases and result in bulky DNA adducts that cause muta-
tions. Such structurally diverse lesions are substrates for
the nucleotide excision repair (NER). It is thought that the
NER machinery recognises and verifies distorted DNA con-
formations, also involving the xeroderma pigmentosum
group A and C proteins (XPA, XPC) that act as a scaffold
between the DNA substrate and several other NER pro-
teins. Here we present the synthesis of DNA molecules
containing the polycyclic, aromatic amine C8-guanine le-
sions acetylaminophenyl, acetylaminonaphthyl, acetylami-
noanthryl, and acetylaminopyrenyl, as well as their crystal
structures in complex with the yeast XPA homologue
Rad14. This work further substantiates the indirect lesion-
detection mechanism employed by the NER system that
recognises destabilised and deformable DNA structures.
Defects in the nucleotide excision repair are known to be asso-
ciated with several human, autosomal, recessive hereditary dis-
orders, such as xeroderma pigmentosum (XP) and Cockayne
Syndrome.[1] Moreover, single-nucleotide polymorphisms
(SNPs) in nucleotide excision repair (NER) genes have been as-
sociated with the susceptibility of cancers for the treatment
with chemotherapeutic agents that exert their anti-tumour
properties by inflicting DNA lesions.[2] More than 30 proteins
are involved in NER, which operates by a sequential assembly
process. This comprises the recognition of damaged sites, exci-
sion of the oligonucleotide containing the lesion, gap filling by
templated DNA synthesis and final sealing of the nick. The NER
system is extremely versatile regarding the chemical structures
of DNA lesions by either scanning the genome (global
genome (GG)-NER) or acting on them during transcription
(transcription-coupled NER).[3] Currently it is believed that le-
sions are first recognised by the XPC (xeroderma pigmentosum
group C) protein[4] followed by lesion verification by XPD (xero-
derma pigmentosum group D protein), TFIIH (transcription
factor IIH/XPB),[5] XPA (xeroderma pigmentosum group A pro-
tein), replication protein A (RPA)[6] and XPG (xeroderma pig-
mentosum group G protein),[3e] resulting in the fully assembled
pre-incision complex.[3c,e,7] XPC, XPA and RPA were shown to
ensure the proper 3D arrangement of the DNA intermediate
for incision of the damaged single strand during the GG-NER.[6]
The interaction between RPA and XPA are essential for the
NER.[8] In addition, it was shown that XPA is a crucial compo-
nent for both GG-NER as well as TC-NER,[9] and mutations in
XPA are amongst the strongest NER-phenotypes.[10] Thus, XPA
most likely acts as a scaffold during the NER.[3e] Moreover, it
was previously reported that XPA binds to a variety of DNA
structures, such as kinks,[11] DNA duplexes containing bulky ad-
ducts[12] and cisplatin lesions.[13]
To investigate the structural basis for the binding of the XPA
homologue Rad14 from Saccharomyces cerevisiae to different
C8-acetylated deoxyguanosine (dG) bulky-adduct lesions, we
synthesised the acetylaminophenyl (dG-AAB), acetylamino-
naphthyl (dG-AAN), acetylaminoanthryl (dG-AAA) and acetyl-
aminopyrenyl (dG-AAP) phosphoramidites and incorporated
the lesions into 15-mer and 34-mer DNA oligonucleotides by
ultramild solid-phase DNA synthesis (Figure 1a, for details see
the Supporting Information). The synthesis of the phosphor-
amidites dG-AAB, dG-AAA and dG-AAP was optimised by using
a 2-(trimethylsilyl)ethanol (TMS) protecting group at the O6-po-
sition. TMS moieties can be removed in one step together with
the tert-butyldimethylsilyl-ether (TBS) protecting groups.
The DNA duplexes containing the dG-AAB, dG-AAN, dG-
AAA, or dG-AAP lesions were co-crystallised with the Rad14
minimal DNA-binding domain (DBD, residues 188–306) and the
crystal structures determined by X-ray diffraction. (For data col-
lection and structure refinement statistics see Table S3 in the
Supporting Information).
As previously observed for the Rad14 binding to DNA with
C8-dG-acetylaminofluorenyl (dG-AAF) or cisplatin (1, 2 GG) le-
sions,[14] two Rad14 protein molecules bind one DNA double
strand with the DNA bent by about 758 into the major groove.
The two proteins only interact with the DNA phosphodiester
backbone and bury a solvent.-accessible surface area of about
700 æ2 per Rad14 molecule, but do not form any DNA-se-
quence- or DNA-lesion-specific contacts (Figure 1). In all com-
plexes of Rad14 with damaged DNA, the bending of the DNA
is achieved through the “fingers” with Gln266, Lys229 and
Thr230, as well as His258 and Phe262 located on the b-hairpin,
providing the anchor point by packing on the 13-mer recogni-
[a] Dr. S. Schneider
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Lichtenbergstrasse 4, 85748 Garching (Germany)
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tion duplex. The arginine “thumb” (Arg293; Arg294) in the a7
helix bends the DNA duplex with Thr239 stabilising the kinked
structure (Figure 1). For the human XPA, it could recently be
shown that the DNA-binding affinity was increased when the
corresponding DBD (residues 98–219) was extended at the
C terminus by 20 amino acids.[15] This addition would lead to
an extension at the a7 helix resulting in a larger interaction
area with the DNA duplex, which explains the higher binding
affinity. All lesions are located at the central kink and the six
base pairs on both sides adopt a B-form DNA topology that
forms the 13-mer duplex-recognition element, in which the fol-
lowing bases of the DNA strand are unpaired (Figure 1). All
structures exhibit a pseudo C2 symmetry, in which the DNA is
bound in two orientations, which is reflected by the mixed
electron density observed for the purine–pyrimidine bases
(Figure S2a in the Supporting Information). Thus, both orienta-
tions of the DNA duplexes were modelled with an occupancy
of 50%. The dC (deoxycytidine) opposite of the damaged base
is flipped out and disordered, while the lesions slide into the
duplex and stabilise the kinked structure. The damaged gua-
nine base is in syn conformation and displaced into the nar-
rowed major groove. In the structure of Rad14 in complex
with dG-AAP, the planes of the pyrene moieties in the two
duplex orientations are almost perpendicular to each other,
stacking planar with its respect 5’-flanking basepair and verti-
cal on the 3’-flanking base pair (Figure 2 and Figure S2 in the
Supporting Information). The phenyl, naphthyl and anthryl
moieties in the other complex structures are also fully interca-
lated into the duplex, albeit their positions are less well de-
fined in the electron-density maps (Figure S1 in the Supporting
Information), which is most likely due to the following inherent
structural properties: 1) the two alternative DNA orientations
result in only 50% occupancy for each lesion-containing strand
and 2) the C2 pseudo symmetry axis runs directly through the
centre of the dsDNA at the position of the kink (Figure 1c) and
causes noise in the electron-density maps, which is commonly
observed along symmetry axis in protein crystals. Moreover,
Figure 2. a,b) Position and stacking interactions of the dG-AAP lesions in the
two orientations of the DNA duplex. c) Superposition of both orientations
each with 50% occupancy. The dG-AAP lesions are shown as space-fill
model shaded in grey.
Figure 1. Structure of the Rad14 DBD in complex with DNA-containing bulky adducts. a) C8-dG-adduct lesions and DNA sequences used in this study. R=ace-
tylaminophenyl (AAB, 1), acetylaminonaphthyl (AAN, 2), acetylaminoanthryl (AAA, 3), acetylaminopyrenyl (AAP, 4). b) Overall folding topology of Rad14 and in-
teraction with the DNA (grey surface). For clarity, only one Rad14 protein is shown. c) The DNA is bound by two Rad14 proteins and kinked at the position of
the DNA lesion (red) towards the major groove (arrows). The protein is shown as cartoon and the DNA represented as grey surface. The b-hairpin with His258
and Phe262 (orange) pack on the 13-mer recognition duplex (the arginine “thumb” at the a7 helix is highlighted in green). His258 and Phe262, as well as the
Cys residues of the Zn-finger (dark grey), are shown as sticks and the Zn2+ as grey sphere. The black line indicates the pseudo C2 symmetry axis. d) Rad14-
DNA interface and bending mechanism; the “fingers” (gold) interact with the DNA backbone 3–6 base pairs away from the DNA-damage site. The “thumb”
(green) bends the DNA at the lesion site by about 758 and Thr239 (blue) stabilises the kink. For clarity, only one Rad14 protein is depicted.
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the smaller aromatic moieties allow a higher degree of flexibili-
ty compared to the pyrene ring system, which will provide
a better stabilisation of the DNA kink due to its larger stacking
area. This is also reflected by the higher temperature factors of
the lesions and their neighbouring base pairs (1.2–1.5 times
higher compared to the average B-factors of the DNA strands).
Previously, it was shown that DNA lesions, which do not dis-
turb the DNA-duplex structure or neighbouring Watson–Crick
base pairs and/or increase the DNA stability (such as bulky cis-
and trans-benzo[a]pyrene-N2-dG adducts placed opposite an
abasic site), evade the NER mechanism and, in particular, the
recognition by XPC.[16] In general, good substrates for the NER
system are DNA strands with disturbed Watson–Crick base
pairs, kinked/bend and destabilised DNA-duplex structures,[17]
some of which have been shown to be bound by XPC and
XPA.[11,12b,13]
Therefore, the mechanism underlying the structural variety
recognised by the NER can be explained if the system employs
a sequence-independent shape-readout mechanism in its
lesion recognition and verification step. An overall shape-read-
out mechanism is also used by a number of other DNA-bind-
ing proteins, such as Holliday junction-resolving enzymes, Z-
DNA-recognising and bacterial chromosomal proteins. Any
complex that forms favourable enthalpy changes needs to
drive unfavourable entropy changes and vice versa.[18] The le-
sions used in this study destabilise DNA and reduce the melt-
ing temperature compared to the undamaged control strand,
albeit the overall destabilising effect is compensated in longer
DNA duplexes (66–76% 15-mer; 91–98% 34-mer; Table S2).
Due to the destabilisation effect of the DNA lesions, the en-
thalpic cost for the DNA bending is reduced, hence, a produc-
tive recognition complex can be formed. Analogously, in the
mismatch repair, the initial mispair-recognition steps are bind-
ing and bending of the linear mispair-containing DNA by
roughly 50–608.[19] In case of N2 adducts placed opposite an
abasic site that lack pre-deformation of the DNA and possess
an increased stability due to full intercalation of the aromatic
moiety, the enthalpic cost that is associated with binding by
NER proteins is likely to high to be compensated by favourable
enthalpic and entropic changes. Hence, these lesions are resist-
ant to the NER. Such an indirect shape-readout mechanism is
also supported by the observations made by Reardon and
Sancar ; RPA, XPA and XPC recognise psoralen damage-contain-
ing DNA, but only RPA can be crosslinked to the lesion.[20] The
requirement for this chemical crosslink is the close proximity
(ca. 8 æ) of the photoreactive amino acids to the pyrone side
ring.[21] Employing a nonspecific shape-readout mechanism,
the lesion recognition and verification is likely to enable the
NER repair machinery to deal with this vast variety of different
chemical structures. Our structural data on the Rad14 DBD in
complex with these bulky aromatic dG-adduct lesions further
circumstantiates the hypothesis that Rad14, and most likely its
human homologue XPA (sharing a 25% sequence identity and
a 45% sequence similarity), is able to recognise numerous dif-
ferent lesions in the lesion-verification step of the NER by utilis-
ing a general mechanism of binding bendable DNA or DNA
adopting already bend conformations.
Experimental Section
Phosphoramidite synthesis and DNA preparation
The dG-AAN phosphoramidite containing an isopropylphenoxyace-
tyl group at the N2-position, for the solid-phase DNA synthesis, was
synthesised as previously published.[22] For the synthesis of the dG-
AAB-dG, dG-AAA and dG-AAP phosphoramidites, instead of the
benzyl ether a 2-(trimethylsilyl)-ethanol (TMS) moiety was used at
the O6-position, which could be removed in one step with the tert-
butyldimethylsilyl groups, enabling a faster synthesis. The C8-
lesion phosphoramidites were incorporated into DNA by solid-
phase DNA synthesis under ultra-mild conditions.[23] For synthetic
and purification details, and a list of oligodesoxynucleotides (ODN)
used in this study, see the Supporting Information.
Protein expression, purification, crystallisation and structure
determination
The Saccharomyces cerevisiae Rad14 DNA-binding domain (residues
188–306) was expressed and purified as published elsewhere.[14]
For details on the complex crystallisation and structure determina-
tion see the Supporting Information. Atomic coordinates and X-ray
structure data were submitted to the Protein Data Bank (http://
www.ebi.ac.uk/pdbe/). PDB codes: 5G32, 5G33, 5G34 and 5G35.
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Structural basis for bulky adduct DNA lesion recognition by the nucleotide excision 
repair protein Rad14 
Nina Simon, Charlotte Ebert and Sabine Schneider 
 
General Methods 
Chemicals were purchased from Sigma-Aldrich, Fluka, Alfa Aesar, ChemGenes or Acros and 
used without further purification. Solutions were concentrated in vacuo on a Heidolph rotary 
evaporator. The solvents were of reagent grade and purified by distillation. Dry solvents were 
bought from Sigma-Aldrich. Acetonitrile for HPLC-purification was purchased from VWR. 
Water was purified by a Milli-Q Plus system from Merck Millipore. Chromatographic 
purification of products was accomplished using flash column chromatography on Merck 
Geduran Si 60 (40-63 μM) silica gel (normal phase). Thin layer chromatography (TLC) was 
performed on Merck 60 (silica gel F254) plates. 
1H, 13C  and 31P NMR spectra were recorded 
in deuterated solvents on Bruker ARX 300, Varian VXR400S, Varian Inova 400, Bruker AMX 
600 and Bruker Avance 800 spectrometers and calibrated to the residual solvent peak. 
Multiplicities are abbreviated as follows: s = singlet, d = doublet, t = triplet, q = quartet, hept = 
septet, m = multiplet, br. = broad. For assignment of the structures, additional 2D NMR 
spectra (COSY, HSQC, HMBC) were measured. Matrix-assisted laser desorption/ionization-
time-of-flight (MALDI-TOF) mass spectra were recorded on a Bruker Autoflex II. For MALDI-
TOF measurements the samples were dialysed on a 0.025 μm VSWP filter (Millipore) against 
ddH2O for 1 h and then cocrystallised in a 3-hydroxypicolinic acid matrix (HPA: 25 mg 3-
hydroxypicolinic acid, 5 mg ammonium citrate, 5 μL 15-crown-5 in 0.5 mL H2O). High 
resolution electronspray ionization mass spectra (HRMS-ESI) were recorded on a Thermo 
Finnigan LTQ-FT (ESI-FTICR). The pH-values of buffers were adjusted using a MP 220 pH-
meter (Metter Toledo). UV spectra and melting profiles were measured on a Jasco V-650 
spectrometer using quartz glass cuvettes with 1 cm path length. The concentration of the 
purified DNA was determined with a NanoDrop ND-1000 spectrophotometer (Peqlab) from 
Thermo Scientific (1.5 μL sample volume) using calculated extinction coefficients from Oligo 
Calc (online: http://www.basic.northwestern.edu/biotools/OligoCalc.html) and applying 
Lambert-Beer’s law. For strands containing artificial bases the extinction coefficient of their 




Phosphoramidite and DNA synthesis Phosphoramidites for dA, dC, dG, dT and CPG 
carriers were obtained from Glen Research (Sterling, VA) or Link Technologies (Bellshill, 
Scotland). Incorporation of the C8-lesion phosphoramidites into DNA was done by solid 
phase DNA synthesis with ultra-mild conditions,[1] using an ABI 394 Nucleic Acid Synthesis 
System (Life Technologies, Darmstadt, Germany). The coupling time for the modified 
phosphoramidites was extended to 3 x 15 min. The oligonucleotides were purified by reverse 
phase HPL chromatography (Macherey-Nagel, Nucleosil 100-7 C18, 10 × 250 mm, 0.1 M 
triethylammonium acetate, linear gradient from 0% to 40% in 45 min for the 15mers or 0% to 
20% acetonitrile in 65 min for the longer oligonucleotides). The purified oligonucleotides were 
desalted using C18 cartridges (Waters, Sep-Pak C18 Classic Cartridge) and their identity 
confirmed by matrix-assisted laser-desorption time-of-flight mass spectrometry. 
Determination of melting temperatures The DNA duplexes (2 µM) were dissolved in 250 
µL of 10 mM Tris-HCl, pH 7.4, 150 mM NaCl. The ODN 1 and ODN 3 samples were heated 
from 15 to 90 °C or cooled from 90 to 15 °C with a rate of 1 °C/min. The ODN 2 and ODN 4 
samples were heated from 20 to 95 °C or cooled from 95 to 20 °C with a rate of 1 °C/min. 
Three melting profiles per sample were performed.  
Data processing and structure determination  
The Saccharomyces cerevisiae Rad14 DNA binding domain (residues 188-306) was 
expressed and purified as published in.[2] The C8-lesion-dG containing 15mer DNA (ODN1, 
see Supplementary Table 1) was annealed in crystallisation buffer to its counter strand (ODN 
2, Metabion). Prior to crystallisation protein and DNA were mixed in a 2:1 (protein:DNA) 
molar ratio and incubated for 30 min at 4 °C. Crystals were grown in 0.2-0.22 M ammonium 
nitrate and 38 - 44% 2-methyl-1,3,-propanediol (MPD) at 4 °C, cryo-cooled in liquid nitrogen 
directly from the crystallisation drop and stored in liquid nitrogen until data collection. Due to 
the small crystal size of 10-20 m, diffraction data were collected with a beam size of 10 x 10 
m (PX I beamline, Swiss Light Source (SLS); ID30B beamline, European Synchrotron 
Radiation Facility (ESRF)). The data were processed with XDS [3] and the resolution cut-offs 
were chosen according to the correlation coefficient of random half-data sets (1/2 CC) at 
about 50%.[4] The structures were solved using the coordinates of the Rad14-DNA complex 
(PDB code 5A3D) by rigid-body refinement in REFMAC5 [5] after the atoms for the DNA were 
removed from the model. The models were completed by iterative cycles of manual model 
building in COOT [6] and restraint and TLS refinement [7] in REFMAC5. The pseudo C2 two 
fold symmetry axis that runs through the centre of the DNA double strand can be turned into 
a crystallographic two-fold axis by processing the data with comparable statistics in the 
space group P41212, instead of P41. However this results in a composition of the crystals 
asymmetric unit (asu) of one protein with one dsDNA strand at 50% occupancy (P41212) 
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compared to two proteins with two dsDNA each with 50% occupancy (P41). For both space 
groups comparable model refinement statistics were obtained. Thus the crystal system P41 
was chosen, which contains the biological relevant complex of two proteins recognising one 
dsDNA in two orientations in the asu. Simulated-annealing omit electron density map 
coefficients were calculated using PHENIX.[8] Structure validation and analysis was carried 
out with MOLPROBITY[9], PISA[10] and CURVES.[11] For data processing and structure 
refinement details and statistics see the Supporting Information. Structural superposition 








Supporting Scheme 1. Synthesis of the phosphoramidites 1, 3 and 4. a) DMTr-Cl, pyridine, 
RT, b) Pd2db3, BINAP, NaOtBu, toluol, aryl-NH2 (1,2 or 3), 110 °C, c) 1. 4-DMAP, NEt3, 
Ac2O, pyridine, RT, 2. HCl in MeOH (0.01 M), RT, d) iPrPac-Cl, pyridine, RT, e) TBAF, 












Supporting Figure 2. Illustration of the electron density maps. A) Observed 2Fo-DFc electron 
density contoured at 1 , indicating the two DNA orientations. Simulated annealing Fo-DFc 
electron density maps, contoured at 2.5 , calculated excluding the atoms for dG-AAB (B), 
AAN (C), dG-AAA (D) and dG-AAP (E). 
 
 
Supporting Figure 3. Structural superposition of all Rad14-DNA structures. The structures 
can be superimposed with an r.m.s.d of 0.3-0.8 Å depending on the chosen reference frame. 
(only main chain atoms of the protein vs all atoms) The dG-AAB complex is shown in green, 
the dG-AAN complex in blue, the dG-AAA complex in golden and the dG-AAP complex in 








Supporting Table 1. Oligonucleotide sequences used in this study. The damaged guanine base is 
marked with a star and highlighted in bold. 
ODN Oligonucleotide sequence 
1 5'-GCT CTA CG*T CAT CAC-3' 
2 5’-GTA GCT AGG TCG ATG* CAC AGA CAT CGC ACA CGT C-3’ 
3 5’-GTG ATG ACG TAG AGC-3’ 
4 5’-GACG TGT GCG ATG TCT GTG CAT CGA CCT AGC TAC-3’ 
 
 
Supporting Table 2. Destabilising effect of the different lesions on the thermal stability of duplex DNA 
shown by the respective melting points. 
DNA lesion TM [°C] 15mer TM [°C] 34mer 
dG:dC 64 84 
C8-AAB-dG:dC 42 77 
C8-AAN-dG:dC 46 77 
C8-AAA-dG:dC 49 80 
C8-AAP-dG:dC 47 80 






Supporting Table 3. Data processing and structure refinement statistics. Statistics for the 
highest-resolution shell are shown in parentheses. 
 Rad14-dG-AAB  Rad14-dG-AAN Rad14-dG-AAA Rad14-dG-AAP 
Wavelength 0.979 0.979 0.979 0.979 
Resolution range 49.1 - 2.2 (2.3 - 2.2) 41.4 - 2.4 (2.5 - 2.4) 49.2 - 1.9 (2.0 - 1.9) 37.6 - 2.0 (2.1 - 2.0) 
Space group P 41 P 41 P 41 P 41 
Unit cell 53.0 53.0 130.9 53.4 53.4 131.3  53.1 53.1 130.3  53.2 53.2 131.3  
Total reflections 123,844 (11,546) 50,634 (4,920) 125,416 (8,792) 82,958 (8,405) 
Unique reflections 18,268 (1,818) 14,071 (1,392) 28,204 (2,749) 24,353 (2,436) 
Multiplicity 6.8 (6.4) 3.6 (3.5) 4.4 (3.2) 3.4 (3.5) 
Completeness (%) 1.00 (1.00) 0.98 (0.98) 1.00 (0.97) 0.99 (0.99) 
Mean I/sigma(I) 6.62 (0.97) 5.8 (1.1) 9.8 (1.4) 7.2 (1.0) 
Wilson B-factor 41.30 46.9 33.0 36.0 
R-merge 0.163 (1.111) 0.189 (0.994) 0.071 (0.681) 0.097 (1.248) 
R-meas 0.177 (1.21) 0.223 (1.17) 0.081 (0.809) 0.115 (1.476) 
CC1/2 0.995 (0.568) 0.976 (0.531) 0.998 (0.335) 0.997 (0.456) 
CC* 0.999 (0.851) 0.994 (0.833) 1 (0.709) 0.999 (0.791) 
Reflections used in 
refinement 
18,255 (1,816) 14,056 (1,390) 28,199 (2,749) 24,338 (2,435) 
Reflections used for R-
free 
895 (96) 720 (89) 1,361 (129) 1,255 (121) 
R-work 0.215 (0.323) 0.255 (0.374) 0.214 (0.328) 0.214 (0.355) 
R-free 0.253 (0.296) 0.307 (0.402) 0.245 (0.342) 0.2587 (0.392) 
CC(work) 0.939 (0.700) 0.937 (0.739) 0.934 (0.613) 0.955 (0.608) 
CC(free) 0.940 (0.793) 0.919 (0.523) 0.933 (0.464) 0.945 (0.678) 
Number of non-
hydrogen atoms 
3,053 3,069 3,121 3,134 
  macromolecules 3,015 3,061 3,062 3,079 
  ligands 2 2 2 2 
Protein residues 229 229 228 229 
RMS(bonds) 0.042 0.031 0.052 0.034 
RMS(angles) 1.80 1.72 1.87 2.12 
Ramachandran 
favored (%) 
96 95 98 98 
Ramachandran 
allowed (%) 
3.6 5.3 1.8 2.2 
Ramachandran 
outliers (%) 
0 0 0 0 
Rotamer outliers (%) 2 3.4 0.98 0.97 
Clashscore 2.5 2.1 1.1 3.5 
Average B-factor 54.5 57.8 51.2 47.9 
  macromolecules 54.6 57.9 51.4 48.1 
  ligands 35.5 50.8 30.4 33.6 
  solvent 38.8 32.6 39.0 39.9 














(1.50 g, 2.23 mmol, 1.0 eq.) was dissolved in dry pyridine, molecular sieves (4 Å) were 
added and the solution was stirred at room temperature for 3 h. DMT-chloride (1.04 g, 
2.68 mmol, 1.2 eq.) and 0.37 mL dry trimethylamine (2.7 mmol, 1.2 eq.) were added and the 
mixture was stirred at room temperature for 72 hours. The residue was purified via column 
chromatography (isohexane 30:1 EtOAc + 1% pyridine; SiO2) and C8-Br-3‘,5‘-bis-O-(tert-
butyl-dimethylsilyl)-N2-(4,4‘-dimethoxytrityl)-O6-(2-(trimethylsilyl)-ethyl)-2’-deoxyguanosine 
(2.03 g, 2.07 mmol, 93%) was obtained as a white foam. 
1
H-NMR (400 MHz, Acetone-d6): δ = 7.36 (d, 3H, DMTr), 7.25 (d, 6H, DMTr), 6.84 (d, 4H, DMtr), 6.40 
(s, br, 1H, NH), 6.23 (t, 1H, C1’-H), 4.84 (s, 1H, C3’-H), 3.98-3.81 (m, 4H,O
6
-CH2, C5’-H, C4’-H), 3.77 
(s, 6H, OCH3), 3.68 (dd, 1H, C5’-H), 3.61-3.57 (m, 1H, C2’-H), 2.23-2.12 (m, 1H, C2’-H), 0.93 (s, 9H, 
C(CH3)3), 0.90–0.87 (m, 2H,  O
6
-CH2-CH2), 0.84 (s, 9H, C(CH3)3), 0.16 (s, 3H, SiCH3), 0.15 (s, 3H, 
SiCH3), 0.00 (s, 3H, SiCH3), -0.04 (s, 9H, Si(CH3)3), -0.05 (s, 3H, SiCH3) ppm. 
13
C-NMR (101 MHz, Acetone-d6): δ = 159.3, 158.5, 155.0, 147.2, 139.1, 131.0, 129.8, 129.0, 128.4, 
127.4, 126.5, 116.9, 113.8, 113.7, 88.1, 86.7, 65.5, 63.5, 55.5, 36.6, 26.3, 26.2, 18.9, 18.7, 17.7, −1.4, 
−4.3, −4.4, −5.1, −5.1 ppm. 
HR-MS (ESI
+




): 976.3890, found: 976.3895. 
 
The phosphoramidites of the pyrenyl and the anthryl adducts were prepared analogous to 








2’-deoxyguanosine (2.00 g, 2.05 mmol, 1.0 eq.) was dissolved in 35 mL dry toluene under 
argon atmosphere. Aniline (0.37 mL, 4.1 mmol, 2.0 eq.), 
Tris(dibenzylidenacetone)dipalladium(0) (0.19 g, 0.21 mmol, 0.1 eq.) and (2,2'-
bis(diphenylphosphino)-1,1'-binaphthyl) (0.39 g, 0.62 mmol, 0.3 eq.) were added and the 
reaction mixture was heated to 110 °C. Sodium-tert-butanolate (0.39 g, 4.1 mmol, 2.0 eq.) 
dissolved in 35 mL toluene was added and the reaction mixture was stirred at 110 °C for 
1.5 h. After cooling down to room temperature the mixture was filtered over SiO2 deactivated 
with pyridine and the filter cake was washed with 1% pyridine in EtOAc (150 mL). The filtrate 
was concentrated under reduced pressure and purified via column chromatography 
(isohexane/EtOAc 1:0 to 7:1 + 1% pyridine; SiO2). 8-(2-aminobenzene)-3‘,5‘-bis-O-(tert-butyl-
dimethylsilyl)-N2-(4,4‘-dimethoxytrityl)-O6-(2-(trimethylsilyl)-ethyl)-2ʹ-deoxyguanosine (1.62 g, 
1.64 mmol, 80%) was obtained as a red brown foam. 
1
H-NMR (400 MHz, Acetone-d6):  δ = 7.96 (s, br, 1H, C8-NH), 7.73–7.69 (m, 2H, C6H5), 7.41–7.37 (m, 
3H, DMTr), 7.28 (d, 6H, DMTr), 7.25 (d, 2H, C6H5), 6.93 (tt, 1H, C6H5), 6.83 (d, 4H, DMTr), 6.23 (s, br, 
1H, N
2
H), 6.16 (t, 1H, C1’-H), 4.70 (s, 1H, C3’-H), 4.07–3.98 (m, 2H, O
6
-CH2), 3.97–3.92 (m, 2H, C5’-
H, C4´-H), 3.82 (dd, 1H, C5’-H), 3.76 (s, 6H, OCH3),        3.26-3.11 (m, 1H, C2’-H), 2.15 (ddd, 1H, C2’-
H), 0.99–0.94 (m, 2H, O
6
-CH2CH2), 0.93 (s, 9H, C(CH3)3), 0.85 (s, 9H, C(CH3)3), 0.15 (s, 3H, SiCH3), 
0.14 (s, 3H, SiCH3), 0.04 (s, 3H, SiCH3), 0.01 (s, 3H, SiCH3), 0.00 (s, 9H, Si(CH3)3) ppm. 
13
C-NMR (101 MHz, Acetone-d6): δ = 159.1, 158.4, 157.0, 147.4, 141.6, 139.5, 131.1, 129.9, 129.7, 
129.4, 128.3, 127.2, 124.6, 122.2, 119.0, 113.5, 113.3, 88.4, 85.0, 73.3, 70.9, 64.6, 63.8, 55.4, 38.7, 
26.4, 26.3, 19.0, 18.7, 18.1, −1.3, −4.3, −4.4, −5.1, −5.1 ppm. 
HR-MS (ESI
+













H-NMR (400 MHz, Acetone-d6): δ = 8.42 (s, 1H, -C14H9), 8.32 (s, 1H, -C14H9), 8.28 (s, br, 1H, C8-NH), 
7.99–7.96 (m, 3H, -C14H9), 7.79–7.69 (m, 1H, -C14H9), 7.63 (dd, 1H, -C14H9), 7.45–7.37 (m, 2H, -C14H9, 
3H, DMTr), 7.30 (d, 6H, DMTr), 6.84 (d, 4H, DMTr), 6.28 (s, 1H, N
2
H), 6.23 (t, 1H, C1’-H), 4.77–4.71 
(m, 1H,C3’-H), 4.08–4.05 (m, 2H, O
6
-CH2), 4.02-3.96 (m, 2H, C5’-H, C4’-H), 3.86 (dd, 1H, C5’-H), 3.77 
(s, 6H, OCH3), 3.24 (dd, 1H, C2’-H), 2.21 (dt, 1H, C2’-H), 1.00 (dd, 2H,O
6
-CH2CH2), 0.93 (s, 9H, 
C(CH3)3), 0.85 (s, 9H, C(CH3)3), 0.17 (s, 3H, SiCH3), 0.15 (s, 3H, SiCH3), 0.06 (s, 9H, Si(CH3)3), 0.06 
(s, 3H, SiCH3), 0.03 (s, 3H, SiCH3) ppm. 
13
C-NMR (101 MHz, Acetone-d6): δ = 159.2, 158.6, 157.2, 153.7, 150.7, 147.6, 147.2, 139.5, 138.4, 
133.7, 133.3, 131.5, 131.1, 129.9, 129.5, 129.5, 129.0, 128.5, 128.3, 127.2, 126.8, 126.3, 125.3, 
125.2, 124.6, 122.2, 113.6, 112.2, 88.5, 85.3, 73.4, 71.0, 64.7, 63.8, 55.5, 26.4, 26.3, 19.0, 18.7, 18.0, 
-1.1, -4.3, -4.4, -5.0, -5.1 ppm. 
HR-MS (ESI
+











H-NMR (400 MHz, Acetone-d6): δ = 8.67-8.59 (m, 2H, -C16H9), 8.25-7.96 (m, 8H, -C16H9, C8-NH), 
7.45-7.38 (m, 2H, DMTr), 7.33-7.28 (m, 6H, DMTr), 7.26-7.18 (m, 1H, DMTr),     6.86-6.81 (m, 4H, 
DMTr), 6.39-6.30 (m, 1H, C1'-H), 6.29 (s, 1H, N
2
H), 4.78-4.69 (m, 1H,    C3'-H), 4.16-4.11 (m, 1H, C4'-
H ), 4.04 (dd, 1H, C5'-H), 4.01-3.91 (m, 2H, O
6
-CH2), 3.89 (dd, 1H, C5'-H), 3.77 (s, 6H, 2 x OCH3), 
3.40-3.18 (m, 1H, C2´-H), 2.33-2.21 (m, 1H, C2´-H), 0.92 (s, 9H, C(CH3)3), 0.90-0.83 (m, 2H, O
6
-CH2-
CH2,), 0.65 (s, 9H, C(CH3)3), 0.17 (s, 3H, SiCH3), 0.17 (s, 3H, SiCH3), -0.06 (s, 9H, Si(CH3)3), -0.13 (s, 






C-NMR (100 MHz, Acetone-d6): δ = 159.1, 157.0, 154.0, 149.1, 147.6, 139.5, 132.6, 132.1, 131.1, 
129.9, 128.3, 128.3, 127.9, 127.3, 127.2, 127.0, 126.5, 126.4, 126.2, 125.7, 125.3, 125.2, 122.0, 
113.5, 88.8, 85.9, 73.5, 70.9, 64.6, 63.8, 55.4, 39.3, 26.3, 26.2, 24.4, 18.8, 18.6, 18.0, 1.3, -4.3, -4.4, -














(trimethylsilyl)-ethyl)-2ʹ-deoxyguanosine (4.37 g, 4.42 mmol, 1.0 eq.) was dissolved in 50 mL 
dry pyridine. 4-Dimethylaminopyridine (0.27 g, 2.2 mmol, 0.5 eq.), trimethylamine (3.08 mL, 
22.1 mmol, 5.0 eq.) and acetic anhydride (2.09 mL, 22.1 mmol, 5.0 eq.) were added and the 
reaction mixture was stirred at room temperature for 48 h under argon atmosphere. After 
evaporation to dryness the residue was dissolved in EtOAc (200 mL) and washed with water 
(2 x 60 mL). The organic phase was dried with MgSO4, filtered, concentrated under reduced 
pressure and dried for 3 h under high vacuum. Methanolic hydrochloric acid (30 mL, 0.01 M) 
was added and the mixture was stirred at room temperature for 20 h. After evaporation of the solvent, 
the residue was purified via column chromatography (isohexane/EtOAc 1:0 to 4:1; SiO2). 8-(N-Acetyl-
2-aminobenzene)-3‘,5‘-bis-O-(tert-butyl-dimethylsilyl)-O6-(2-(trimethylsilyl)-ethyl)-2ʹ-
deoxyguanosine (2.23 g, 3.04 mmol, 69%) was obtained as a white yellowish foam. 
1
H-NMR (400 MHz, Acetone-d6): δ = 7.56–7.15 (m, 5H, -C6H5), 6.13 (t, 1H,C1’-H), 5.72 (s, br, 
2H,NH2), 4.80 (s, 1 H,C3’-H), 4.56 (t, 2H, O
6
-CH2), 3.94–3.84 (m, 2H, C5’-H, C4’-H),        3.77-3.72 (m, 
1H, C5’-H), 3.44 (dt, 1H, C2´-H), 2.11-2.06 (m, 4H, C2’-H, COCH3), 1.20 (t, 2H,  O
6
-CH2-CH2), 0.93 (s, 
9H, C(CH3)3), 0.84 (s, 9H, C(CH3)3), 0.16 (s, 3H, SiCH3), 0.13 (s, 3H, SiCH3), 0.10 (s, 9H, Si(CH3)3), 
0.01 (s, 3H, SiCH3), -0.01 (s, 3H, SiCH3) ppm. 
13
C-NMR (201 MHz, Acetone-d6): δ = 162.0, 159.3, 154.3, 144.2, 141.2, 130.0, 128.7, 128.3, 127.4, 



















H-NMR (400 MHz, Acetone-d6): δ = 8.56 (s, 1H, -C14H9), 8.49 (s, 1H, -C14H9), 8.12 (s, 1H,    -C14H9), 
8.06 (ddd, 3H, -C14H9), 7.64 (dd, 1H, -C14H9), 7.51 (dd, 2H, -C14H9), 6.21 (s, 1H,    C1’-H), 5.74 (s, br, 
2H, NH2), 4.82–4.75 (m, 1H, C3’-H), 4.60 (t, 2H, O
6
-CH2), 3.90–3.85 (m, 2H, C5’-H, C4’-H), 3.74 (d, 
1H, C5’-H), 3.45 (ddd, 1H, C2’-H), 2.22-2.13 (m, 4H, C2’-H, COCH3), 1.23 (t, 2H, O
6
-CH2CH2), 0.89 (s, 
9H, C(CH3)3), 0.81 (s, 9H, C(CH3)3), 0.12 (s, 12H, 2× Si(CH3)2), -0.04 (s, 9H, Si(CH3)3) ppm. 
13
C-NMR (101 MHz, Acetone-d6): δ = 162.1, 160.8, 159.3, 154.5, 144.3, 138.2, 133.0, 133.0, 132.3, 
130.1, 129.8, 129.1, 128.9, 128.4, 127.3, 127.1, 126.7, 126.6, 114.4, 113.70, 88.5, 85.0, 73.5, 64.9, 
63.9, 37.1, 26.2, 26.2, 23.3, 18.8, 18.5, 18.1, -1.3, -4.4, -4.5, -5.2, -5.3 ppm. 
HR-MS (ESI
+











H-NMR (800 MHz, Acetone-d6): δ = 8.71-8.62 (m, 1H, -C16H9), 8.47-7.92 (m, 8H, -C16H9), 6.64 (s, br, 
2H, N
2
H), 6.54-6.40 (m, 1H, C1'-H), 4.81-4.72 (m, 1H, C3'-H), 4.65-4.53 (m, 1H, O
6
-CH2), 4.49-4.29 
(m, 1H, C5'-H), 4.12-3.81 (m, 3H, C4'-H, C5´-H), 3.67-3.54 (m, 1H,     C2'-H), 2.40-2.34 (m, 1H, C2´-
H), 1.99-1.87 (m, 3H, COCH3), 1.27-1.13 (m, 2H,                  O
6
-CH2-CH2), 1.03-0.95 (m, 9H, C(CH3)3), 




C-NMR (200 MHz, Acetone-d6) δ = 159.1, 157.0, 154.0, 149.1, 147.6, 139.5, 132.6, 132.1, 131.1, 
129.9, 128.3, 128.3, 127.9, 127.3, 127.2, 127.0, 126.5, 126.4, 126.2, 125.7, 125.3, 125.2, 122.0, 
14 
 
113.5, 88.8, 85.9, 73.5, 70.9, 64.6, 63.8, 55.4, 39.3, 26.3, 26.2, 24.4, 18.8, 18.6, 18.0, -1.3, -4.3, -4.4, -














2ʹ-deoxyguanosine (1.58 g, 2.17 mmol, 1.0 eq.) was dissolved in 50 mL dry pyridine,  4-
isopropylphenoxyacetylchloride (1.50 mL, 8.67 mmol, 4.0 eq.) was added and the reaction 
mixture was stirred at room temperature for 24 h under argon atmosphere. After evaporation 
to dryness the residue was purified via column chromatography on silica gel 
(isohexane/EtOAc 1:0 to 7:1). 8-(N-Acetyl-2-aminobenzene)-3‘,5‘-bis-O-(tert-butyl-
dimethylsilyl)-N2-isopropylphenoxyacetyl-O6-(2-(trimethylsilyl)-ethyl)-2ʹ-deoxyguanosine 
(1.70 g, 1.88 mmol, 86%) was obtained as a white yellowish foam. 
1
H-NMR (400 MHz, Acetone-d6): δ = 9.29 (s, br, 1H, N
2
H), 7.55–7.33 (m, 5H, -C6H5), 7.21 (d, 2H, 
iPrPac), 6.98 (d, 2H, iPrPac), 6.27 (t, 1H, C1’-H), 4.98 (s, 1H, C3’-H), 4.83 (s, 2H, iPrPac-CH2), 4.68 (t, 
2H, O
6
-CH2), 3.99 (dd, 1H, C5’-H), 3.92–3.87 (m, 1H, C4’-H), 3.82 (dd, 1H, C5’-H), 3.44 (dt, 1H, C2’-
H), 2.88 (hept, 1H, CH), 2.12 (s, 3H, COCH3), 2.09-2.05 (m, 1H, C2’-H), 1.31–1.24 (m, 2H, O
6
-
CH2CH2), 1.21 (d, 6H, CH(CH3)2), 0.92 (s, 9H, SiC(CH3)3), 0.81 (s, 9H, SiC(CH3)3), 0.16 (s, 3H, 
SiCH3), 0.13 (s, 3H, SiCH3), 0.11 (s, 9H, Si(CH3)3), -0.05  (s, 3H, SiCH3), -0.05 (s, 3H, SiCH3) ppm. 
13
C-NMR (101 MHz, Acetone-d6): δ = 166.7, 161.8, 156.9, 153.1, 152.33, 147.2, 142.9, 130.2, 130.1, 
128.8, 128.3, 128.2, 127.4, 117.8, 115.6, 113.6, 89.2, 73.4, 68.9, 66.2, 64.5, 55.5, 37.9, 34.1, 26.3, 
26.2, 24.5, 18.8, 18.5, 18.0, −1.3, −4.5, −4.5, −5.1, −5.1 ppm. 
HR-MS (ESI
+













H-NMR (400 MHz, Acetone-d6):  δ= 9.30 (s, br, 1H, N
2
H), 8.58 (s, 1H, -C14H9), 8.51 (s, 1H, -C14H9), 
8.15 (d, 1H, -C14H9), 8.07 (ddd, 3H, -C14H9), 7.67 (dd, 1H, -C14H9), 7.52 (dq, 2H, -C14H9), 7.20 (d, 2H, 
iPrPac), 6.97 (d, 2H, iPrPac), 6.36 (t, 1H, C1’-H), 4.97 (s, 1H, C3’-H), 4.83 (s, 2H, iPrPac-CH2), 4.70 (t, 
2H, O
6
-CH2), 3.97 (dd, 1H, C5’-H), 3.92-3.88 (m, 1H, C4’-H), 3.81 (d, 1H, C5’-H), 3.46 (dt, 1H, C2’-H), 
2.87 (hept, 1H, CH), 2.22 (s, 3H, OCH3), 2.09-2.06 (m, 1H, C2’-H), 1.27 (t, 2H, O
6
-CH2CH2), 1.20 (d, 
6H, CH(CH3)2), 0.89 (s, 9H, C(CH3)3), 0.78 (s, 9H, C(CH3)3), 0.13 (s, 3H, SiCH3), 0.12 (s, 9H, 
Si(CH3)3), 0.07 (s, 3H, SiCH3), -0.08 (s, 3H, SiCH3), -0.08 (s, 3H, SiCH3) ppm. 
13
C-NMR (101 MHz, Acetone-d6): δ = 166.7, 161.8, 159.3, 156.9, 153.2, 152.4, 147.2, 142.9, 138.1, 
133.1, 132.2, 131.2, 130.4, 129.8, 129.1, 128.9, 128.4, 128.2, 127.5, 127.2, 126.8, 126.7, 117.9, 
115.6, 113.7, 89.2, 85.3, 73.3, 68.9, 66.3, 64.4, 37.9, 34.1, 26.2, 26.2, 24.5, 23.3, 18.8, 18.5, 18.1, -
1.3, -4.5, -4.5, -5.1, -5.2 ppm. 
HR-MS (ESI
+











H-NMR (400 MHz, Acetone-d6): δ = 9.26 (s, 1H, N
2
H), 8.46-8.02 (m, 9H, -C16H9), 7.24-7.15 (d, 2H, 
iPrPac), 6.97 (d, 2H, iPrPac), 6.68-6.52 (m, 1H, C1'-H), 5.25-4.92 (m, 1H, C3'-H), 4.82 (s, 2H, iPrPac-
CH2), 4.72-4.39 (m, 2H, O
6
-CH2), 4.13-3.97 (m, 2H, C4'-H, C5'-H), 3.97-3.82 (m, 1H, C5'-H), 3.65-3.46 
(m, 1H, C2'-H), 2.86 (hept, 1H, CH), 2.81 (s, 3H, COCH3), 2.79-2.76 (m, 1H, C2'-H), 1.21 (s, 3H, 
CH(CH3)2), 1.19 (s, 3H, CHCH3)2), 1.15-1.11 (m, 2H, O
6
-CH2-CH2), 0.94 (s, 9H, C(CH3)3), 0.82 (s, 9H, 






C-NMR (100 MHz, Acetone-d6): δ = 166.7, 156.9, 153.2, 142.9, 132.1, 128.2, 128.0, 127.6, 127.0, 
126.2, 115.7, 115.6, 89.4, 85.6, 73.5, 68.9, 66.1, 34.0, 26.3, 26.2, 24.5, 21.4, 18.9, 18.5, 18.0, -1.3, -














O6-(2-(trimethylsilyl)-ethyl)-2ʹ-deoxyguanosine (1.10 g, 1.21 mmol, 1.0 eq.) was dissolved in 
dry THF (60 mL), 1 M TBAF in THF (4.86 mL, 4.0 eq.) and acetic acid (0.42 mL, 7.3 mmol, 
6.0 eq.) were added and the reaction mixture was stirred at room temperature for 24 h under 
argon atmosphere. After evaporation to dryness the residue was purified via column 
chromatography on silica gel (DCM/MeOH  1:0 to 40:1). 8-(N-Acetyl-2-aminobenzene)-N2-
isopropylphenoxyacetyl-2ʹ-deoxyguanosine (0.55 g, 0.95 mmol, 78%) was obtained as a 
yellowish foam. 
1
H-NMR (400 MHz, DMSO-d6): δ = 11.79 (s, br, 1H, N
1-
H), 11.38 (s, br, 1H, N
2-
H), 7.64 (dd, 2H, C6H5), 
7.29 (dd, 2H, -C6H5), 7.18 (d, 2H, iPrPac), 6.94 (t, 1H, -C6H5), 6.91 (d, 2H, iPrPac), 6.38 (t, 1H, C1’-H), 
5.39 (d, br, 1H, C3’-OH), 4.84 (s, 2H, iPrPac-CH2), 4.60 (dd, 1H, C3’-H), 4.38 (dd, 1H, C5’-H), 4.20 
(dd, 1H, C5’-H), 3.97 (dt, 1H, C4’-H), 3.12 (dt, 1H, C2’-H), 2.84 (hept, 1H, CH), 2.23 (ddd, 1H, C2’-H), 
1.97 (s, 3 H, COCH3), 1.17 (d, 6H, CH(CH3)2) ppm. 
13
C-NMR (101 MHz, DMSO-d6): δ = 170.2, 155.7, 153.8, 145.0, 141.3, 140.7, 127.2, 121.1, 117.6, 
114.4, 83.9, 82.8, 70.6, 69.6, 66.5, 64.3, 37.1, 32.6, 24.1 ppm. 
HR-MS (ESI
+












H-NMR (400 MHz, Acetone-d6): δ = 11.83 (s, br, 1H, N
1
H), 10.07 (s, br, 1H, N
2
H), 8.58-8.52 (m, 2H, -
C14H9), 8.15 (d, 1H, -C14H9), 8.10-8.04 (m, 3H, -C14H9), 7.67 (dd, 1H, -C14H9), 7.52 (dd, 2H, -C14H9), 
7.21 (d, 2H, iPrPac), 7.01 (d, 2H, iPrPac), 6.39 (t, 1H, C1’-H), 5.97 (s, br, 1H, C3’-OH), 4.86 (s, 2H, 
iPrPac-CH2), 4.61 (s, br, 1H, C5’-OH), 4.43-4.35 (m, 1-H, C3’-H), 4.08-4.01 (m, 1H, C4’-H), 3.79 (d, 
1H, C5’-H), 3.74 (s, 1H, C5’-H), 3.28-3.18 (m, 1H, C2’-H), 2.91-2.84 (m, 1H, CH), 2.20 (s, 3H, OCH3), 
2.10-2.05 (m, 1H, C2’-H), 1.20 (d, 6H, CH(CH3)2) ppm. 
13
C-NMR (101 MHz, Acetone-d6): δ = 172.0, 159.5, 156.4, 155.1, 143.4, 138.3, 133.1, 132.2, 130.5, 
129.5, 129.1, 128.9, 128.8, 128.3, 128.1, 127.5, 127.2, 126.8, 126.8, 121.1, 115.8, 89.7, 86.5, 72.8, 
71.1, 67.9, 65.8, 63.6, 39.1, 34.1, 24.5, 23.2 ppm. 
HR-MS (ESI
+










H-NMR (400 MHz, DMSO-d6): δ = 9.75 (s, br, 1H, N
1
H), 9.08 (br s, 1H, N
2
H), 8.95-8.50 (m, 9H, -
C16H9), 7.63 (d, 2H, iPrPac), 7.43 (d, 2H, iPrPac), 7.20-7.00 (m, 1H, C1'-H), 5.60-5.44 (m, 1H, C3'-H), 
5.33 (s, 2H, iPrPac-CH2), 5.09-4.98 (m, 1H, C3'-OH), 4.69-3-96 (m, 3H, C4´-H, C5'-H), 3.75-3.55 (m, 
1H, C2´-H), 2.99-2.83 (m, 1H, CH), 2.41 (s, 3H, COCH3), 2.30-2.16 (m, 1H, C2'-H), 1.64 (s, 3H, 
CH(CH3)2), 1.63 ppm (s, 3H, CH(CH3)2) ppm. 
 
13
C NMR (100 MHz, DMSO-d6): δ = 166.7, 152.4, 141.7, 137.8, 137.8, 137.7, 136.0, 134.7, 125.3, 
125.3, 78.4, 77.5, 76.1, 69.1, 43.7, 40.1, 39.9, 39.7, 39.5, 39.3, 39.2, 38.9, 34.2, 34.1, 34.1, 30.2, 30.1, 
















benzyl-ethyl)-2ʹ-deoxyguanosine[14] (6.47 g, 6.28 mmol, 1.0 eq.) was dissolved in 120 mL dry 
pyridine. 4-Dimethylaminopyridine (0.38 g, 3.14 mmol, 0.5 eq.), trimethylamine (4.38 mL, 
31.4 mmol, 5.0 eq.) and acetic anhydride (2.97 mL, 31.4 mmol, 5.0 eq.) were added and the 
reaction mixture was stirred at room temperature for 48 h under argon atmosphere. After 
evaporation to dryness the residue was dissolved in EtOAc (200 mL) and washed with water 
(2 x 60 mL). The organic phase was dried with MgSO4, filtered, concentrated under reduced 
pressure and dried for 3 h under high vacuum. Methanolic hydrochloric acid (30 mL, 0.01 M) 
was added and the mixture was stirred at r.t. for 20 h. After evaporation of the solvent, the 
residue was purified via column chromatography (isohexane/EtOAc 1:0 to 7:1; SiO2). 8-(N-
Acetyl-2-aminonaphthalene)-3‘,5‘-bis-O-(tert-butyl-dimethylsilyl)-O6-benzyl-2ʹ-
deoxyguanosine (3.99 g, 5.19 mmol, 83%) was obtained as a white brown-yellowish foam. 
1
H-NMR (400 MHz, Acetone-d6): δ = 7.95-7.84 (m, 4H, -C10H7), 7.65-7.47 (m, 5H, 3x -C10H7, 2x Bn), 
7.42-7.28 (m, 3H, Bn), 6.21 (s, 1H, C1´-H), 5.84 (s, br, 1H, N
2
H), 5.53 (s, br, 2H, Bn-CH2), 4.81 (s, 1H, 
C3’-H), 3.94-3.82 (m, 2H, C4´-H, C5´-H), 3.80-3.70 (m, 1H, C5´-H), 3.46 (dd, 2H, C2´-H), 2.14 (s, 3H, 
COCH3), 0.91 (s, 9H, C(CH3)3), 0.82 (s, 9H, C(CH3)3), 0.17-0.08 (m, 6H, Si(CH3)2), -0.01-(-0.04) (m, 
6H, Si(CH3)2) ppm. 
13
C-NMR (101 MHz, Acetone-d6): δ = 161.71, 160.64, 154.74, 137.72, 134.40, 129.44, 129.24, 
128.89, 128.83, 128.49, 127.42, 114.23, 88.50, 84.96, 73.43, 68.29, 63.84, 41.83, 37.08, 26.23, 26.18, 
20.83, 18.79, 18.51, -4.45, -5.21 ppm. 
HR-MS (ESI
+










deoxyguanosine (3.99 g, 5.19 mmol, 1.0 eq.) was dissolved in 120 mL dry pyridine,  4-
isopropylphenoxyacetylchloride (3.6 mL, 20.7 mmol, 4.0 eq.) was added and the reaction 
mixture was stirred at room temperature for 24 h under argon atmosphere. After evaporation 
to dryness the residue was purified via column chromatography on silica gel 
(isohexane/EtOAc 1:0 to 6:1). 8-(N-Acetyl-2-naphthalene)-3‘,5‘-bis-O-(tert-butyl-
dimethylsilyl)-N2-isopropylphenoxyacetyl-O6-benzyl-2ʹ-deoxyguanosine (4.54 g, 4.80 mmol, 
92%) was obtained as a white yellowish foam. 
1
H-NMR (400 MHz, Acetone-d6): δ = 9.44 (s, 1H, N
2
H), 8.00-7.85 (m, 4H, -C10H7), 7.68-7.50 (m, 5H, 
3 x -C10H7, 2 x  Bn), 7.41-7.29 (m, 3H, Bn), 7.23-7.18 (m, 2H, iPrPac), 7.01-6.95 (m, 2H, iPrPac), 6.40-
6.31 (m, br, 1H, C1’-H), 5.68-5.55 (m, 2H, Bn-CH2) 5.03-4.94 (m, 1H, C3´-H), 4.84 (s, 2H, iPrPac-
CH2), 4.00-3.78 (m, br, 3H, 2x C5´-H, C4´-H), 3.43-3.31 (m, 2H, C2´-H2), 2.93-2.76 (m, 1H, CH), 2.17 
19 
 
(s, 3H, COCH3), 1.21 (d, 3H, CH(CH3)2), 1.16 (d, 3H, CH(CH3)2), 0.91 (s, 9H, C(CH3)3), 0.78 (s, 9H, 
C(CH3)3), 0.19-0.05 (m, 6H, Si(CH3)2), -0.07 (s, 6H, Si(CH3)2) ppm.  
 
13
C-NMR (101 MHz, Acetone-d6) δ = 170.46, 166.74, 161.40, 156.95, 153.34, 152.22, 147.50, 142.91, 
137.21, 134.44, 129.61, 129.33, 129.11, 128.90, 128.56, 128.20, 117.73, 115.64, 89.21, 85.31, 73.27, 














O6-benzyl-2ʹ-deoxyguanosine (4.50 g, 4.76 mmol, 1.0 eq.) was dissolved in dry THF 
(120 mL), 1 M TBAF in THF (19.0 mL, 4.0 eq.) and acetic acid (1.63 mL, 28.6 mmol, 6.0 eq.) 
were added and the reaction mixture was stirred at room temperature for 24 h under argon 
atmosphere. After evaporation to dryness the residue was purified via column 
chromatography on silica gel (DCM/MeOH  1:0 to 40:1). 8-(N-Acetyl-2-aminonaphthalene)-
N2-isopropylphenoxyacetyl-O6-benzyl-2ʹ-deoxyguanosine (3.10 g, 4.32 mmol, 91%) was 
obtained as a yellowish foam. 
1
H-NMR (400 MHz, Aceton-d6): δ = 9.44 (s, 1H, N
2
-H), 8.03-7.87 (m, 4H, -C10H7), 7.71-7.50 (m, 5H, 
3x -C10H7, 2x  Bn), 7.41-7.30 (m, 3H, Bn), 7.22-7.14 (m, 2H, iPrPac), 7.02-6.96 (m, 2H, iPrPac), 6.43 
(t, 1H, C1´-H), 5.69-5.57 (s, 2H, Bn-CH2), 4.88 (s, 2H, iPrPac-CH2), 4.80 (s, br, 1H, C3´-H) 4.04 (s, br, 
1H, C4´-H), 3.90-3.71 (m, 2H, C5´-H), 3.30-2.90 (m, 2H, C2´-H) 2.86 (hept, 1H, CH), 1.96 (s, 3H, 
COCH3), 1.20 (d, 6H, CH(CH3)2) ppm. 
13
C-NMR (101 MHz, Acetone-d6): δ = 172.01, 167.33, 161.47, 156.89, 153.05, 152.11, 147.28, 
142.80, 137.10, 134.41, 129.77, 129.30, 129.13, 128.92, 128.55, 128.15, 127.63, 117.75, 115.63, 
89.85, 86.39, 72.60, 69.50, 68.71, 63.54, 39.13, 34.02, 24.49, 20.50 ppm. 
HR-MS (ESI
+











(0.50 g, 0.69 mmol, 1.0 eq.) was dissolved in 25 mL MeOH/THF 1:1, Pd/C (0.05g) was 
added and argon was exchanged with hydrogen atmosphere. The reaction mixture was 
stirred at room temperature for 20 h. After evaporation to dryness the residue was purified 
via column chromatography on silica gel (DCM/MeOH 1:0 to 20:1). 8-(N-Acetyl-2-
aminonaphthalene)-N2-isopropylphenoxyacetyl-2ʹ-deoxyguanosine (0.40 g, 0.63 mmol, 90%) 
was obtained as a white solid. 
1




-H), 8.00 (d, 1H, -C6H5), 7.97-7.91 (m, 
3H, -C6H5), 7.63-7.50 (m, 2H, -C6H5), 7.45-7.33 (m, 1H, -C6H5), 7.16 (d, 2H, iPrPac), 6.88 (d, 2H, 
iPrPac), 6.31-6.13 (m, 1H, C1'-H), 5.24 (s, br, 1H, C3'-OH), 4.93 (s, br, 1H, C5'-OH), 4.81 (s, 2H, 
iPrPac-CH2), 4.51-4.40 (m, 1H, C3'-H), 3.90-3.80 (m, 1H, C4'-H), 3.68-3.61 (m, 1H, C5'-H), 3.56-3.47 
(m, 1H, C5'-H), 3.36-3.29 (m, 2H, C2´-H), 2.80 (sept, 1H, CH), 2.10 (s, 3H, COCH3), 1.17 (d, 3H, 
CH(CH3)2), 1.15 (d, 3H, CH(CH3)2) ppm. 
13
C-NMR (100 MHz, DMSO-d6): δ = 169.3, 155.9, 149.6, 141.1, 136.1, 132.9, 129.0, 127.9, 127.6, 
127.1, 127.1, 126.8, 124.9, 123.9, 118.8, 114.4, 114.2, 88.1, 84.0, 70.9, 67.0, 64.6, 62.0, 51.7, 36.9, 
34.4, 32.6, 30.4, 24.1, 22.7 ppm.  
HR-MS (ESI
−




): 626.6591, found: 625.2417. 
The DMT protection and the preparation of the phosphoramidites of the phenyl, naphthyl, 





8-(N-Acetyl-2-aminobenzene)-N2-isopropylphenoxyacetyl-2ʹ-deoxyguanosine (200 mg, 
0.347 mmol, 1.0 eq.) was evaporated two times from dry pyridine and then dissolved in 2 mL 
dry pyridine. Molecular sieves (4 Å) were added and the solution was stirred at room 
temperature for 2 h under argon atmosphere. 4,4’-dimethoxytritylchloride (153 mg, 
21 
 
0.451 mmol, 1.3 eq.) was added and the reaction mixture was stirred at room temperature for 
3 h. After evaporation to dryness the residue was purified via column chromatography on 
silica gel (DCM/MeOH  1:0 to 10:1 + 1% pyridine). 8-(N-Acetyl-2-aminobenzene)-5ʹ-O-(4,4’-
dimethoxytrityl)-N2-isopropylphenoxyacetyl-2ʹ-deoxyguanosine (274 mg, 0.312 mmol, 90%) 
was obtained as a yellow foam. 
1
H-NMR (599 MHz, DMSO-d6): δ = 11.74 (s, 1H, N
1
-H), 11.31 (s, 1H, N
2
-H), 7.44-7.36 (m, 4H, -C6H5), 
7.33-7.29 (m, 1H, -C6H5), 7.27-7.22 (m, 2H, DMTr), 7.16-7.14 (m, 2H, iPrPac), 7.14-7.02 (m, 7H, 
DMTr), 6.86 (d, 2H, iPrPac), 6.72-6.65 (m, 2H, DMTr), 6.66-6.54 (m, 2H, DMTr), 6.24 (s, 1H, C1‘-H), 
5.17 (d, 1H, C3‘-OH), 4.82 (d, 1H, CH2), 4.70 (d, 1H, iPrPacCH2), 4.59 (m, 1H, C3‘-H), 4.00 (s, 1H, 
C4‘-H), 3.65 (s, 3H, OCH3), 3.62 (s, 3H, OCH3), 3.37 (s, br, 1H, C5‘-H), 3.10 (d, 1H, C5‘-H), 2.81 (hept, 
1H, CH), 2.04 (m, 4H, C2´-H, COCH3), 1.14 (d, 6H, CH(CH3)2) ppm. 
13
C-NMR (151 MHz, DMSO-d6): δ = 171.0, 170.5, 158.6, 158.3, 158.2, 156.1, 154.8, 147.8, 147.0, 
145.3, 143.4, 141.9, 136.2, 136.0, 130.2, 130.1, 129.8, 128.2, 127.8, 127.7, 126.8, 119.6, 114.9, 















H-NMR (599 MHz, DMSO-d6): δ = 11.72 (s, 1H, N
1
H), 11.30 (s, 1H, N
2
H), 8.62-8.46 (m, 2H, -C14H9), 
8.07 (dd, 2H, -C14H9), 7.78 (dd, 2H, -C14H9), 7.56 (s, 1H, -C14H9), 7.53-7.42 (m, 1H, -C14H9), 7.35 (m, 
1H, -C14H9), 7.33-7.23 (m, 3H, DMTr), 7.18-7.17 (m, 2H, DMTr), 7.16-7.13 (m, 2H, iPrPac), 7.13-7.01 
(m, 6H, DMTr), 6.85 (d, 2H, iPrPac), 6.74-6.47 (m, 2H, DMTr), 6.24 (s, 1H, C1’-H), 5.17 (s, 1H, 
C3’-OH), 4.81 (dd, 1H, CH2), 4.69 (d, 1H, iPrPacCH2), 4.55 (s, 1H, C3’-H), 4.10-4.00 (m, 2H, C5´-H, 
C4’-H), 3.87 (s, 1H, C5´-H) 3.64 (s, 6H, 2 x OCH3), 3.18-3.08 (td, 1H, C2’-H), 2.80 (hept, 1H, CH), 
2.20-2.00 (m, 4H, C2´-H, COCH3), 1.14 (d, 6H, CH(CH3)2) ppm.  
13
C-NMR (151 MHz, DMSO-d6): δ = 171.0, 158.2, 156.1, 154.8, 145, 141.9, 136.0, 131.9, 131.1, 
130.1, 128.5, 128.2, 127.8, 127.7, 126.8, 126.4, 119.6, 114.9, 113.2, 113.0, 87.3, 85.6, 84.2, 71.3, 

















H-NMR (800 MHz, Acetone-d6): δ = 11.65 (s, 1H, N
1
H), 10.24 (s, 1H, N
2
H), 8.82-8.03 (m, 9H, -C16H9), 
7.37-7.32 (m, 2H, DMTr), 7.33-7.23 (m, 5H, DMTr), 7.22-7.18 (m, 2H, iPrPac), 7.15-7.04 (m, 4H, 
DMTr), 6.99-6.90 (m, 2H, iPrPac), 6.76.6.65 (m, 2H, DMTr), 6.46-6.32 (m, 1H, C1'-H), 5.19 (s, 1H, 
C3'-OH), 4.86 (s, 1H, C3´-H), 4.82-4.72 (m, 2H, iPrPacCH2), 4.68-4.26 (m, 3H, C4'-H, C5'-H), 3.69-
3.60 (m, 6H, OCH3), 3.29-3.22 (m, 1H, C2´-H), 2.83-2.76 (hept, 1H, CH), 2.00-1.95 (m, 1H, C2'-H), 















H NMR (599 MHz, DMSO-d6) δ 11.73 (s, 1H, N
1
H), 11.30 (s, 1H, N
2
H), 7.93 (d, 1H, -C10H7), 7.90 (d, 
1H, -C10H7), 7.81 (s, 3H, -C10H7), 7.50 (t, 1H, -C10H7), 7.45 (s, 1H, -C10H7), 7.24 (d, 2H, DMTr), 7.15 (d, 
2H, iPrPac), 7.13-6.92 (m, 7H, DMTr), 6.85 (d, 2H, iPrPac), 6.62 (d, 4H, DMTr), 6.31 (s, 1H, C1’-H), 
5.15 (s, 1H, C3’-OH), 4.81 (d, 1H, CH2), 4.69 (d, 1H, iPrPacCH2), 4.54 (s, 1H, C3’-H), 4.02 (s, 1H, 
C4’-H), 3.63 (s, 3H, OCH3), 3.61 (s, 3H, OCH3), 3.37 (s, 1H, C5’-H), 3.12 (m, 1H, C5’-H), 3.10-3.00 (m, 
1H, C2´H), 2.93-2.75 (hept, 1H, CH) 2.20-2.06 (s, 4H, COCH3, C2´-H), 1.14 (d,  6H, CH(CH3)2) ppm. 
13
C NMR (151 MHz, DMSO-d6) δ 171.0, 158.2, 156.1, 154.8, 145.3, 141.9, 136.0, 133.4, 132.0, 130.2, 
130.1, 128.2, 128.0, 127.8, 127.7, 127.2, 126.8, 119.8, 114.8, 113.2, 113.0, 87.3, 85.6, 84.3, 71.3, 
67.0, 65.7, 55.3, 33.0, 24.5, 23.9 ppm. 
HR-MS (ESI
-












deoxyguanosine (200 mg, 0.227 mmol, 1.0 eq.) and Diisopropylammoniumtetrazolide 
(144 mg, 0.83 mmol, 3.6 eq.) were dissolved in dry DCM (2 mL) and degassed three times. 
3-((bis(diisopropylamino)phosphino)oxy)propanenitrile (146 µL, 0.46 mmol, 2.0 eq.) was 
added and the mixture was stirred at room temperature for 2 h. 8-(N-Acetyl-2-
aminobenzene)-3ʹ-O-(2ʹ-cyanoethoxydiisopropylamino-phosphino)-5ʹ-O-(4,4’-dimethoxytrityl)-
N2-isopropylphenoxyacetyl-2ʹ-deoxyguanosine 1 (245 mg, 0.226 mmol, 99%) was obtained 
as a yellow solid. 
31
P-NMR (162 MHz, CDCl3): δ = 148.9 ppm. 
HR-MS (ESI
-



















































): 1127.4801, found: 1127.4803. 
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3.3. Strukturelle Einblicke in die Erkennung von N2-Aryl- und C8-Aryl DNA-
Schäden durch das Reparaturprotein XPA/Rad14 
 
C. Ebert*, N. Simon*, S. Schneider, T. Carell, ChemBioChem 2017, 18, 1379-1382. „Structural insights 










Der Erhalt der Kristallstrukturen von Rad14 mit verschiedenen C8-Acetylaryl geschädigten DNAs 
(Abschnitt 3.1. und 3.2.) war ein großer Meilenstein für die Erforschung der Funktion von XPA/Rad14 
in der NER. Dennoch liegen keine strukturellen Informationen vor, wie XPA/Rad14 die nicht 
acetylierte Schäden und die N2-Addukte erkennt. Diese Publikation beschreibt die C8-AF-dG und die 
N2-AAN-dG Synthese, deren Einbau in die jeweiligen Oligonukleotide und die Kristallisation mit 
Rad14. Die erhaltenen Kristallstrukturen von Rad14 mit N2-AAN-dG und C8-AF-dG zeigen, dass die  




Für dieses Manuskript synthetisierte ich ein Oligonukleotid mit einem C8-AF-dG Schaden. Dafür 
führte ich die Synthese des C8-AAF-dG Schadens und dessen Einbau in ein Oligonukleotid durch. 
Anschließend führte ich die Deacetylierungsreaktion des C8-AAF-dG Schadens im Oligonukleotid 
durch, um den C8-AF-dG Schaden zu erhalten. Charlotte Ebert synthetisierte den N2-AAN-Schaden 
und dessen Oligonukleotid. Weiterhin reinigte ich das Rad14 und XPA Protein für die Kristallisations- 
und Bindungsstudien auf. Die Bindungsstudien, Schmelzpunktmessungen und Kristallisationsstudien 
wurden zusammen mit Charlotte Ebert durchgeführt. Sabine Schneider übernahm die Auswertung 
der Kristallstrukturdaten.  
Structural Insights into the Recognition of N2-Aryl- and
C8-Aryl DNA Lesions by the Repair Protein XPA/Rad14
Charlotte Ebert+,[a] Nina Simon+,[a] Sabine Schneider,*[b] and Thomas Carell*[a]
Aromatic amines are strongly carcinogenic. They are activated
in the liver to give reactive nitrenium ions that react with nu-
cleobases within the DNA duplex. The reaction occurs predom-
inantly at the C8 position of the dG base, thereby giving C8-
acetyl-aryl- or C8-aryl-dG adducts in an electrophilic aromatic
substitution reaction. Alternatively, reaction with the exocyclic
2-NH2 group is observed. Although the C8 adducts retain base-
pairing properties, base pairing is strongly compromised in the
case of the N2 adducts. Here we show crystal structures of two
DNA lesions, N2-acetylnaphthyl-dG and C8-fluorenyl-dG, within
a DNA duplex recognized by the repair protein Rad14. The
structures confirm that two molecules of the repair protein rec-
ognize the lesion and induce a 72 or 788 kink at the site of the
damage. Importantly, the same overall kinked structure is in-
duced by binding of the repair proteins, although the structur-
ally different lesions result in distinct stacking interactions of
the lesions within the duplex. The results suggest that the
repair protein XPA/Rad14 is a sensor that recognizes flexibility.
The protein converts the information that structurally different
lesions are present in the duplex into a unifying sharply kinked
recognition motif.
Aromatic amines are known to be strongly carcinogenic.[1] The
mode of action involves oxidation of the amines in the liver
followed by their conversion into mono- or N,N-bis-acetyl com-
pounds. After elimination of one acetyl group a reactive nitre-
nium ion compound is formed; this reacts with purine bases,
mainly deoxyguanosine (dG), in DNA to give either C8 or N2
bulky adducts (Scheme 1).[1e,2] These bulky adducts are repaired
by the nucleotide excision repair (NER) system.[3] Lesion recog-
nition is generally believed to proceed through binding of the
NER protein XPC.[4] Lesion binding was also reported for XPA,
although it is assumed that XPA acts as a scaffold protein that
is important for the assembly of the repair factors at the dam-
aged site.[3i, 5] Patients with mutated XPA exhibit the strongest
xeroderma pigmentosum phenotype, thus showing that the
platform protein XPA is of paramount importance for efficient
repair of bulky adduct lesions.[6]
We recently crystallized yeast Rad14 (homologue of XPA) in
complex with DNA containing C8-acetylaminoaryl bulky lesions
(1).[7] Because the 3D structures of XPA and Rad14 are very
similar, structural insights gained with Rad14 can be directly re-
lated to lesion recognition in the human NER system.[5d,e] The
Rad14 structures clarified that Rad14 binds (2:1) to the lesion-
containing DNA and that upon binding a sharp DNA kink of
about 708 is induced. Because the NER process requires the
assembly of a large number of proteins at the damage site to
excise a stretch of 20–24 nucleobases around the lesion,[3i, j, 8]
we speculated that the kink is a major recognition signal that
enables recruitment of the proteins involved in the repair reac-
tion.
Although structures of various acetylated C8-acetylaryl-dG-
lesions such as 1 have been solved,[7] the question remains as
to how XPA/Rad14 recognizes other nonacetylated lesions, like
2 and particularly N2 bulky adducts such as 3 (Scheme 1). Here
we obtained crystal structures of the DNA-binding domain of
Rad14 in complex with DNA duplexes containing the non-ace-
tylated C8-aminofluorene lesion (2, C8-AF-dG) and the N2-ace-
tylnaphthyl adduct (3, N2-AAN-dG). We show that the ultimate
recognition mode (2:1 binding) and the induction of a large
kink at the lesioned site is preserved, despite distinct stacking
interactions of the lesions in the duplex within the
(Rad14)2 :DNA complex.
First we synthesized phosphoramidites of the C8-AAF-dG
and of the N2-AAN-dG adducts according to published proce-
dures.[7b,9] We used phosphoramidite-based solid phase DNA
synthesis to prepare oligonucleotides 4 and 5 (Scheme 1).[10]
Oligonucleotide 6 was obtained by deacetylation of 4 ;[11] 5 and
6 were subsequently annealed with the complementary strand
7 to give duplexes. These were crystallized with a truncated
Scheme 1. C8-AF-dG, N2-AAN-dG, and C8-AAF-dG lesions studied in com-
plexes with Rad14; duplex used for crystallization (G*= lesion).
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Rad14 (Rad14188–302, the minimal DNA-binding domain).
[7a] In
2014, Sugitani and others reported that DNA-binding strength
is increased if the binding domain is extended at the C termi-
nus by 20 amino acids (for XPA).[12] Although this extended ver-
sion gives better DNA binding, our shorter constructs crystal-
lized well and afforded insight into the binding mode. We no-
ticed, however, that in comparison to crystals with oligonucle-
otides containing lesion 1,[7a] the crystals for this study grew
significantly more slowly. In the case of Rad14188-302 and duplex
5:7, we had to wait three months before crystals were ob-
tained, and two months for duplex 6:7, thus indicating that
the system needs time to find the thermodynamically most
favorable situation. We noted no protein or DNA degradation
during this time (Supporting Information).
We first prepared 15-mer duplexes with C8-AF-dG and N2-
AAN-dG (Table S1 in the Supporting Information) and con-
firmed binding with an electrophoretic mobility shift assay
(EMSA). Lesion-containing duplexes were nicely recognized by
XPA as expected (Figure 1A and B). Next we crystallized du-
plexes 5:7 and 6:7 with Rad14(188–302) and obtained crystals
that diffracted to 2.2 a (5:7, C8-AF-dG lesion; in 0.22m ammo-
nium nitrate and 38% MPD) and to 1.9 a (6:7, N2-AAN-dG
lesion; in 0.02m CaCl2, 0.1m NaOAc pH 4.6 and 30% MPD). As
observed in all Rad14–DNA complex structures determined so
far, the DNA bound (1:1) in two orientations, with a pseudo-C2
symmetry axis running directly through the kink (Figure 1C
and D). Thus, the lesion-containing strand is on one side of the
duplex in 50% of cases, and on the other side in the other
50%. For clarity, we show only one DNA duplex with the lesion
located on one side.
Figure 1 shows the complexes between Rad14 and DNA
containing C8-AF-dG (Figure 1C) or N2-AAN-dG (Figure 1D).
They are, as expected, very similar. In both cases two Rad14
molecules binding to the lesion (one above, one below), and
this induces a sharp kink of the duplex at the lesion site (>
708). The DNA is kinked into the major groove, and the protein
makes no direct interaction with the lesion. Despite the differ-
ent lesions, the sharply kinked DNA motif induced by binding
of two Rad14 molecules is similar, and we postulate that this
motif induces the assembly of the full set of repair enzymes at
the damaged site. This could explain why XPA/Rad14 is able to
function as a scaffold protein in NER and how lesions with
quite different structures induce the same NER process.
The fact that both damaged DNAs lead to the same overall
structure is quite interesting if we compare the chemical struc-
tures of the C8-AF and N2-AAN lesions. In principle, C8-AF can
still base pair like dG; this is however impossible for the N2-
AAN-dG lesion, in which the aromatic unit fully blocks the
Watson–Crick base pairing side.
In the case of the C8-AF-dG structure (Figures 2 and S1), the
lesion adopts a syn conformation around the nucleosidic bond.
The Watson–Crick face of the dG base points into the major
groove, which is strongly compressed due to the 788 kink into
this groove. The dG part of the lesion stacks effectively with
the dT base on the 3’ side (3.2 a), whereas stacking with the 5’
dC is completely abolished. The fluorene ring system is not in
plane with the dG part : the two planes are oriented
at 508. The fluorene ring points out into the minor
groove, which is strongly widened due to the sharp
kink. Stacking interactions are established with the
dA base of the complementary strand (3.9 a). There
is no stacking interaction with the dC:dG base pair
below. In fact the fluorene unit stands basically in an
edge-to-face orientation on this base pair (Fig-
ure 2B). This dC:dG base pair is consequently not
flat but buckled (V-type orientation, an angle of 358).
But, the dC:dG base pair is clearly formed with three
H-bonds (Figure 2A); this is not the case for the
dT:dA base pair above (Figure 2B). Although the dA
base is in place with the Watson–Crick side pointing
towards the helical axis, the dT base 3’ to the lesion
is shifted out of the helix, almost flipped out into
the compressed major groove. This maximizes the
stacking interactions with the dG part of the lesion.
Again, in the duplex, optimizing stacking interac-
tions is energetically more important than establish-
ing H-bonding to the complementary base. The lo-
cation of the dC opposite the lesion is noteworthy.
Instead of pairing, the lesion adopts the described
syn conformation around the nucleosidic bond. This
places the fluorene moiety towards the dC comple-
mentary base, which is consequently flipped out of
the duplex. Optimizing stacking of the large p sur-
face of the fluorene ring system is clearly more im-
portant than stacking of the small pyrimidine dC.
Figure 1. EMSA of XPA with DNA containing A) C8-AF-dG and B) N2-AAN-dG. Structures
of the complexes between two Rad14 repair proteins (DNA-binding domains) bound to
DNA containing C) C8-AF-dG or D) N2-AAN-dG. In both structures the DNA is kinked (78
and 728, respectively). The pseudo-C2-symmetry axis is shown in blue; the lesion (red) is
positioned at the outer edge of the kink.
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We were unable to detect any electron density for the cytosine
heterocycle of the dC base, thus suggesting that the hetero-
cycle does not have a fixed conformation (Figure 2A).
The structure of the N2-AAN-dG differs at the lesion site. Al-
though the lesion looks much more helix-disrupting due to
the blocked Watson–Crick face, the crystal structure shows
that the disrupting effect is much less than for to the C8-AF-
dG lesion. First, and most importantly, both the surrounding
dC:dG and the dT:dA base pairs are intact (Figure 3A). These
two base pairs are directly at the kink site, so they have a buck-
led rather than parallel orientation. The lesion slides into the V
(formed by the buckling) to form stacking interactions with
both base pairs thereby filling the void volume. This is possible
because the dG part of the lesion and the naphthyl part are
almost in a plane, so one large p surface is created (the angle
between the two planes is only 108). Stacking of the lesion is
optimal with the dT:dA base pair on top, the dG packing
below the dT base, and the naphthyl part stacking below the
dA (Figure 3B). In this situation the naphthyl part occupies the
space that is reserved usually for the dC complementary base,
which is flipped out of the duplex into the much widened
minor groove (Figure 3A). Due to the extensive stacking inter-
actions of the N2 adduct, the melting temperature of the DNA
duplex is only marginally reduced compared to the undam-
aged control strand and the C8 adducts (Table S3).
The N-acetyl subunit of the lesion points in the same direc-
tion out of the minor groove. Again, electron density for the
dC-heterocycle was not present in the structure, thus showing
that the heterocycle is flexible. In addition to the flipped-out
complementary dC base, the kink at the lesion site is another
shared feature (this was already observed for the C8-AAF-dG
base), and hence it is possible that this dC is another structural
element that induces assembly of the other repair factors at
bulky adduct damaged sites. It is possible that this flipped out
base functions as the recognition motif that allows the NER
endonucleases to cleave specifically the damaged strand. Cur-
rently, we do not understand how the NER system distin-
guishes the damaged strand for incision from the undamaged
strand. The Rad14:DNA structures are pseudo-C2 symmetric,
with the DNA bound 50:50 in both directions (Figure 1C and
D). It is therefore likely that the flipped-out dC allows down-
stream factors to differentiate the damage-containing strand
from the intact strand. This hypothesis needs investigation.
A comparison between the structures obtained here (C8-AF-
dG lesion) and our previous work (C8-AAF-dG) offers an inter-
esting perspective (Figure 4). The C8-AAF-dG lesion also exists
in a syn conformation, but, whereas the two ring systems of
the C8-AF-dG deviate from planarity by 508, the two rings of
the C8-AAF-dG are almost in a plane (perfect p surface). This
allows the C8-AAF-dG lesion to form much better stacking in-
teractions, not only with the upper dT:dA base pair but also
with the lower dC:dG. C8-AAF-dG therefore improves the sta-
bility of the DNA kink significantly, and this might explain why
this lesion is much better recognized by XPA/Rad14. In fact, for
our XPA construct we noticed that when we performed the
EMSA binding studies, the difference between binding to DNA
containing lesions 2 and 3 and undamaged DNA is small (Fig-
ure S2), whereas for the C8-AAF-dG lesion, duplexes containing
this lesion are more strongly bound.[7a] Our crystal structures
therefore confirm that the flexibility associated with the pres-
ence of a damaged base, as needed to establish a sharp 70–
Figure 2. Detail of the C8-AF-dG crystal structure, with DNA as a stick model
and the lesion highlighted in green. A) The C8-AF-dG lesion adopts a syn
conformation around the nucleosidic bond and stacks with the dA of the
complementary strand. The dG base stacks with the 3’ dT base (the 3’ dT:dA
base pair is not formed). For the dC complementary base only the phospho-
diester backbone and ribose moiety are defined in the Fo@DFc electron den-
sity (green mesh, contoured at 2.5s). B) The 5’ dC:dG base pair is formed de-
spite buckled distortion. The direction of the kink is indicated in light blue.
Figure 3. Detail of the N2-AAN-dG crystal structure, with DNA as a stick
model, and the lesion highlighted in blue. A) The N2-AAN-dG lesion adopts
an anti conformation around the nucleosidic bond. The base pairs above
and below the lesion are intact. The dG base and the N2-AAN lesion are
almost planar. For the dC complementary base only the phosphodiester
backbone and ribose moiety are defined in the Fo@DFc electron density
(blue mesh, contoured at 2.5s). B) The lesion stacks with the dA of the
complementary strand; the dG part stacks with the dT base above.
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788 kink, is a major factor for efficient recognition by XPA/
Rad14. XPA/Rad14 is, in this sense, a duplex flexibility sensor.
The crystal structures have been deposited in the PDB under
IDs: 5LCL and 5LCM.
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Figure 4. Detail of the A) C8-AF-dG (present study) and B) C8-AAF-dG (PDB
ID: 5A3D) crystal structures. The lesions are highlighted in green and ma-
genta, respectively. Both lesions adopt a syn confirmation around the nucle-
osidic bond. The dG base and the C8-AAF lesion are almost planar; the C8-
AF lesion and dG are in planes oriented at 508.
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Khobta et al. gelang es in knock-out Experimenten, die unterschiedlichen Reparaturraten von C8-
AAF- und N2-AAF-dG zu erklären und zeigte dabei, dass XPA notwendig für die Reparatur beider 
Schäden ist.[53] Die C8-AAF-Addukte können durch die globale Genomreparatur erkannt und entfernt 
werden, wobei das N2-AAF-Addukt nur durch die Transkriptions-gekoppelte Reparatur entfernt 




Für dieses Projekt führte ich die Synthese des C8-AAF-dG Schadens durch. Die 
Oligonukleotidsynthese eines 18mers mit einem C8-AAF-dG Schaden wurde in Zusammenarbeit mit 
Charlotte Ebert durchgeführt. Anschließend führte ich die Deacetylierungsreaktion des C8-AAF-dG 
Schadens im Oligonukleotid durch, um den C8-AF-dG Schaden zu erhalten. Prof. Andriy Khobta und 
Nataliya Kitsera haben die in vivo Studien durchgeführt. 
Die Ergebnisse dieser Studien sind bisher noch nicht veröffentlicht. 
 
3.4.3. Material und Methoden 
 
3.4.3.1. Synthese des 18mer Oligonukleotids mit einem C8-AF-dG Schaden 
3.4.3.1.1. Synthese von C8-AAF-dG 
 




Die DNA-Synthese zum Einbau der C8-AAF-dG Modifikation in einem 18mer (5'-CATTGCTTC[AAF-
G]CTAGCACG-3') wurde an einem ABI 394 DNA/RNA Synthesizer (Applied Biosystems) durchgeführt, 
wobei die Standardprotokolle des Geräteherstellers verwendet wurden. Dabei wurden 1 μmol oder 
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200 nmol Maßstäbe zur Herstellung verwendet. Für die DNA-Synthese wurden ultramild-
Bedingungen nach Gillet et al.[44] verwendet und die Kupplungszeit der Modifikation auf 30 min (2 x 
15min) verlängert. Die Standard Phosphoramidite (Ac-dC, dT) und die ultramild-Phosphoramidite 
(Pac-dA, iPr-Pac-dG), sowie die ultramild Q-CPG-Träger wurden von den Firmen Glen Research oder 
Link Technologies bezogen. Als Aktivator wurde der Aktivator 42 (Sigma Aldrich) und Acetonitril von 
der Firma Roth (Wassergehalt < 10 ppm oder < 30 ppm) verwendet. Die Konzentration der gelösten 
Phosphoramidite in Acetonitril betrug 0.1 M (< 10 ppm H2O). 
Tabelle 1: Verwendete Lösungen für die DNA-Synthese. 
Lösungen Zusammensetzung 
Aktivator Aktivator 42 
Capping A  0.5 M Pac2O in CH3CN/2,6-Lutidin 9:1 
Capping B 16% N-Methylimidazol in CH3CN  
Detritylierung 3% Dichloressigsäure (DCA) in DCM 





Durch die DMT-off Synthese wurde am Ende der DNA-Synthese die terminale 5ʹ-DMTr Gruppe 
abgespalten. Zur Entschützung der Oligonukleotide und zur Abspaltung von der Festphase wurden 
ultramild-Bedingungen (Lösung aus 10% Diisopropylamin und 0.25 M β-Mercaptoethanol in 
Methanol, 55 °C, 18 h, 650 rpm) verwendet. Nach der Entschützung wurde die Lösung an einer 
SpeedVac eingeengt.  
 
3.4.3.1.4. Synthese von C8-AF-dG 
 
Das C8-AF-dG Oligonukleotid (5'-CATTGCTTC[AF-G]CTAGCACG-3') wurde aus einem C8-AAF-dG 





3.4.3.1.5. Aufreinigung des Oligonukleotids durch Hochleistungsflüssigkeitschromatographie 
(HPLC) 
Zur Vorbereitung wurde das Oligonukleotid wieder in ddH2O aufgenommen und durch einen 0.2 μm 
Spritzenfilter filtriert. Für die analytische reversed phase (RP) HPLC wurden die Geräte 2695 
Separations Module, 2996 Photodiode Array Detector (Waters, Eschborn) sowie die RP-Säule EC 
250/4 Nucleodur 100-3 C18 (Macherey-Nagel, Düren) verwendet. Weiterhin wurden für die 
präparative RP-HPLC die Geräte 2487 Dual λ Absorbance Detector, 1525 Binary HPLC Pump (Waters, 
Eschborn) und die RP-Säule VP 250/10 Nucleodur 100-5 C18 (Macherey-Nagel, Düren) verwendet. 
Zudem konnte die aromatische Aminofluoren Einheit bei einer zweiten Wellenlänge bei 305 nm 
detektiert werden. 
Tabelle 2: Verwendete Puffer für die HPLC. 
Lösungen Zusammensetzung 
Puffer A  0.1 M Triethylammoniumacetat (TEAA) in ddH2O, pH 7.0 
Puffer B  0.1 M TEAA in 80:20 CH3CN: ddH2O, pH 7.0 
 
Zur Aufreinigung des 18mers wurde ein Gradient von 0−30% Puffer B in 45 min und einer Flussrate 
von 0.5 mL/min (analytische HPLC) oder 5 mL/min (präparative HPLC) verwendet. Das aufgereinigte 
Oligonukleotid wurde mittels Sep-Pak Kartuschen (Waters, Eschborn) nach dem Standardprotokoll 
des Herstellers entsalzt. 
 
3.4.3.1.6. MALDI-TOF-Analyse des Oligonukleotids 
 
Das entsalzte Oligonukleotid wurde auf einer HPA-Matrix (3-Hydroxypicolin-Säure (50 mg), 
15-Krone-5 (10 μL), Ammonium-Hydrogencitrat (10 mg in 500 μL H2O und 500 μL CH3CN) ko-
kristallisiert. MALDI-TOF Spektren wurden zur Identifizierung der richtigen Masse des 
Oligonukleotids mit einem Bruker-Autoflex II-Massenspektrometer und einem AnchorChip™-Target 






3.4.3.1.7. Bestimmung der DNA-Konzentration 
 
Die Konzentration des Oligonukleotids wurde mit dem NanoDrop Spektrophotometer ND-1000 
(Peqlab) bestimmt. Dabei wurde die Konzentration des gelösten Oligonukleotids durch die 
gemessene Absorption bei 260 nm und durch den Extinktionskoeffizienten bestimmt. Der 
Extinktionskoeffizient des Oligonukleotids wurde mit Hilfe des Lambert-Beerschen Gesetzes und aus 
der Summe der einzelnen Extinktionskoeffizienten berechnet (dA: 15.2 L mmol−1 cm−1, dC 
7.1 L mmol−1 cm−1, dG 12.0 L mmol−1 cm−1, 8.4 L mmol−1 cm−1 und für C8-AF-dG wurde der 
Extinktionskoeffizient von  dG  angenommen).[144] 
 
3.4.3.2. In vivo Studien 
 
Das C8-AF-dG 18mer Oligonukleotid wurde in den Vektor pZAJ-5c, der für EGFP kodiert, nach 
Luhnsdorfer et al. eingebaut.[145] Die Überprüfung des erfolgreichen Einbaus vom Oligonukleotid 
wurde nach Kitsera et al. durchgeführt.[53] Das Reporterkonstrukt mit dem DNA Addukt wurde in 
menschliche Wirtszellen transfiziert. Zudem wurde DsRed ko-exprimiert. Die EGFP Expression wurde 
24 h nach der Transfektion mit einem Durchflusszytometrie-Gerät FACSCalibur™ (Beckton Dickinson, 
GmbH, Heidelberg) gemessen. Dabei wurde das Protokoll von Khobta et al. verwendet.[146] Folgende 
Zelllinien wurden verwendet: XP-A (GM04312), XP-C (GM15983), CS-A (GM16094), CS-B (GM16095) 
und Reparatur-kompetente Zellen MRC-5 (AG10076) (alle von NIGMS Human Genetic Cell 
Repository, USA). 
 
3.4.4. Ergebnisse und Diskussion 
 
Die in vivo Studien zeigen die Reparatur von dG(C8)-AF in Zellen mit diversen NER-Defekten. Dabei 
sollte insbesondere die Relevanz von XPA für die Reparatur des Schadens untersucht werden. Die 
Zelllinie MRC-5 diente als Kontrolllinie, die EGFP zu 100% exprimiert. Die Ergebnisse der in vivo 
Studien des dG(C8)-AF Schadens zeigen, dass ein geringer Transkriptionsblock in XPA-defizienten 
Zellen vorliegt (Abb. 14). Dies bedeutet, dass 60% des Schadens von der RNA-Polymerase überlesen 
wird und somit EGFP exprimiert wird. Die verminderte Expression könnte daran liegen, das AF eine 
syn- oder anti-Konformation einnehmen kann.[147] In der syn-Konformation kann es wie beim AAF-
Schaden durch XPA erkannt werden und in der anti-Konformation kann der Schaden während der 
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Transkription überlesen werden. Für die Reparatur in der syn-Konformation ist XPA dann zwingend 
notwendig, wodurch es in den XPA-defizienten Zellen zum Transkriptionsblock von 40% kommt. Die 
XPC-defizienten Zellen sind für die Reparatur weniger relevant. Denn im Vergleich zu den XPA-
defizienten Zellen, zeigen die XPC-defizienten Zellen, dass XPC für die Reparatur weniger relevant ist. 
Dies zeigt, dass XPA in der Schadenserkennung eine wichtigere Rolle als XPC spielen könnte. 
Weiterhin ist erkennbar, dass eine Reparatur des Schadens in den CS-A und CS-B Zellen stattfindet, 
da diese ein ähnliches EGFP-Expressionslevel wie die Kontrollzelllinie aufweisen. Daher sind die CSA 
und CSB Proteine für die Reparatur des dG(C8)-AF Schadens nicht erforderlich, da dieser durch die 
globale Genomreparatur erkannt und entfernt wird. 
 
Abbildung 14: In vivo Studien vom C8-AF-dG Schaden. Dabei ist das Expressionslevel von EGFP in gesunden Zellen im 




3.5. Unveröffentlichte Arbeit:  Strukturelle Einblicke in die Erkennung von 




Die Kristallstrukturen von Rad14 mit verschiedenen DNA Substraten (Abschnitt 3.1., 3.2. und 3.3.) 
zeigten erste funktionelle Einblicke von XPA/Rad14 in der NER. Dennoch liegen keine strukturellen 
Informationen vor, wie XPA/Rad14 geschädigte DNA mit einer Bubble, also dem Bereich, in dem der 
Doppelstrang bereits für die spätere Exzision aufgetrennt wurde, erkennt. Diese wäre von hohem 
Interesse, da eine Bubble in der DNA während des Präinzisionskomplexes in der NER entsteht. Im 
Folgenden werden die Kristallisationsstudien von Rad14 mit unterschiedlich langen Bubble-DNA-
Strukturen beschrieben. Dabei konnte eine Kristallstruktur von Rad14 mit einer 3nt Bubble in einem 
AAF-geschädigten 15mer erhalten werden. Diese zeigt, dass vor allem die Flexibilität der DNA 




Für dieses Manuskript synthetisierte ich den C8-AAF-dG Schaden und dessen Einbau in die 
Oligonukleotide. Weiterhin reinigte ich das Rad14 und XPA Protein für die Kristallisations- und 
Bindungsstudien auf. Auch führte ich die Bindungsstudien durch. Die Kristallisationsstudien wurden 
zusammen mit Charlotte Ebert angesetzt. Sabine Schneider übernahm die Auswertung der 
Kristallstrukturdaten. 
 
3.5.3. Material und Methoden 
 
3.5.3.1. Synthese der Oligonukleotide 
 
Die Synthese des C8-AAF-dG Schadens erfolgte nach Simon et al. (s. Abschnitt 3.2. und 3.3.)[142] Die 
Herstellung der AAF-geschädigten Oligonukleotide und deren Aufreinigung erfolgte wie in 
Abschnitte 3.5. beschrieben. Die ungeschädigten DNA-Stränge und Gegenstränge wurden von 




Tabelle 3: Auflistung der verwendeten Oligonukleotide für die Kristallisations- und Bindungsstudien. G*: C8-AAF-dG. Die 
rot markierten Basen zeigen die ungepaarten Fehlstellen, die bei der Hybridisierung mit dem Gegenstrang entstehen. 
ODN Bezeichnung Nukleotidsequenz (5′→3′) 
1 15mer_UN GCT CTA CGT CAT CAC 
2 15mer_AAF GCT CTA CG*T CAT CAC  
3 15mer_Gegenstrang  GTG ATG TGC TAG AGC 
4 25mer_UN TCG ATG CAC AGA CAT CGC ACA CGT C 
5 25mer_AAF TCG ATG CAC AG*A CAT CGC ACA CGT C 
6 25mer_Gegenstrang  GAC GTG TGC GAA CAG ACT GCA TCG A 
 
3.5.3.2. Biochemische Studien 
 
Die Reinigung der Proteine XPA und Rad14 erfolgte wie in Abschnitt 3.1., 3.2. und 3.3. beschrieben. 
Die Kristallisations- und Bindungsstudien wurden ebenso wie in Abschnitt 3.1., 3.2. und 3.3. 
durchgeführt. Für die Kristallisationsstudien wurde der MPD-Screen von Qiagen (Hilden) verwendet. 
Die Datenprozessierung und die Verfeinerungsstatistiken der Ko-Kristallstruktur befindet sich im 




Die Kristallstruktur von XPA/Rad14 sowohl mit einer Bubble-DNA als auch mit längerer DNA ist von 
hoher Relevanz, da diese weitere Einblicke in die Funktion von XPA liefern könnte. In diesem 
Abschnitt wurden Kristallisationsstudien mit Rad14, dem Hefehomolog von XPA, und zwei Bubble-
DNAs unterschiedlicher Länge durchgeführt. Dafür konnte erfolgreich ein AAF-geschädigtes 15mer 
(2) und ein AAF-geschädigtes 25mer (5) synthetisiert werden. Dabei wurden die Gegenstränge so 
konzipiert, dass das ds 15mer ungepaarte Fehlstellen (3) enthält, welche zur Ausbildung einer 3nt 
Bubble führen, und dass das ds 25mer sechs ungepaarte Fehlstellen (6) enthält, welche zur 
Ausbildung einer 6nt Bubble führen. Nach Herstellung der ds Oligonukleotide, wurden diese sowie 
die ungeschädigten ds Oligonukleotide (1 und 4), in EMSA-Bindungsstudien mit dem Protein XPA 
verwendet (Abbildung 15). Dabei sollte die Bindungsaffinität von XPA an diesen Oligonukleotiden vor 
den Kristallisationsstudien bestätigt werden. In Abbildung 15 wird ersichtlich, dass XPA sowohl die 
ungeschädigte, als auch die AAF-geschädigte DNA bindet. Dabei bindet XPA an das 15mer bei einem 
Verhältnis von 2:1 (XPA:DNA) vermutlich schon als Dimer. Wohingegen XPA an das 25mer bei einem 
123 
 
Verhältnis von 1:1 zuerst als Monomer bindet und bei steigender Konzentration kooperativ ein 
zweites XPA bindet. Letztendlich bindet XPA sowohl die ungeschädigte als auch die AAF-geschädigte 
DNA im gleichen Verhältnis. Vermutlich erkennt und bindet XPA die Verzweigung der Bubble. Bereits 
Yang et al. zeigten, dass XPA stärker an verzweigte- (Y-förmige DNA) oder Bubble-DNA als an 
geschädigter DNA binden kann.[148] 
 
 
Abbildung 15: EMSA Gele der verschiedenen Bubble-DNAs. Die Basen in rot stellen die ungepaarten Basen dar, die zur 
Bubble Ausbildung führen. G*: C8-AAF-dG. Darstellung der Sequenz eines ungeschädigten (a) und eines AAF-geschädigten 
(b) 15mers mit 3 ungepaarte Fehlstellen, sowie das dazugehörige EMSA mit steigender Konzentration an XPA. Weiterhin 
die Darstellung der Sequenz eines ungeschädigten (c) und eines AAF-geschädigten (d) 25mers mit 6 ungepaarte Fehlstellen, 
sowie das dazugehörige EMSA mit steigender Konzentration an XPA. 
In den Kristallisationsstudien mit Rad14 konnte für das AAF-geschädigte 15mer eine Kristallstruktur 
mit einer Auflösung von 2.4 Å (Abbildung 16) erhalten werden (Bedingungen: 2 M Ammoniumnitrat, 
40% MPD und 4 °C). Diese ist identisch mit den zuvor erhaltenen Kristallstrukturen (Abschnitt 3.1., 
3.2. und 3.3.). Auch hier binden zwei Rad14 Proteine an die DNA und diese ist um ca. 70 ° geknickt. 
Allerdings ist die Elektronendichte im Bereich des Schadens nicht gut aufgelöst, wodurch eine 
Zuordnung des Schadens in der Kristallstruktur nicht möglich ist. Auch die Positionen der 
ungepaarten Basen sind unzureichend definiert in der Kristallstruktur. Für eine bessere Zuordnung 
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könnten die ungepaarten Fehlstellen durch 5-Iodo-deoxyuridin ersetzt werden. Die schlechte 
Zuordnung des Schadens und der ungepaarten Basen in der Bubble könnten bedeuten, dass sich die 
π-stacking Interaktionen wahrscheinlich nicht ausbilden können und somit eine weniger relevante 
Rolle für die Schadenserkennung spielen. Dadurch könnte vor allem die Flexibilität der DNA 
ausschlaggebend für die Erkennung der Schäden durch Rad14 sein. 
 
Abbildung 16: Ko-Kristallisation von  Δ4CRad14s mit einem AAF-geschädigtem 15mer, welches 3 ungepaarte Fehlstellen 
zur Bubble Ausbildung besitzt. a) Erhaltene tetragonal bipyramidale Kristalle nach 3 Tagen bei 4 °C (2 M  Ammoniumnitrat, 
40% MPD und 4 °C). b) 2.5 Å Kristallstruktur von Rad14 mit dem 15mer. Die DNA ist in grau, der C8-AAF Schaden in pink 
und die ungepaarten Fehlstellen sind in grün markiert. Die DNA kann von zwei Rad14 Proteinen (in hell- und dunkelblau 
markiert) gebunden werden.  
Auch in den Kristallisationsstudien mit Rad14 und dem AAF-geschädigten 25mer konnten Kristalle 
mit einer Auflösung von 2.5 Å erhalten werden (Bedingungen: 0.1 M Imidazol·HCl pH 8.0, 20% MPD 
und 4 °C). Hierbei konnte aber keine Struktur gelöst werden. Infolgedessen wurden die Kristalle 
aufgelöst und mittels Massenspektrometrie durch Sabine Schneider analysiert. Diese Analyse zeigte, 
dass Rad14 nicht in den Kristallen vorhanden war. Daneben konnten am Ende dieser Arbeit weitere 
Kristalle bei unterschiedlichen Bedingungen des MPD-Screens erhalten werden. Diese werden noch 






4. Unveröffentlichte Arbeiten – Die humanen Proteine XPA und RPA 
4.1. Einleitung und Projektbeiträge zu diesem Projekt 
 
Einführung: 
Das XPA Protein spielt eine wichtige Schlüsselrolle in der NER. Zudem kann es mit verschiedenen 
NER Proteinen, z.B. mit dem RPA Protein, interagieren. Bis heute wird die genaue Funktion und das 
Zusammenspiel von XPA und RPA in der NER untersucht. Vermutlich können sie unter anderem den 
NER Komplex zusammen stabilisieren oder auch eine Rolle bei der Schadenserkennung und bei der 
Schadensverifizierung spielen.[124] Um diese Fragen beantworten zu können, wird im Nachfolgenden 
die Zusammensetzung eines XPA/RPA/DNA-Komplexes untersucht. Dabei sollte eine Methode 
entwickelt werden, die es erlaubt, den XPA/RPA/DNA-Komplex zu isolieren und verschiedene DNA-
Substrate zu screenen. Die Struktur des isolierten Komplexes sollte dann durch Strukturanalysen 
gelöst werden, um weitere Einblicke in den NER-Mechanismus zu bekommen. 
 
Projektbeitrag: 
Für dieses Projekt synthetisierte ich den C8-AAF-dG Schaden. Ebenfalls stellte ich alle C8-AAF-dG 
geschädigten Oligonukleotide her. Charlotte Ebert unterstützte teilweise die Oligonukleotidsynthese. 
Alle weiteren biochemischen Versuche wurden zusammen mit Johanna Bretzler entwickelt und 
durchgeführt. Die Kristallisationsstudien wurden unter anderem in enger Zusammenarbeit mit Prof. 
Caroline Kisker und Dr. Jochen Kuper (Universität Würzburg) durchgeführt. Außerdem wurden die 
Kryo-Elektronenmikroskopie Studien in Kooperation mit der Beckmann Gruppe (LMU) und der Dietz 
Gruppe (TUM) durchgeführt. Michael Stadlmeier unterstützte die Arbeit mit Crosslinking-Studien. 
Um Zeit zu sparen, führte ich die Negativfärbung Experimente durch, während Johanna Bretzler 




4.2. Material und Methoden 
4.2.1. Material 
4.2.1.1. Chemikalien und Lösungsmittel  
 
Die Chemikalien und Lösungsmittel wurden von den Herstellern AppliChem (Darmstadt), Duchefa 
Biochemie (Haarlem, Niederlande), Merck (Darmstadt), Roth (Karlsruhe) oder Sigma Aldrich 





Die C8-AAF-dG geschädigten Oligonukleotide, die für biochemische Versuche verwendet wurden, 
sind in der folgenden Tabelle 4 aufgelistet. Die ungeschädigten Oligonukleotide sind ebenfalls 
aufgelistet und wurden von der Firma Metabion (Martinsried) bezogen. 
Tabelle 4: Auflistung der ungeschädigten und C8-AAF-dG geschädigten Oligonukleotide. G*: C8-AAF-dG. 
ODN Bezeichnung Nukleotidsequenz (5′→3′) Verwendung 
15mer_1 15mer_AAF GCTCTA CG*TCATCAC  Gelfiltrationsassay, EMSA, 
Crosslinking 
15mer_2 15mer_UN GCTCTA CGTCATCAC Gelfiltrationsassay, EMSA, 
Crosslinking 
































































































Die, für die Klonierung, Mini-Plasmidpräparation und Expression von XPA bzw. RPA, verwendeten 
E.coli Stämme sind in Tabelle 5 aufgelistet. Der E.coli Stamm NEB5α wurde bei der Amplifizierung 
von Plasmiden verwendet. Für die Expression von XPA wurde BL21(DE3)pLysS und für RPA wurde 
BL21(DE3) verwendet.  
Tabelle 5: Verwendete E.coli Bakterienstämme. 
E. coli Stamm Genotyp Firma 
BL21(DE3)  F– ompT, hsdSB (rB
– mB
–) gal dcm, (DE3)  Novagen, Schwalbac 
BL21(DE3)pLysS  F– ompT, hsdSB (rB
– mB
–) gal dcm, (DE3), pLysS, (CamR) Novagen, Schwalbach  
NEB5α  fhuA2 Δ(argF-lacZ)U169 phoA glnV44 Φ80 Δ(lacZ)M15 
gyrA96 recA1 relA1 endA1 thi-1 hsdR17  




In dieser Arbeit verwendete Enzyme sind in Tabelle 6 aufgeführt: 
Tabelle 6: Verwendete Enzyme. 
Enzym Verwendung Firma 
Benzonase®  Nuklease (250 U/µL), DNA-Verdau Novagen, Schwalbach 
HindIII Restriktionsverdau NEB, Frankfurt  
Lysozym aus Hühnereiweiß Zelllyse (100 mg/mL) Sigma-Aldrich, Deisenhofen 





Die Vektoren pENTRY-IBA10_XPAfl (bereitgestellt von Sandra Koch) und pPSG-IBA35 wurden aus der 
StarGate®-Acceptor Vector Collection (IBA, Göttingen) genutzt. Der Vektor p11d-tRPA wurde 
freundlicherweise von Prof. Dr. Marc Wold (Universität Iowa, USA) zur Verfügung gestellt. Diese 
Vektoren enthalten, neben verschiedenen Erkennungssequenzen für bestimmte Enzyme, auch 
Selektionsmarker als Resistenzgen wie z.B. AmpR. Zur gezielten Aufreinigung besitzen die Proteine 
zur Epitopmarkierung (tags) ein N-terminales Peptid im pPSG-IBA35 Vektor. Die verwendeten 
Vektoren sind in Tabelle 7 dargestellt.  
Tabelle 7: Verwendete Vektoren und Eigenschaften der Vektoren. 
Bezeichnung Größe Resistenz Affinitätstag Verwendung 
pENTRY-IBA10  1775 bp  Kan - Klonierung von xpa  
pPSG-IBA35  2634 bp  Amp N-terminaler 6xHis-tag  Expression von XPAfl  
p11d-tRPA 9689 bp Amp - Expression von RPA 
 
In Abbildung 17 sind die Plasmidkarten von pPSG-IBA35-XPAfl und p11d-tRPA dargestellt. 
 
Abbildung 17: Vektorkarten von A) XPAfl pPSG-IBA35: AmpR: Ampicillin Resistenz; HindIII und Xba: Restriktionsstellen; 
N-terminaler 6xHis-Tag B) p11d-tRPA: AmpR: Ampicillin Resistenz; NcoI: Restriktionsstellen; drei Untereinheiten des 





4.2.1.6. Medien und Puffer 
4.2.1.6.1. Medien zur Kultivierung von E.coli 
 
LB-Medium  XPA:  Pepton aus Casein (10 g/L)     
     Hefeextrakt (5 g/L)      
     NaCl (7.5  g/L) 
RPA:  Pepton aus Casein (10 g/L)     
   Hefeextrakt (5 g/L)      
   NaCl (5 g/L)       
   pH 7.5 (mit NaOH eingestellt) 
Agar-Medium:     1.5% (w/v) Agar in LB-Medium  




Carbenicillin    100 mg/mL in ddH2O (1000x Stock)         
Chloramphenicol   34 mg/mL in EtOH (1000x Stock)       
Kanamycin    50 mg/mL in ddH2O (1000x Stock)          
DTT     154 mg/mL in ddH2O (1 M)           




TAE-Laufpuffer:    40 mM Tris-Acetat pH 8.3  
2 mM Na2-EDTA·2H2O  
 
TAE-Gelpuffer:    20 mM Tris pH 8.3  







5x DNA-Auftragspuffer:   50% (v/v) Glycerin  
(in TAE gelöst)    0.2% (w/v) SDS  
0.05% (w/v) Bromphenolblau  




10x TBE-Puffer:    89 mM Tris-HCl pH 8.0  
2 mM EDTA  
89 mM H3BO3  
 
EMSA-Auftragspuffer:   250 mM Tris-HCl pH 7.5  
40% (v/v) Glycerin  
0.2% (w/v) Bromphenolblau  
 
Bindungspuffer :   50 mM HEPES-NaOH pH 8.0  
150 mM NaCl  
5% (v/v) Glycerin  
5 mM MgCl2·6H2O   
5 mM DTT  
10 µM ZnCl2  
 
EMSA-Laufpuffer:   0.25x TBE-Puffer 
Detektionspuffer:   1x TBE-Puffer       




10x SDS-Laufpuffer:   0.25 M Tris  
1.29 M Glycin  




Sammelgelpuffer:   1.0 M Tris-HCl pH 6.8  
 
Trenngelpuffer:    1.5 M Tris-HCl pH 8.8  
 
5x SDS-Auftragspuffer:   200 mM Tris-HCl pH 6.8  
8% (w/v) SDS  
40% (w/v) Glycerin  
0.04% (w/v) Bromphenolblau  
400 mM DTT 
 
APS-Lösung:    10% (w/v) Ammoniumperoxodisulfat  
 
SDS-Lösung:    10% (w/v) SDS  
 
Färbelösung I:    0.25% (w/v) Coomassie Brilliant Blue R 250  
20% (v/v) AcOH 
10% (v/v) EtOH  
 
Entfärbelösung I:   20% (v/v) EtOH  
     10% (v/v) AcOH 
 
Coomassie-Lösung II:   0.25% (w/v) Coomassie Brilliant Blue G 250 in EtOH 
 
Färbelösung II:    5% (v/v) EtOH  
     7.5% (v/v) AcOH 
 
Entfärbelösung II:   100% H20 
 
DNA-Färbelösung:   1x TBE-Puffer       






4.2.1.6.6. XPA-Proteinreinigung mit einer Ni-NTA-Säule  
 
Ni-NTA Puffer A:   25 mM Tris-HCl pH 7.5  
100 mM NaCl  
5 mM DTT  
10% (v/v) Glycerin  
10 μM ZnCl2  
30 mM Imidazol  
 
Ni-NTA Puffer B:   Ni-NTA Puffer A  
500 mM Imidazol 
 
4.2.1.6.7. XPA-Proteinreinigung mit einer Heparin-Matrix 
 
Heparin Puffer A:   25 mM Tris-HCl pH 7.5  
50 mM NaCl  
5 mM DTT  
10% (v/v) Glycerin  
10 μM ZnCl2  
 
Heparin Puffer B:   Heparin Puffer A 
1 M NaCl   
 
4.2.1.6.8. XPA-Proteinreinigung mit einer Anionenaustaucher-Matrix (MonoQ) 
 
MonoQ Puffer A:   25 mM Tris-HCl pH 7.5  
50 mM NaCl  
5 mM DTT  
10% (v/v) Glycerin  
10 μM ZnCl2  
 
MonoQ Puffer B:   MonoQ Puffer A  
1 M NaCl 
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4.2.1.6.9. XPA-Proteinreinigung mit Größenausschlusschromatographie (SEC) 
 
Kristallisationspuffer II:   50 mM HEPES-NaOH pH 8.0  
150 mM NaCl  
5% (v/v) Glycerin  
5 mM MgCl2·6H2O   
5 mM DTT  
10 µM ZnCl2  
 
4.2.1.6.10. RPA-Proteinreinigung mit einer GEBlue-Matrix 
 
2x HI Puffer:    60 mM HEPES-KOH pH 7.8 
0.50 % (w/v) Inositol 
0.02 % (v/v) NP-40 
0.5 mM EDTA 
2 mM DTT 
 
HI Puffer A:    1x HI Puffer 
 
HI Puffer B:    1x HI Puffer 
1 M KCl 
 
HI Puffer C:    1x HI Puffer 
0.8 M KCl 
0.5 M NaSCN 
 
HI Puffer D:    1x HI Puffer 
0.8 M KCl 







4.2.1.6.11. RPA-Proteinreinigung mit einer HAP-Matrix 
 
HI Puffer E:    1x HI Puffer 
30 mM KCl 
 
HI Puffer F:    1x HI Puffer 
30 mM KCl 
80 mM KH2PO4 
 
HI Puffer G:    1x HI Puffer 
30 mM KCl 
500 mM KH2PO4 
 
Lagerungspuffer 1 HAP:   10 mM KH2PO4 in H2O 
 
Lagerungspuffer 2 HAP:   10 mM KH2PO4 in EtOH 
 
4.2.1.6.12. RPA-Proteinreinigung mit einer Anionenaustaucher-Matrix (MonoQ) 
 
HI Puffer A:    1x HI Puffer 
 
HI Puffer B:    1x HI Puffer 
1 M KCl 
 
4.2.1.6.13. Kristallisations-, Gelfiltrationsassay- und Kryo-EM-Puffer 
 
Kristallisationspuffer I:   50 mM HEPES-NaOH pH 8.0  
5% (v/v) Glycerin  
50 mM MgCl2·6H2O   
5 mM DTT  





Kristallisationspuffer II:   50 mM HEPES-NaOH pH 8.0  
150 mM NaCl  
5% (v/v) Glycerin  
5 mM MgCl2·6H2O   
5 mM DTT  
10 µM ZnCl2  
 
4.2.1.6.14. Puffer zum Beladen einer neuen Ni-NTA-Säule 
 
Stripping Puffer:   20 mM Na3PO4 pH 7.4 
0.5 M NaCl 
50 mM EDTA 
 
Binding Puffer:    20 mM Na2PO4 pH 7.4 
0.5 M NaCl 
20 mM Imidazol 
 
Nickel-Lösung:     0.1 M NiSO4 
 
4.2.1.6.15. HPLC Puffer 
 
Puffer A    0.1 M TEAA pH 7.0 
 
Puffer B    0.1 M TEAA pH 7.0 
     80% (v/v) CH3CN 
 
4.2.1.6.16. DNA-Synthese Lösungen 
 
Aktivator    Aktivator 42 
 
Capping A - Lösung   0.5 M Pac2O  
     90% (v/v) CH3CN 




Capping B - Lösung   16% (v/v) N-Methylimidazol in CH3CN 
 
Detritylierung - Lösung   3% (v/v) DCA in DCM 
 
Oxidation-Lösung   2.5 mM I2  
6% (v/v) 2,6-Lutidin 
65% (v/v) 
 
4.2.1.7. Protein- und DNA-Marker 
 
In Abbildung 18 sind der verwendete  Proteinstandard PageRulerTM Unstained Protein Ladder 
(Thermo Scientific, Dreieich) und die beiden genutzten DNA-Standards (NEB, Frankfurt) 
abgebildet. 
 
Abbildung 18: Verwendete Standards. A) Proteinstandard PageRuler
TM







Zur Klonierung von xpa wurde das StarGate-Kit® (IBA, Göttingen) und zur Plasmidisolierung das 







Die verwendeten Geräte sind in Tabelle 8 aufgeführt. 
Tabelle 8: Verwendete Geräte in dieser Arbeit. 
Geräte Firma 
ABI 394 DNA/RNA Synthesizer  Applied Biosystems, Waltham, USA 
Agarose Gelelektrophoresekammer Bio-Rad, München 
ÄkTATM Purifier Chromatographie System GE Healthcare, München 
Analysenwaage Sartorius, Göttingen 
Anaylsenwaage PG603-S Mettler Toledo, Göttingen 
Autoklav Laboklav ECO HSP Steriltechnik, Detzel Schloss 
Biofuge pico Heraeus, Hanau 
BioPhotometer 6131 Eppendorf, Hamburg 
Eismaschine Ziegra, Isernhagen 
Image Reader LAS3000 Fujifilm, Tokio, Japan 
HPLC Waters, Eschborn 
Inkubator 1S Noctura, Wiesloch 
Inkubator 44R New Brunswick, Nürtingen 
Lyophille Christ, Osterode am Harz 
MALDI-TOF Autoflex II-Spektrometer Bruker Daltonics, Bremen 
Mastercycler Personal Eppendorf, Hamburg 
Mini Protean 4 Cell Biorad, München 
NanoDrop UV-Spektrometer Peqlab, Erlangen 
pH Meter MP220 Mettler Toledo, Gießen 
Polymax Wave Motion Platform Heidolph, Schwalbach 
Power Supply Biorad, München 
Rotilabo-Mini Zentrifuge Roth, Karlsruhe 
Rotor BioSealF10S-4x 1000 LEX Thermo Life Science, Dreieich 
Rotor A-4-62 Eppendorf, Hamburg 
Rotor FA-45-24-11 Eppendorf, Hamburg 
Rotor Sorvall SS34 Thermo Life Science, Dreieich 
Scanner  Epson, Japan 
SDS Gelkammern Biorad, München 
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Sonoplus HD 2070 Bandelin, Berlin 
Sonorex RK 100 H Bandelin, Berlin 
Sorvall RC6 Plus Zentrifuge Thermo Life Science, Dreieich 
Speedvac Thermo Life Science, Dreieich 
Thermomixer Comfort Eppendorf, Hamburg 
Thermofluor Gerät Stratagene, Waldbronn 
Tiefkühlschrank Labcool Sanyo, Bad Nenndorf 
Ultra-low Tiefkühlschrank New Brunswick, Nürtingen 
Ultraschallbad Bandelin, Berlin 
Vortexer VWR, Darmstadt 
Wasserbad Labora, München 
Zentrifuge 5424 Eppendorf, Hamburg 
Zentrifuge 5424R Eppendorf, Hamburg 









Die BL21(DE3)pLysS, BL21(DE3) und NEB5α-Zellen wurden bei -80 °C gelagert. Diese wurden auf      
LB-Agar Platten nach der Transformation bis zu wenigen Wochen bei 4 °C im Dunkeln gelagert. Die 
Zellpellets aus Expressionskulturen wurden bei -20 °C gelagert. 
Übernachtkultur für die Miniplasmidpräparation: 
Für die Miniplasmidpräparation wurden Suspensionsschüttelkulturen des NEB5α-Stamms mit je 
5 mL LB-Medium in einem Kulturröhrchen bei 37 °C und 200 rpm unter aeroben Bedingungen über 
Nacht angesetzt. Die Selektion konnte durch Antibiotika (CEND= 100 µg/mL) Zugabe erreicht werden. 
Zum Animpfen des LB-Mediums wurde eine Bakterienkultur von der Agar-Platte entnommen und in 
das Medium überführt. Dabei wurde unter sterilen Bedingungen gearbeitet 
 
4.2.2.1.2. Transformation chemisch kompetenter E. Coli Zellen 
 
Die chemisch kompetenten Zellen wurden auf Eis aufgetaut und mit etwa 100 ng Plasmid-DNA 
versetzt. Anschließend erfolgte eine Inkubation auf Eis für 20-30 min. Danach wurde ein Hitzeschock 
bei 37 °C für 2 min durchgeführt, woraufhin erneut eine Inkubation auf Eis für 5 min erfolgte. Als 
Nächstes wurde 950 μL LB- Medium zu den Zellen pipettiert und bei 37 °C unter Schütteln für 1 h 
inkubiert. Hiernach wurde für 5 min bei 15000 rpm zentrifugiert und 900 µL des Überstands 
verworfen. Das Pellet wurde im Restmedium resuspendiert und auf einer Agar-Platte mit dem 
entsprechenden Antibiotikum ausgestrichen. Nach Inkubation über Nacht bei 37 °C, erfolgte die 
Lagerung bei 4 °C. Für die XPA-Expression wurde der E.coli Expressionsstamm BL21(DE3)pLysS 
verwendet, wodurch neben Carbenicillin zusätzlich das Antibiotikum Chloramphenicol benutzt 






4.2.2.1.3. Heterologe Proteinexpression in E.coli 
 
XPA: 
Nach erfolgreicher Transformation des XPAfl-pPSG-IBA35 Vektors in den E. coli BL21(DE3)pLysS 
Expressionsstamm wurde eine 500 mL LB-Übernachtkultur mit dem entsprechenden Antibiotikum 
angesetzt, um das selektive Wachstum resistenter Bakterienstämme zu gewähren. Zur Inokulation 
des LB-Mediums wurden Bakterienkolonien von der entsprechenden Agar-Platte entnommen und in 
das LB-Medium überführt. Die Übernachtkultur wurde zuerst 1 h bei 37 °C und 200 rpm inkubiert. 
Danach wurde 12 h bei 37 °C und 0 rpm inkubiert. Zur Proteinexpression wurde je 1 L LB-Medium 
(insgesamt 10 x 1 L) mit je 45 mL Übernachtkultur und dem entsprechenden Antibiotikum (1:1000) 
angeimpft. Das angeimpfte Medium wurde bei 37 °C und 200 rpm bis zu einer OD600 von 0.6 
inkubiert. Anschließend wurde mit 0.5 mM IPTG und 10 µM ZnCl2 induziert. Dabei diente ZnCl2 der 
Unterstützung zum Aufbau des Zinkfinger-Motivs von XPA. Nach 4 h bei 37 °C und 200 rpm 
Inkubation wurden die Bakterien bei 4 °C und 8000 rpm für 8 min zentrifugiert. Nachdem der 
Überstand verworfen wurde, wurden die Pellets bei -20 °C gelagert. 
RPA: 
Nach erfolgreicher Transformation des p11d-tRPA Vektors in den E. coli BL21(DE3) Expressions-
stamm wurden je 1 L LB-Medium (insgesamt 5 x 1 L) mit einer Bakterienkolonie und dem 
entsprechenden Antibiotikum zur Proteinexpression angeimpft (1:1000), um das selektive 
Wachstum resistenter Bakterienstämme zu gewährleisten. Das angeimpfte Medium wurde über 
Nacht für 12 h bei 37 °C und 0 rpm inkubiert. Anschließend wurde das Medium bei 37 °C und 
200 rpm bis zu einer OD600 von 0.6 inkubiert, woraufhin mit 0.3 mM IPTG induziert wurde. Nach 3 h 
bei 37 °C und 200 rpm Inkubation wurden die Bakterien bei 4 °C und 8000 rpm für 8 min 
zentrifugiert. Nachdem der Überstand verworfen wurde, wurden die Pellets bei -20 °C gelagert. 
 
4.2.2.1.4. Zellaufschluss mit Ultraschall 
 
Der Ultraschall Homogenisator (Sonoplus HD 2070, Bandelin, Berlin) diente zum Aufschluss der 
Bakterienzellen. Dabei wurden die Bakterienpellets (aus 2.5 L Flüssigkultur) auf Eis aufgetaut und im 
entsprechenden Puffer A (20 mL) der verwendeten Säule, sowie mit einer halben (RPA) bzw. viertel 
(XPA) Tablette Protease Inhibitor Complete® EDTA-frei (Roche, Mannheim) resuspendiert. Danach 
wurde das resuspendierte Pellet mit Lysozym (cEND = 0.5 mg/mL) für 30 min auf Eis inkubiert. 
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Anschließend erfolgte der Aufschluss auf Eis mit 10 Zyklen für je 30 s bei maximaler Energie und 
einer Pulseinstellung von 5. Bei der XPA Überexpression wurde der Suspension vor der Zentri-
fugation Benzonase (10 U/mL) zugegeben, um die Viskosität der Lösung zu reduzieren. Nach dem 
Zellaufschluss wurde die Suspension bei 18000 rpm und 4 °C für 45 min zentrifugiert. Das erhaltene 
Lysat wurde im weiteren Verlauf für die Proteinreinigung verwendet.  
 
4.2.2.2. Molekularbiologische Methoden 
4.2.2.2.1. DNA Isolierung - Mini-Plasmidpräparation 
 
Zur Isolierung von kleinen Plasmid-DNA Mengen wurde das GeneJET Plasmid Miniprep Kit (Thermo 
Scientific, Dreieich) nach Herstellerangaben verwendet. 
 
4.2.2.2.2. Klonierung mittels StarGate®-Technologie 
 
Die StarGate®-Technologie ermöglichte die Klonierung des xpafl Gens in den pPSG-IBA35 Vektor mit 
einem N-terminalen His-tag. Der Donorvektor IBA10 mit dem xpafl Gen wurde bereits von Sandra 
Koch hergestellt und verwendet. Im nächsten Schritt wurde die Transferreaktion des Donorvektors in 
den Akzeptorvektor durchgeführt. Dazu wurde der Akzeptorvektor (20 ng) mit dem Donorvektor 
(24 ng) für 1 h bei 30 °C mit der StarCombinaseTM inkubiert. Anschließend wurden 15 µL des 
Reaktionsansatzes in E. coli BL21(DE3)pLysS Zellen transformiert. Zur Isolierung des Destinations-
vektors wurde eine Mini-Plasmidpräparation durchgeführt. Nach Isolierung des Destinationsvektors 




Der Restriktionsverdau wurde zur Überprüfung des Klonierungsprodukts (Abschnitt 4.2.2.2.2.) 
verwendet. Die genutzten Restriktionsenzyme HindIII (Erkennungsspaltstelle A/AGCTT) und XbaI 
(Erkennungsspaltstelle T/CTAGA) sind Endonukleasen und unterscheiden sich in ihrer Erkennungs-
sequenz. Der Restriktionsverdau ermöglicht somit die Entstehung verschieden langer, 
palindromischer Sequenzen, die sich in einem Agarosegel analysieren lassen. In Tabelle 9 ist der 
Restriktionsansatz aufgelistet. Der Verdau wurde bei 37 °C für 2 h durchgeführt. Die Inaktivierung 
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der Enzyme erfolgte bei 70 °C für 5 min. Die Restriktionsfragmente wurden anschließend via DNA-
Agarosegelelektrophorese untersucht.  
 
Tabelle 9: Zusammensetzung des Restriktionsansatzes. 
Zusammensetzung Menge 
Plasmid-DNA (pPSG-IBA35-XPAfl) 4 µL (ca. 1000 ng) 
10x NEB 2.1-Puffer 1 µL 
HindIII-Restriktionsenzym 0.22 µL 
XbaI-Restriktionsenzym 0.22 µL 




Die Agarosegelelektrophorese wurde zur Auftrennung von Nukleinsäure-Fragmenten, z.B. eines 
Restriktionsverdaus, benutzt. Diese werden nach ihrer Größe/Konformation aufgetrennt und mit 
einem DNA-Standard zur Größenbestimmung verglichen. Die Proben für die Agarosegel-
elektrophorese wurden vor dem Beladen mit je 2 μL 5x-Agarose-Auftragspuffer versetzt. Die 
Taschen des Gels wurden mit 10 μL Probe bzw. 7 μL DNA-Standard beladen. Dabei wurde ein 
1%-iges Agarosegel verwendet und eine Spannung von 100 V für 1 h angelegt. Durch Anlegen einer 
Spannung wandert die negativ geladene DNA zur Anode, wobei kleinere DNA-Fragmente die 
Agarosematrix schneller passieren. Zum Nachweis der DNA wurde Ethidiumbromid, welches in die 
DNA interkaliert, benutzt. Dieses wurde bereits beim Gießen des Gels hinzugegeben. 
Ethidiumbromid konnte mit ultraviolettem Licht  (λabs = 254 nm, λem = 595 nm) detektiert werden. 
Tabelle 10 zeigt die Zusammensetzung eines 1%-igen Agarosegels auf. 
Tabelle 10: Zusammensetzung eines 1%-igen Agarosegels für ein 50 mL Gel. 
Lösungen Menge 
TAE-Gelpuffer 50 mL 
Agarose 0.5 g 








Zur Überprüfung der richtigen Sequenz des Destinationsvektors wurde die Sequenzierung durch die 
Firma GATC (Konstanz) durchgeführt. Die dabei erhaltenen Sequenzen wurden mit dem Programm 
CLC-Sequence Viewer ausgewertet, um die Übereinstimmung mit der theoretischen Sequenz zu 
prüfen. 
 
4.2.2.3. Proteinchemische Methoden 
4.2.2.3.1. XPAfl Reinigung 
 
Die Chromatographieschritte zur XPAfl Reinigung sind in Tabelle 11 aufgelistet. Zur Aufreinigung 
wurde ein Äkta System verwendet, welches eine Flüssigkeitschromatographie zur schnellen 
Aufreinigung von Proteinen ist (FPLC, fast protein liquid chromatography). 
Tabelle 11: Chromatographieschritte der XPAfl Reinigung. 
Chromatographieschritte Chromatographiesäule 
1. Ni-NTA Affinitätschromatographie 
2. MonoQ Anionenaustauschchromatographie 
3. Heparin Affinitätschromatographie 
4. Gelfiltrationschromatographie (SEC) 
 
1. Ni-NTA Affinitätschromatographie: 
Bei der Ni-NTA Affinitätschromatographie können Proteine mit einem Polyhistidin-tag (6xHis-tag) an 
Metallchelate (Ni-NTA) gebunden werden, wodurch sich ein stabiler oktaedrischer Chelatkomplex 
ausbildet, da die Histidin Reste an das Metallion koordinieren. Zum Schluss kann das Protein mit 
Imidazol eluiert werden, da Imidazol kompetitiv an die Bindungsstellen des His6-tags gebunden 
wird.[152]               
Zur Proteinaufreinigung von XPAfl, welches einen N-terminalen His6-tag besitzt, wurde eine 5 mL 
HisTrapTM Ni-NTA-Säule (GE Healthcare, Garching), die mit Ni-NTA Puffer A äquilibriert wurde, 
verwendet. Dabei wurde das Lysat über einen Superloop (2 x 40 mL) mit Ni-NTA Puffer A und einer 
Flussrate von 2 mL/min auf die Säule aufgetragen. Der Ni-NTA Puffer enthält 30 mM Imidazol, um 
unspezifische Interaktionen von anderen Proteinen zu vermeiden. Nach Auftrag des Lysats wurde 
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mit 100 % Ni-NTA Puffer A für 5 Säulenvolumen (CV) gewaschen. Anschließend konnte das Protein 
mit einem linearen Gradienten von 0% auf 100% Ni-NTA Puffer B in 8 CV bei einer Flussrate von 
1 mL/min und einer Fraktionsgröße von 2.5 mL eluiert werden. Die Protein enthaltenden Fraktionen 
wurden mittels SDS-PAGE (SDS-Polyacrylamidgelelektrophorese) identifiziert. 
2. MonoQ Anionenaustauschchromatographie: 
Die MonoQ ist ein Anionenaustauscher und besitzt ein positiv geladenes Säulenmaterial. Da das XPA 
Protein einen negativen isoelektrischen Punkt (-6.57) bei einem pH-Wert von 7.5 besitzt, kann dieses 
an die Säule binden. Das Protein kann durch eine erhöhte Salzkonzentration eluiert werden.[153]   
Die XPA enthaltenden Fraktionen aus dem Ni-NTA Reinigungsschritt wurden im MonoQ Puffer A im 
Verhältnis 1:2 verdünnt und über einen Superloop mit einer Flussrate von 1 mL/min auf eine 1 mL 
MonoQTM 5/50 GL (GE Healthcare, Garching), die mit MonoQ Puffer A äquilibriert wurde, 
aufgetragen. Danach wurde mit MonoQ Puffer A für 5 CV gewaschen. Die Proteinelution erfolgte bei 
einem linearen Gradienten von 0% auf 100% MonoQ Puffer B in 15 CV bei einer Flussrate von 
1 mL/min und einer Fraktionsgröße von 1 mL. Protein enthaltende Fraktionen wurden mittels SDS-
PAGE analysiert. 
3. Heparin Affinitätschromatographie: 
Um einen höheren Reinheitsgrad von XPA zu erreichen, wurde als nächstes die 1 mL HiTrapTM 
Heparin HP Säule (GE Healthcare, Garching) verwendet. Die Heparin Säule wird sowohl zur 
Affinitätschromatographie für DNA-bindende Proteine, als auch als Kationenaustauscher verwendet. 
Auch hier erfolgt die Elution des Proteins durch eine Erhöhung der Salzkonzentration.[154] XPA kann 
durch die starke DNA-Bindungsaffinität an die Heparin-Säule binden, obwohl es im Heparin-Puffer A 
ein negative Ladung aufweist.          
XPA enthaltende Fraktionen aus der MonoQ Anionenaustauschchromatographie wurden mit 
Heparin Puffer A im Verhältnis 1:7 verdünnt und über einen Superloop mit einer Flussrate von 
1 mL/min auf die Säule, die mit 5% Heparin Puffer B äquilibriert wurde, aufgetragen. Danach wurde 
mit 5% Heparin Puffer B für 5 CV gewaschen. Die Proteinelution erfolgte bei einem linearen 
Gradienten von 5% auf 100% Heparin Puffer B in 35 CV bei einer Flussrate von 1 mL/min und einer 
Fraktionsgröße von 1 mL. Protein enthaltende Fraktionen wurden mittels SDS-PAGE analysiert. 
4. Gelfiltrationschromatographie: 
Als letztes wurde die 120 mL Gelfiltrationssäule HiLoadTM 16/600 Superdex 75 prep grade (GE 
Healthcare, Garching) verwendet, um weitere Verunreinigungen und Aggregate abzutrennen. Dabei 
diffundieren kleinere Moleküle in die poröse Matrix der Säule, wodurch die Retentionszeit im 
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Vergleich zu größeren Molekülen vergrößert wird. Somit wandern die größeren Moleküle schneller 
durch die Säule und eluieren als erstes.[155]         
Aus der Heparin Aufreinigung erhaltene XPA Fraktionen wurden zunächst mit einem Amicon 
Röhrchen (15 mL, 10 kDa, Millipore) durch Zentrifugation mit dem Kristallisationspuffer II 
umgepuffert und auf ca. 2 mL einkonzentriert. Danach wurde die Proteinprobe durch einen 5 mL 
Sampleloop mit einer Flussrate von 1 mL/min auf die Gelfiltrationssäule, die bereits mit 
Kristallisationspuffer II äquilibriert wurde, aufgetragen. Dabei betrug die Fraktionsgröße 2 mL. Zum 
Schluss wurden die sauberen Protein enthaltenden Fraktionen mittels SDS-PAGE analysiert, vereint 
und mit einem Amicon Röhrchen (15 mL, 10 kDa, Millipore) durch Zentrifugation auf ca. 8-10 mg/mL 
einkonzentriert. Anschließend wurde das Protein in flüssigem Stickstoff schockgefroren und 
bei -80 °C gelagert. 
 
4.2.2.3.2. RPA Reinigung 
 
Die Chromatographieschritte zur RPA Reinigung sind in Tabelle 12 aufgelistet. Dabei wurde nach 
einem Protokoll von Wold et al. verfahren.[156] Zur Aufreinigung wurde ein Äkta System verwendet. 
Tabelle 12: Chromatographieschritte der RPA Reinigung. 
Chromatographieschritte Chromatographiesäule 
1. CibacronTM Blue Affinitätschromatographie 
2. Hydroxylapatit (HAP) Affinitätschromatographie 
3. MonoQ Anionenaustauschchromatographie 
 
1. CibacronTM Blue Affinitätschromatographie: 
Bei der CibacronTM Blue Affinitätschromatographie ist der Farbstoff CibacronTM Blue F3G-A als Ligand 
an der Säulenmatrix gebunden. Dadurch fungiert die Säule als starker Kationentauscher und DNA-
interagierende Proteine können ebenfalls an die Säule binden.[157-158]        
Zur Proteinaufreinigung von RPA, welches eine starke DNA Bindungsaffinität besitzt, wurde eine 
8 mL (1x 5 mL und 3x 1mL) HiTrapTM Blue HP Säule (GE Healthcare, Garching), die mit 5% HI Puffer B 
äquilibriert wurde, verwendet. Dabei wurde das Lysat über einen Superloop (40 mL) mit 5% HI-
Puffer B (95% HI-Puffer A) und einer Flussrate von 1 mL/min auf die Säule aufgetragen. Nach dem 
Auftrag des Lysats wurde mit 5% HI-Puffer B für 5 CV gewaschen. Als nächstes wurde mit 80% HI-
Puffer B und danach mit 100% HI-Puffer C gewaschen. Anschließend konnte das Protein mit 100% 
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HI-Puffer D (1.5 mM NaSCN) eluiert werden. Die Waschfraktionen, als auch die Elutionsfraktionen, 
wurden mit einer Fraktionsgröße von 8 mL gesammelt. Protein enthaltende Fraktionen wurden 
mittels SDS-PAGE identifiziert. 
2. HAP Affinitätschromatographie: 
Bei der HAP Säule handelt es sich sowohl um einen Kationenaustauscher als auch um eine Calcium-
Affinitätschromatographie. Die Aminogruppen des Proteins können mit den negativen 
Phosphatgruppen des HAP-Trägermaterials ((Ca5(PO4)3OH)2) interagieren. Weiterhin können 
Proteine durch ihre Carboxylgruppen mit Calcium interagieren. Die Elution kann mit Phosphat im 
Puffer erfolgen.[159]              
Aus der CibacronTM Blue Affinitätschromatographie erhaltene RPA Fraktionen, wurden mit dem HI-
Puffer E im Verhältnis 1:2 verdünnt und über einen Superloop mit einer Flussrate von 1 mL/min auf 
eine selbstgepackte 3.5 mL HAP Säule, die mit HI-Puffer E äquilibriert wurde, aufgetragen. Danach 
wurde mit HI-Puffer E für 5 CV gewaschen. Die Protein-Elution erfolgte bei 100% HI-Puffer F, einer 
Flussrate von 1 mL/min und einer Fraktionsgröße von 1 mL. Zum Schluss wurde die Säule mit HI-
Puffer G sowie Lagerungspuffer 1 gewaschen und im Lagerungspuffer 2 gelagert. Protein 
enthaltende Fraktionen wurden mittels SDS-PAGE analysiert. 
3. MonoQ Anionenaustauschchromatographie: 
Zur weiteren Aufreinigung von RPA wurde ein Stufengradient für die MonoQ 
Anionenaustauschchromatographie benutzt. RPA enthaltende Fraktionen (aus dem HAP 
Affinitätschromatographie-Schritt) wurden mit HI-Puffer A im Verhältnis 1:2 verdünnt und über 
einen Superloop mit einer Flussrate von 1 mL/min auf die Säule, die mit 5% HI-Puffer B äquilibriert 
wurde, aufgetragen. Danach wurde mit 5%, 10% und mit 20% HI-Puffer B für jeweils 5 CV gewaschen 
(Stufengradient). Die Elution des Proteins erfolgte mit einem linearen Gradienten von 20% auf 40% 
HI-Puffer B in 10 CV bei einer Flussrate von 1 mL/min und einer Fraktionsgröße von 1 mL. Danach 
wurde die Säule mit 40% und 100% HI-Puffer B gewaschen. Protein enthaltende Fraktionen wurden 
mittels SDS-PAGE analysiert. Zum Schluss wurden die reinsten Protein enthaltenden Fraktionen 
vereint und mit einem Amicon Röhrchen (15 mL, 30 kDa, Millipore) durch Zentrifugation mit dem 
Kristallisationspuffer II umgepuffert und auf ca. 8-12 mg/mL einkonzentriert. Anschließend wurde 





4.2.2.3.3. Bestimmung der Proteinkonzentration 
 
Die Konzentration von Proteinen wurde mit dem NanoDrop Spektrophotometer ND-1000 (Peqlab, 
Erlangen) bestimmt. Dabei wurde die Konzentration des Proteins durch die gemessene Absorption 
bei 280 nm bestimmt, da die aromatischen Aminosäuren Phenylalanin, Tryptophan und Tyrosin ihr 
Absorptionsmaximum bei 280 nm haben. Bei einem Extinktionswert von 1 entspricht dies einer 
Konzentration von ca. 1 mg/mL. Für genauere Messwerte kann der jeweilige Extinktionskoeffizient 
des Proteins mit eingerechnet werden. Weiterhin kann die Reinheit der Proteinprobe durch diese 
photometrische Messung bestimmt werden, um DNA-Kontaminationen auszuschließen. Ein Wert 
unter 1 des Verhältnisses von 260 nm : 280 nm zeigt eine reine Proteinprobe auf.[144] 
 
4.2.2.3.4. Konzentrierung der Proteinlösung 
 
Für die Aufreinigungsschritte oder für weitere biochemische Studien war das Aufkonzentrieren der 
Proteinlösung notwendig. Dabei wurden die Protein enthaltenden Fraktionen mit einem Amicon 
Ultra-15 und Amicon Ultra-4 (Merck Millipore, Darmstadt) durch Zentrifugation bei 3220 xg  und 4 °C 
aufkonzentriert. Für kleinere Volumina wurde ein Amicon Ultra-0.5 mL verwendet (14674 xg, 4 °C). 





Zur Überprüfung der Reinigung und zur Auftrennung der Proteine nach ihrem Molekulargewicht 
wurde die SDS-PAGE unter denaturierenden Bedingungen durchgeführt. Durch Anlegen eines 
elektrischen Feldes können die Proteine zur Anode wandern und lassen sich dadurch 
elektrophoretisch auftrennen. Zudem kann SDS die Eigenladung von Proteinen überdecken, wodurch 
die Proteine negativ geladen sind und nur nach ihrer Größe elektrophoretisch aufgetrennt werden. 
Dabei wandern kleinere Proteine schneller durch die Poren des Polyacrylamidgels. Durch einen 
Proteinstandard kann das Molekulargewicht der einzelnen Proteine bestimmt werden.[160]      
Die Proteinproben wurden vor dem Beladen mit einer geeigneten Menge an 5x-SDS-Auftragspuffer 
versetzt und bei 95 °C für 5 min denaturiert. Die Taschen des Gels wurden mit 5-20 μL Probe bzw. 
5 μL Protein-Standard beladen. Dabei wurde ein 15% SDS-Gel verwendet und die Proteine in einem 
elektrischen Feld für 30 min bei 300 V oder 60 min bei 180 V aufgetrennt. Danach wurde das Gel mit 
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einer Coomassie-Lösung II (600 µL) und 10 mL Färbelösung II für 15 min gefärbt und mit Wasser für 
30 min entfärbt, um die Banden der Proteine und des Markers sichtbar zu machen.             
Tabelle 13 zeigt die Zusammensetzung eines 15% SDS-Gels auf. Die Lagerung der gegossenen Gele 
erfolgte bei 4 °C. 
Tabelle 13: Zusammensetzung für fünf 15%-ige SDS-Gele. 
Reagenzien 15% Trenngel 5% Sammelgel 
ddH20 4.6 mL 6.8 mL 
Rotiphorese Gel 30 10 mL 1.7 mL 
Tris-HCl 1.5 M, pH 8.8 5 mL - 
Tris-HCl 1 M, pH 6.8 - 1.25 mL 
10% SDS-Lösung 200 µL 100 µL 
10% APS-Lösung 200 µL 100 µL 
TEMED 20 µL 10 µL 
 
 
4.2.2.5. Biochemische Methoden 
4.2.2.5.1. EMSA 
 
Mit EMSA Studien können DNA-Protein-Interaktionen untersucht werden. Durch die DNA-Protein-
Interaktion wird das Laufverhalten der DNA im Vergleich zu freier DNA in einem elektrischen Feld 
verändert, wodurch die Interaktion nach Anfärbung der DNA nachgewiesen werden kann.[161]  
Kleines 4.5% natives Polyacrylamidgel: 
Die dsDNA (10 pmol pro Spur) wurde mit steigender Proteinkonzentration bei verschiedenen Zeiten 
und Temperaturen (abhängig vom Experiment) inkubiert. Für das Bindungsexperiment wurde ein 
10 µL Reaktionsansatz in Kristallisationspuffer II gewählt, welcher mit 2 µL 5x EMSA-Auftragspuffer 
versetzt wurde. Anschließend wurden die Taschen des 4.5% nativen Gels mit 10 μL Probe beladen. 
Danach wurde ein elektrisches Feld für 45 min bei 100 V und 4 °C angelegt (Laufpuffer 0.25x TBE). 
Danach wurde das Gel mit einer 1x TBE-Lösung (50 mL) und 5 µL SYBR Green I (1:10000, Sigma 
Aldrich, Deisenhofen) für 20 min im Dunkeln und bei RT gefärbt, um die Banden der DNA sichtbar zu 
machen. Die Detektion erfolgte bei einer Absorption mit 460 nm und einer Emission mit 515 nm 
über das Image Reader Gerät. Tabelle 14 beschreibt das Pipettierschema der Gele.  
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Tabelle 14:  Zusammensetzung für fünf 4.5%-ige native TBE-Gele. 
Reagenzien Volumen 
ddH20 23.25 mL 
Rotiphorese 30 4.5 mL 
10x TBE 1.5 mL 
Glycerin 100% 0.75 mL 
10% APS-Lösung 225 µL 
TEMED 15 µL 
 
Großes 3.5% natives Polyacrylamidgel: 
Die dsDNA (10 pmol/µL, 2-4 µL) wurde mit steigender Proteinkonzentration bei verschiedenen 
Zeiten und Temperaturen (abhängig vom Experiment) inkubiert. Für das Bindungsexperiment wurde 
ein 20 µL Reaktionsansatz in Kristallisationspuffer II gewählt, welcher mit 4 µL 5x EMSA-
Auftragspuffer versetzt wurde. Anschließend wurden die Taschen des 3.5% nativen Gels mit 20 μL 
Probe beladen. Danach wurde ein elektrisches Feld für ca. 3 h bei 30 mA (konstant), 1000 V, 300 W 
und 7 °C angelegt (Laufpuffer 1x TBE). Danach wurde das Gel mit einer 1x TBE-Lösung (200 mL) und 
20 µL SYBR Green I (1:10000, Sigma Aldrich, Deisenhofen) für 20 min im Dunkeln und bei RT gefärbt, 
um die DNA-Banden sichtbar zu machen. Die Detektion erfolgte bei einer Absorption mit 460 nm 
und einer Emission mit 515 nm am Gerät Image Reader. Die Herstellung der Gele erfolgte wie in 
Tabelle 15 beschrieben. 
Tabelle 15: Zusammensetzung eines großen 3.5% nativen TBE-Gels. 
Reagenzien Volumen 
ddH20 40.42 mL 
Rotiphorese 30 5.83 mL 
10x TBE 2.5 mL 
Glycerin 100% 1.25 mL 
10% APS-Lösung 375 µL 









Der Gelfiltrationsassay dient zur Isolierung und zum Nachweis eines XPA/RPA/DNA-Komplexes. 
Dafür wurden verschiedene Verhältnisse des Komplexes getestet (4:4:1, 1:2:2, 1:1:1 für 
XPA:RPA:DNA).  Die verwendete Gelfiltrationssäule beruht auf den SEC-Prinzip, wodurch der 
Komplex im Gegensatz zu den einzelnen Komponenten als erstes eluieren sollte, da dieser im 
Vergleich zu den einzelnen Proteinen und der DNA größer ist.         
Die Proteine und DNA, welche im Kristallisationspuffer II vorlagen, wurden in einem Reaktionsansatz 
von insgesamt 200 µL zusammen pipettiert und für 5 min bei 15000 rpm und bei 4 °C zentrifugiert. 
Dabei wurde nach Optimierung des Assays der Kristallisationspuffer II anstatt I verwendet. Nach der 
Zentrifugation wurde der Überstand durch einen 500 µL Sampleloop mit einer Flussrate von 
0.5 mL/min bei 4 °C auf eine 24 mL Gelfiltrationssäule (SuperdexTM 200 Increase 10/300 GL, GE 
Healthcare), die bereits mit Kristallisationspuffer II äquilibriert wurde, aufgetragen. Dabei wurden 
0.5 mL Fraktionen für 60 min gesammelt. Durch die Absorption bei 260 nm und 280 nm wurden 
Protein und DNA enthaltende Fraktionen identifiziert.                   
Anschließend wurden diese mittels SDS-PAGE analysiert, um den XPA/RPA/DNA-Komplex 
enthaltende Fraktionen zu identifizieren. Dafür wurden 20 µL der gesammelten Fraktion mit je 4 μL 
5x SDS-Auftragspuffer versetzt und bei 95 °C für 5 min denaturiert. Die Taschen des 15% SDS-Gels 
wurden mit 20 μL Probe bzw. 5 μL Protein-Standard beladen. Dabei wurden die Proteine in einem 
elektrischen Feld für 60 min bei 180 V aufgetrennt. Danach wurde das Gel mit der Coomassie-
Lösung II (600 µL) und Färbelösung II (10 mL) für 15 min gefärbt und mit Wasser für 30 min entfärbt, 
um die Banden der Proteine und des Markers sichtbar zu machen.          
Weiterhin wurden gesammelte Fraktionen mittels nativer Gelelektrophorese analysiert, um DNA 
enthaltende Fraktionen zu identifizieren und um Protein-DNA Interaktionen nachweisen zu können. 
Dafür wurden 10 µL der gesammelten Fraktion mit je 2 μL 5x EMSA-Auftragspuffer versetzt und die 
Taschen des 4.5% nativen Gels mit 10 μL Probe beladen. Anschließend wurde ein elektrisches Feld 
für 45 min bei 100 V und 4 °C angelegt. Danach wurde das Gel mit einer 1x TBE-Lösung (50 mL) und 
5 µL SYBR Green I für 20 min im Dunkeln und bei RT gefärbt, um die Banden der DNA sichtbar zu 
machen. Die Detektion erfolgte bei einer Absorption mit 460 nm und einer Emission mit 515 nm am 
Gerät Image Reader. Daneben wurden XPA und RPA einzeln, zusammen und mit DNA, sowie die DNA 
ohne Protein mit dem Gelfiltrationsassay, wie oben beschrieben getestet, um die einzelnen 
Retentionszeiten/-volumina im Vergleich zum Komplex bestimmen zu können. Außerdem wurde die 
Stabilität des Komplexes getestet, indem die Komplex enthaltende Fraktion einkonzentriert und bei 
4 °C, sowie bei -80 °C gelagert wurde, um dann erneut auf die Gelfiltrationssäule aufgetragen 
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wurden. Ferner wurde ein Gelfiltrationsstandard von Biorad, München (Art-Nr. 151-1901), welcher 
die Proteine Thyroglobulin, γ-Globulin, Ovalbumin, Myoglobin und Vitamin B12 enthielt, nach 
Herstellerangaben verwendet. Die einzelnen Retentionszeiten/-volumina der jeweiligen Proteine 
geben Rückschlüsse auf das molekulare Gewicht. Mit diesem Standard sollte das molekulare 
Gewicht des XPA/RPA/DNA-Komplexes bestimmt werden. Hierfür wurde der Standard in 500 µL 
Kristallisationspuffer II gelöst und 100 µL davon wurden mit einem 500 µL Sampleloop und einer 
Flussrate von 0.5 mL/min auf die Gelfiltrationssäule aufgetragen. Die Protein enthaltenden 
Fraktionen wurden durch die Absorption bei 280 nm identifiziert und mittels SDS-PAGE analysiert. 
        
4.2.2.5.3. Thermofluor 
 
Der Thermofluor Assay ermöglicht optimale Pufferbedingungen für ein Protein zu finden. Dadurch 
können unterschiedliche Salze, pH-Werte und Additive getestet werden, um die Stabilität eines 
Proteins zu testen. Die Methode beruht auf der Exposition von hydrophoben Resten des Proteins im 
Verlauf der Denaturierung (durch Erhöhung der Temperatur), die durch den Farbstoff SYPRO Orange 
detektiert werden kann. Denn der Farbstoff kann an die freigesetzten hydrophoben Bereiche des 
Protein. Dabei kann eine Zunahme der Fluoreszenz detektiert werden, da die Fluoreszenz des 
Farbstoffs bei Interaktionen mit hydrophoben Bereichen steigt. Somit wird die Emissionskurve des 
Farbstoffs in Abhängigkeit der Temperatur gemessen. Umso höher die Denaturierungstemperatur 
des Proteins ist, desto höher ist die Proteinstabilität in diesem Puffer.[162]           
Für den Thermofluor Assay wurden 96-well Platten und eine Real-Time PCR Maschine (Biorad CFX 
Touch, Biorad, München) von der Hopfner Gruppe (LMU München) verwendet. Zudem wurde nach 
dem Protokoll von Boivin et al. verfahren.[162] Dafür wurden 2 µL Proteinlösung (cEND = 1.6 µM) und 
2 µL SYPRO Orange (cEND = 5x, Sigma Aldrich, Deisenhofen) zum zu testenden Puffer gegeben 
(Reaktionsansatz pro well = 25 µL) und die Temperatur von 5 °C auf 95 °C mit einem Gradienten von 
1 °C/min erhöht. Die Extinktion für den Farbstoff betrug 485 nm und die Emission 530 nm. Die 
erhaltenen Datensätze wurden mit dem Microsoft Office Programm Excel ausgewertet. Für die 
Testbedingungen wurde sowohl eine Platte nach Boivin et al. (Platte: Buffer Screen), als auch weitere 









Die Kristallisationsstudien des XPA/RPA/DNA-Komplexes wurden teilweise in enger Zusammenarbeit 
mit Prof. Caroline Kisker und Dr. Jochen Kuper (Würzburg) durchgeführt. Proteinkristalle können die 
Aufklärung der dreidimensionalen Proteinstruktur via Röntgenstrukturanalyse ermöglichen. 
Proteinkristalle entstehen beim Übergang einer gesättigten Lösung in eine feste Phase, welches 
durch Präzipitate wie Salz oder organische Lösungen ermöglicht wird. Für die Studien wurde die 
Dampfdiffusions-Methode verwendet, wobei die Probenlösung eine geringere Konzentration als die 
Reagenzlösung besitzt. Durch Dampfdiffusion verringert sich das Volumen der Probelösung (des 
Tropfens), wobei die Konzentration steigt und es somit zur Kristallisation kommt.[163]   
Zuerst wurden initiale Bedingungen angesetzt (Index-Screen, Kisker Gruppe), um beispielsweise eine 
geeignete Salz-Konzentration oder pH-Wert für die Protein-Kristallisation zu finden. Dabei wurden 
die Proteine XPA (9.0 nmol in 35 µL Kristallisationspuffer II) und RPA (3.7 nmol in 35 µL 
Kristallisationspuffer) einzeln, sowie zusammen (je 2.5 nmol in 35 µL Kristallisationspuffer II) 
getestet. Um Proteinpräzipitate zu entfernen, wurden die Proteine zuvor 5 min bei 21130 xg 
zentrifugiert. Dabei wurde der Überstand für die Kristallisation verwendet. Mit dem Kristallisations-
roboter (Honeybee von Genomic Solutions, USA) wurden 96 verschiedene Bedingungen getestet. 
Dafür wurde mit der sitting-drop Methode eine Tropfengröße von 150 nL bei einer Reservoirmenge 
von 60 µL angesetzt. Zum Schluss wurden die Kristallisationsplatten bei 20 °C gelagert.      
Als Nächstes wurde versucht den XPA/RPA/DNA-Komplex, welcher im Kristallisationspuffer II vorlag, 
zu kristallisieren. Dafür wurde nach dem Gelfiltrationsassay der Komplex auf ca. 1 mg/mL 
aufkonzentriert. Auch hier wurde eine Tropfengröße von 300 nL, eine Reservoirmenge von 60 µL und 
die sitting-drop Methode verwendet. Dabei wurden vier verschiedene Screens mit je 96 
Bedingungen unter Zuhilfenahme des Kristallisationsrobotors angesetzt (JCSG+, Protein complex, 
Nucleix Suite und Index von der Kisker Gruppe). Zum Schluss wurden die Kristallisationsplatten bei 
20 °C gelagert.                 
In späteren Kristallisationsstudien wurden verschiedene Screens von der Firma Qiagen (Classic, MPD, 
PACT und Nucleix) und Molecular Dimension (JCSG+) mit einem Kristallisationsroboter am Max-
Plank-Institut (Prof. Elena Conti, Martinsried) angesetzt. Dabei wurde eine Tropfengröße von 100 nL, 
eine Reservoirmenge von 70 µL und die Dampfdiffusions-Methode bei 4 °C verwendet. Für die 
Kristallisationsansätze wurden sowohl der Komplex als auch die einzelnen Proteine bei 




4.2.2.7. Negativfärbung und Kryo-Elektronenmikroskopie 
 
Kryo-EM ermöglicht die 3D-Strukturbestimmung von Proteinen und Komplexen. Durch den 
verbesserten Detektor (K2 Summit von Gatan) lassen sich inzwischen Strukturen von kleineren 
Proteinen/Komplexen unter 200 kDa von bis zu 2.9 Å erhalten. Vorweg sollte durch Negativfärbung 
zum einen die Homogenität und die Partikelgröße bestimmt werden und zum anderen die optimale 
Konzentration getestet werden.[164-165]               
Die Negativfärbung Experimente wurden in Zusammenarbeit mit der Beckmann Gruppe (LMU, 
München) durchgeführt. Dafür wurde nach dem Gelfiltrationsassay der XPA/RPA/DNA-Komplex auf 
ca. 0.48 mg/mL einkonzentriert. Zur Bestimmung der optimalen Konzentration für die 
Negativfärbung wurde die Probe unverdünnt, im Verhältnis 1:10 und  1:20 verwendet. Dabei wurden 
3.5 µL der Probe auf ein beglimmtes Grid, ein mit Kohlenstoff befilmtes Trägernetzchen, für 45 s 
aufgetragen. Danach wurde das Grid mit H2O gewaschen und anschließend wurden 3.5 µL 
Uranylacetat als Kontrastmittel auf das Grid für 15 s aufgetragen. Das restliche Uranylacetat wurde 
dann mit Blotting Papier entfernt. Als nächstes wurden die Grids am Morgagni-Transmissions-
elektronenmikroskopie (TEM 100 kV, Beckmann Gruppe) analysiert. Für die Grids, die homogene 
Partikel und eine homogene Färbung enthielten, wurden am Spirit (TEM 120 kV, Beckmann Gruppe)  
Daten gesammelt. Dieses wurde von Charlotte Ungewickell (Beckmann Gruppe) durchgeführt. Für 
die anschließende Evaluation der Datensammlungen für die 2D-Klassifikation wurden 10 Klassen 
durch manuelles Partikel-Picking mit dem Programm EMAN2 erstellt, welche für das automatische 
Partikel-Picking in Relion-1.3 verwendet wurden.               
Zudem wurden Kryo-EM Messungen für den XPA/RPA/DNA-Komplex in Kooperation mit der Dietz 
Gruppe (TU München) durchgeführt. Dafür wurde nach dem Gelfiltrationsassay der XPA/RPA/DNA-
Komplex auf ca. 1 mg/mL einkonzentriert, aliquotiert und teilweise in flüssigem Stickstoff 
schockgefroren. Die Proben wurden dann von Fabian Köhler (Dietz Gruppe) für Kryo-EM Studien 
verwendet. Dieser verwendete sowohl den frisch isolierten als auch den bei -80 °C gefrorenen 
Komplex. 
 
4.2.2.8. Synthese von Oligonukleotiden mit einem C8-AAF-dG Schaden 
4.2.2.8.1. Synthese von C8-AAF-dG 
 






Die DNA-Synthese zum Einbau der C8-AAF-dG Modifikation wurden an einem ABI 394 DNA/RNA 
Synthesizer (Applied Biosystems) durchgeführt. Dafür wurden Standardprotokolle des 
Geräteherstellers verwendet. Dabei wurden 1 μmol oder 200 nmol Maßstäbe zur Herstellung 
verwendet. Für die DNA-Synthese wurden ultramild-Konditionen nach Gillet et al.[44] verwendet und 
die Kupplungszeit der Modifikation auf 30 min (2 x 15 min) verlängert. Die Standard 
Phosphoramidite (Ac-dC, dT) und die ultramild-Phosphoramidite (Pac-dA, iPr-Pac-dG), sowie die 
ultramild Q-CPG-Träger wurden von den Firmen Glen Research oder Link Technologies bezogen. Als 
Aktivator wurde der Aktivator 42 (Sigma-Aldrich) und Acetonitril von der Firma Roth (Wassergehalt < 
10 ppm oder <30 ppm) verwendet. Die Konzentration der gelösten Phosphoramidite in Acetonitril 
betrug 0.1 M (<10 ppm H2O). Die Capping Lösung A und B, die Oxidationslösung und die 




Durch die DMT-off Synthese wurde am Ende der DNA-Synthese die terminale 5ʹ-DMTr Gruppe 
abgespalten. Zur Entschützung der Oligonukleotide und zur Abspaltung von der Festphase wurden 
ultramild-Bedingungen (Lösung aus 10% Diisopropylamin und 0.25 M β-Mercaptoethanol in 
Methanol, 55 °C, 18 h, 650 rpm) verwendet. Nach der Entschützung wurden die Lösungen an einer 
SpeedVac eingeengt.  
 
4.2.2.8.4. Aufreinigung der Oligonukleotide durch HPLC 
 
Zur Vorbereitung wurden die Oligonukleotid wieder in ddH2O aufgenommen und durch einen 
0.2 μm Spritzenfilter filtriert. Für die analytische RP-HPLC wurden die Geräte 2695 Separations 
Module, 2996 Photodiode Array Detector (Waters, Eschborn) sowie die RP-Säule EC 250/4 Nucleodur 
100-3 C18 (Macherey-Nagel, Düren) verwendet. Weiterhin wurden für die präparative RP-HPLC die 
Geräte 2487 Dual λ Absorbance Detector, 1525 Binary HPLC Pump (Waters, Eschborn) und die RP-
Säule VP 250/10 Nucleodur 100-5 C18 (Macherey-Nagel, Düren) verwendet. Zudem konnte die 
aromatische Aminofluoren Einheit bei einer zweiten Wellenlänge bei 305 nm detektiert werden. Für 
die analytische HPLC der Oligonukleotide wurde ein Gradient von 0-30% Puffer B in 45 min und einer 
Flussrate von 0.5 mL/min verwendet. Für die präparative HPLC und zur Aufreinigung der kleineren 
156 
 
Oligonukleotide (bis zum 18mer) wurde ein Gradient von 0-30% Puffer B in 45 min und für die 
größeren Oligonukleotide (25mer bis 45mer) wurde ein Gradient von 0-25% in 65 min mit einer 
Flussrate von 5 mL/min verwendet. Die aufgereinigten Oligonukleotide wurde mittels Sep-Pak 
Kartuschen (Waters, Eschborn) nach dem Standardprotokoll des Herstellers entsalzt. 
4.2.2.8.5. MALDI-TOF-Analyse der Oligonukleotide 
 
Die entsalzten Oligonukleotide wurden auf einer HPA-Matrix (3-Hydroxypicolin-Säure (50 mg), 
15-Krone-5 (10 μL), Ammonium-Hydrogencitrat (10 mg in 500 μL H2O und 500 μL CH3CN) ko-
kristallisiert. MALDI-TOF Spektren wurden zur Identifizierung der richtigen Masse der 
Oligonukleotide mit einem Bruker-Autoflex II-Massenspektrometer und einem AnchorChip™-Target 
(Bruker MTP var/384) generiert.  
 
4.2.2.8.6. Bestimmung der DNA-Konzentration 
 
Die Konzentration der Oligonukleotide wurde mit dem NanoDrop Spektrophotometer ND-1000 
(Peqlab, Erlangen) bestimmt. Dabei wurde die Konzentration der gelösten Oligonukleotide durch die 
gemessene Absorption bei 260 nm und durch den Extinktionskoeffizienten bestimmt. Der 
Extinktionskoeffizient des Oligonukleotids wurde mit Hilfe des Lambert-Beerschen Gesetzes und aus 
der Summe der einzelnen Extinktionskoeffizienten berechnet (dA: 15.2 L mmol−1 cm−1, dC 
7.1 L mmol−1 cm−1, dG 12.0 L mmol−1 cm−1, dT 8.4 L mmol−1 cm−1 und für C8-AAF-dG wurde der 
Extinktionskoeffizient von  dG  angenommen). Ein Wert zwischen 1.8 und 2.0 bei einem Verhältnis 
von 260 nm/280 nm spiegelt eine reine DNA-Probe ohne Protein-Kontaminationen wider.[144] 
 
4.2.2.8.7. Hybridisierung von DNA-Proben 
 
Äquivalente Mengen von zwei komplementären DNA-Strängen wurden vereint und an einer 
SpeedVac eingeengt. Anschließend wurden diese in der gewünschten Konzentration im 
Kristallisationspuffer I oder II angelöst, sowie zur Hybridisierung in einem Thermocycler auf 95 °C 




4.3. Ergebnisse und Diskussion 
4.3.1. Synthese des C8-AAF- Phosphoramidits und DNA Festphasensynthese 
 
Um die die Funktion eines XPA/RPA/DNA-Komplexes zu untersuchen, wurden verschiedene 
Oligonukleotide mit einem C8-AAF-dG Schaden synthetisiert. Für die Synthese des C8-AAF-dG 
Phosphoramidits (Abbildung 19) konnte eine neue, kürzere Syntheseroute etabliert werden. Diese 
wurde bereits im Abschnitt 3.2. und 3.3. beschrieben und veröffentlicht. 
 
Abbildung 19: Darstellung des C8-AAF-dG Phosphoramidits. 
Das synthetisierte C8-AAF-dG wurde gezielt in verschiedene Sequenzen durch automatische DNA-
Festphasensynthese nach Caruthers erfolgreich eingebaut, welche in Schema 4 veranschaulicht 
ist.[166] Dafür wurden ultramild-Konditionen nach Gillet et al. angewendet, um die Abspaltung der 
basenlabilen Acetylgruppe des Acetylaminofluorens während der Entschützung zu vermeiden.[44] In 
der Tabelle 4 im Abschnitt 4.2.1.2. sind die hergestellten, modifizierten Oligonukleotide aufgelistet. 
Die Sequenzen der Oligonukleotide wurden so konzipiert, dass sich keine Sekundärstrukturen wie 
beispielsweise Haarnadelstrukturen ausbilden können.         
Die Synthese des Oligonukleotids erfolgt von 3´ nach 5´ an einem festen Träger (controlled pore 
glass, CPG). Zu Beginn der Synthese ist das erste Nukleosid bereits an die CPG-Festphase gebunden. 
Hierbei ist die 3´-Hydroxygruppe des Nukleosids über einen basenlabilen Ester als Linker an den 
Träger verknüpft. Dadurch kann das fertig synthetisierte Oligonukleotid durch basische Bedingungen 
vom Träger abgespalten werden. Im ersten Schritt der Synthese wird die temporäre, säurelabile 
DMTr-Schutzgruppe am 5´-Ende durch 3%-ige DCA abgespalten, um ein weiteres Nukleosid selektiv 
koppeln zu können. Hierdurch kann die freie 5´-Hydroxygruppe nukleophil am Phosphoratom des 
anderen Nukleosids angreifen, welches zuvor mit einem Tetrazolderivat aktiviert wurde. Die 
Kopplungseffizienz des C8-AAF-dG Phosphoramidits war etwas niedrig, sodass die Kopplungszeit auf 
30 min (2 x 15 min) verlängert wurde. Dadurch konnte die Kopplungseffizient auf ca. 60% gesteigert 
und somit die Ausbeute erhöht werden. Die Kopplungseffizienz wurde durch die photometrische 




Schema 4: Reaktionszyklus der automatischen DNA-Festphasensynthese. 
Da die Kopplungen nicht quantitativ ablaufen, werden in einem Cappingschritt die freien 5´-
Hydroxygruppen acyliert. Ansonsten könnten diese im nächsten Reaktionszyklus erneut reagieren, 
wodurch verkürzte Oligonukleotide entstehen können. Zum Schluss wird das Phosphit durch Iod zum 
Phosphat oxidiert. Anschließend kann der Reaktionszyklus durch Abspaltung der DMTr-Gruppe 
erneut ablaufen, bis die gewünschte Länge des Oligonukleotids erreicht wird. Wie bereits oben 
beschrieben wurden ultramild-Konditionen nach Gillet et al. angewendet, um die Abspaltung der 
basenlabilen Acetylgruppe des Acetylaminofluorens während der Entschützung zu vermeiden.[44] 
Dafür wurde Phenoxyessigsäure anstatt Acetanhydrid als Capping-Reagenz verwendet. Weiterhin ist 
die exozyklische Aminfunktion der ultramild Phosphoramidite von dA und dG mit einer iso-Propyl-
Phenoxyacetylgruppe geschützt. Auch die Abspaltung des Oligonukleotids von der Festphase und die 
Entschützung erfolgte durch ultramild-Bedingungen. Das dabei verwendete β-Mercaptoethanol 
verhindert die Oxidation des C8-AAF-dG Addukts.[167]        
Nach Synthese der Oligonukleotide wurden diese mittels präparativer RP-HPLC aufgereinigt. Dabei 
wurde ein Gradient von 30% Puffer B in Puffer A in 45 min gewählt. Für längere Oligonukleotide (ab 
25mer) wurde ein längerer Gradient gewählt, um die Abbruchfragmente sauber und besser 
abzutrennen (25% Puffer B in Puffer A in 65 min). Durch diese beiden Reinigungsmethoden konnten 
alle Oligonukleotide mit einer Reinheit von 99% erhalten werden. Zusätzlich wurden die 
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Oligonukleotide via MALDI-TOF charakterisiert. Abbildung 20 stellt beispielhaft das präparative und 
das analytische HPL-Chromatogramm von einem C8-AAF-dG geschädigten 33mer dar. 
 
Abbildung 20: HPL-Chromatogramme von einem 33mer mit einem C8-AAF-dG Schaden. x-Achse: Retentionszeit [min];    
y-Achse: Absorption bei 256 nm [a.u.]. a) präparatives Chromatogramm; Gradient 25% Puffer B in 65 min. b) analytisches 






4.3.2. Das humane XPA Protein 
4.3.2.1. Allgemeines 
 
Um weitere Einblicke in den NER-Mechanismus zu bekommen, sollte ein XPA/RPA/DNA-Komplex 
isoliert und untersucht werden. Dafür war die Expression und Reinigung des Volllängen Proteins XPA 
notwendig. Am Anfang wurde das Plasmid pPSG-IBA43-XPAfl von Sandra Koch verwendet. Zur 
gezielten Aufreinigung besitzt das XPA Protein ein C-terminalen Streptavidin-tagII und einen N-
terminalen 6xHis-tag im pPSG-IBA43 Vektor. Die Aufreinigung ist in Abschnitt 3.1. beschrieben. 
Allerdings war die Ausbeute und Stabilität dieses Konstrukts nicht optimal, sodass ein neues XPA-
Konstrukt mit nur einem tag, um die Stabilität des Proteins zu verbessern, kloniert wurde. Die 




Die StarGate®-Technologie ermöglichte die Klonierung des xpafl Gens in den pPSG-IBA35 Vektor mit 
einem N-terminalen His-tag. Dabei wurde der Donorvektor IBA10 von Sandra Koch verwendet, 
wodurch nur noch die Transferreaktion in den pPSG-IBA35 Vektor durchgeführt werden musste. Die 
anschließende Transformation des Reaktionsansatzes in E. coli BL21(DE3)pLysS Zellen erwies sich als 
erfolgreich. Daneben wurde der Reaktionsansatz noch in E. coli NEB5α und BL21(DE3) Zellen 
transformiert. Allerdings war die Transferreaktion und Transformation in diese Zellen nicht 
erfolgreich. Die Überprüfung des Klonierungprodukts erfolgte via Restriktionsverdau, welcher die 
gewünschten Fragmente im Agarosegel (Abbildung 21) zeigte. Zusätzlich wurde die richtige Sequenz 




Abbildung 21: a) Vektorkarte von XPAfl pPSG-IBA35; rot: Ampicillin Resistenz; HindIII und Xba: Restriktionsstellen; orange: 
N-terminaler 6xHis-tag; grün: Protein; HindIII und Xba: Restriktionsstellen. b) 1%-iges Agarosegel des Restriktionsverdau 
von XPAfl pPSG-IBA35 mit den Restriktionsenzymen HindIII und Xba; Laufbedingungen: 100 V und 60 min; Spur 1: DNA 
Standard 100 bp; Spur 2: Restriktionsverdau mit den Fragmenten 2712, 483 und 460 bp; Spur 3: DNA Standard: 1 kb. 
 
4.3.2.3. Heterologe Expression und Aufreinigung von XPA 
 
Die heterologe Proteinexpression und Reinigung des zuvor hergestellten Klonierungsprodukts (XPAfl 
pPSG-IBA35) wurde durch verschiedene Bedingungen optimiert, wodurch die Proteinausbeute 
gesteigert werden konnte. Zu Beginn der Proteinexpression war die Menge an exprimiertem XPA 
nicht optimal, sodass weitere Expressionszellen wie BL21(DE3) oder Rosetta2(DE3) getestet wurden. 
Diese zeigten aber keinen signifikanten Unterschied in der Expression von XPA auf. Daneben wurden 
noch verschiedene Testexpressionen mit unterschiedlicher Induktionstemperatur, Induktionszeit, 
Konzentration an IPTG und Salzgehalt des LB-Mediums angesetzt. Dadurch konnten einige 
Parameter optimiert werden, die zu einer verbesserten Expression an XPA führten. Die Evaluierung 
der Testexpression erfolgte durch Probenentnahme zu bestimmten Zeitpunkten und anschließender 
Analyse via SDS-Gel. Tabelle 16 zeigt die Resultate, die zu einer Optimierung der Expression führten. 
Daneben konnte ein weiterer Parameter verbessert werden, indem die Übernachtkultur zuerst 1 h 
bei 37 °C und 200 rpm und danach 12 h bei 37 °C und 0 rpm inkubiert wurde anstatt 12 h bei 37 °C 
und 200 rpm.  
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Tabelle 16: Darstellung der optimierten Expressionsbedingungen von XPAfl pPSG-IBA35. 
Protein XPA Optimierte Bedingungen 
E. coli Stamm BL21(DE3)pLysS 
LB-Medium Mit 7.5 g/L NaCL 
Übernacht-Kultur 500 mL 1h bei 220 rpm, dann 0 rpm über Nacht 
OD600 0.6 
Induktion 0.5 mM IPTG 
Induktionstemperatur 37 °C 
Induktionszeit 4 h 
Schüttlergeschwindigkeit 200 rpm 
Zusatz 10 µM ZnCl2 
 
Außerdem konnte eine große Menge an XPA im Pellet nach dem Zellaufschluss festgestellt werden. 
Vermutlich durch die Bildung von Einschlusskörperchen (inclusion bodies) während der Expression 
oder durch einen unvollständigen Zellaufschluss. Daher wurde versucht, den Zellaufschluss via 
Ultraschall zu optimieren, indem verschiedene Anzahl an Zyklen, Zyklenzeiten und Pulseinstellungen 
getestet wurden. Dabei konnte bei maximaler Energie, einer Pulseinstellung von 5 und 10 Zyklen für 
je 30 Sekunden das beste Ergebnis erhalten werden und die Menge an XPA im Pellet nach dem 
Zellaufschluss minimiert werden (Abbildung 22). Zusätzlich wurde ein Lysozym-Verdau vor der 
Ultraschall-Lyse durchgeführt, um den Zellaufschluss zu unterstützen.   
Zum Schluss wurde die Reinigung des Proteins aus dem Zelllysat verbessert, um eine hohe Reinheit 
für die Kristallisationsstudien sowie für die Kryo-EM zu erreichen. Abbildung 22 zeigt die einzelnen 
Chromatogramme der entwickelten Reinigungsschritte und die Analyse der Reinigungseffizienz via 
SDS-PAGE. In der SDS-PAGE ist erkennbar, dass XPA ein Molekulargewicht von 40 kDa anstatt von 
32.6 kDa besitzt (Abbildung 22e). Dieses Laufverhalten ist auf eine geladene Glutamin reiche 
Domäne im Protein sowie auf ungeordnete Bereiche im N- und C-Terminus zurückzuführen.[168-170] 
Ein zusätzlich, eingebauter Chromatographieschritt (Abbildung 22b, Anionenaustauschchromato-
graphie) im Reinigungsprotokoll ermöglichte eine Abtrennung von niedermolekularen 
Verunreinigungen. Weiterhin wurde jeder einzelner Chromatographieschritt optimiert. Dafür wurde 
im ersten Reinigungsschritt (Abbildung 22a, Ni-NTA-Affinitätschromatographie) die 
Anfangskonzentration von Imidazol von 20 mM auf 30 mM erhöht, um unspezifische Bedingungen 
zu vermindern. Zudem wurde der lineare Gradient zur XPA-Elution von 7 auf 8 Säulenvolumen 
erhöht. Dadurch konnten hochmolekulare Verunreinigungen, insbesondere eine Bande bei 70 kDa 
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abgetrennt werden. Dabei eluierte XPA bei 55% NiNTA-Puffer B. Des Weiteren wurde auch eine 
selbst beladene Zn-NTA-Säule anstatt einer Ni-NTA-Säule im ersten Chromatographieschritt 
getestet. Dabei sollte die Verwendung von Zink zu einer Stabilisierung des Zinkfingers von XPA 
führen, da Nickel den Zinkfinger beeinträchtigen könnte. Die Verwendung dieser Säule führte zu 
einer etwas besseren Reinheit nach dem ersten Chromatographieschritt. Allerdings konnte die selbst 
beladene Zn-NTA-Säule nur einmal benutzt werden, da diese nach jedem Gebrauch neu beladen 
werden musste. Folglich wurde die Ni-NTA-Säule für die Reinigung aus Zeitgründen weiter 
verwendet. Für den zweiten und dritten Chromatographieschritt (Abbildung 22b und c)  wurde 
zusätzlich mit 5% Puffer B gewaschen, um weitere unspezifische Proteine zu eluieren. Auch  hierbei 
wurde die Länge der Gradienten verlängert. Dabei wurden im zweiten Chromatographieschritt der 
Gradient von 13 auf 15 Säulenvolumen erhöht, wodurch insbesondere eine Verunreinigung bei 
14 kDa und 35 kDa abgetrennt werden konnte (Abbildung 22e) und XPA bei 41% MonoQ-Puffer B 
eluierte. Vermutlich sind diese Verunreinigungen Abbauprodukte von XPA. Die Erhöhung des 
Gradienten von 30 auf 35 Säulenvolumen während der Heparinsäule (Abbildung 22c) ermöglichte 
eine bessere Abtrennung von nieder- als auch von hochmolekularen Verunreinigungen. Hinzu 
konnte XPA bei 50% Heparin-Puffer B mit einer Reinheit von 90% eluiert werden.  
 
Abbildung 22: Chromatogramme und SDS-PAGE der Reinigungsschritte von XPA. x-Achse: Retentionsvolumen [mL];          
y-Achse: Absorption [mAU]; blau: Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm. a) Ni-NTA Affinitäts-
chromatographie. b) MonoQ Anionenaustauschchromatographie. c) Heparin Affinitätschromatographie. d) Gelfiltrations-
chromatographie. e) Coomassie gefärbtes 15%iges SDS-PAGE. Laufbedingungen: 180 V, 1h. 1: Proteinstandard 
PageRuler
TM
; 2: Pellet nach dem Aufschluss; 3: Zelllysat; 4: Eluat der Ni-NTA-Säule bei 55% Puffer B; 5: Eluat der MonoQ-
Säule bei 41% Puffer B, 6: Eluat der Heparin-Säule bei 50% Puffer B; 7: Eluat der Gelfiltrationssäule bei einem 
Retentionsvolumen von 50.45 mL. 
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Der letzte Chromatographieschritt sollte letzte Verunreinigungen und Aggregate abtrennen. Dabei 
konnte XPA mit einer Reinheit von 99% (Abbildung 22e, Spur 7) und mit einem Retentionsvolumen 
von 55.45 mL erhalten werden. Ferner betrug die Proteinausbeute 3-4 mg aus 10 L Kultur und 
konnte durch die oben beschriebenen Parameter signifikant verbessert werden (zuvor ca. 1 mg aus 
10 L und 90% rein). Im Vergleich dazu betrug die Ausbeute von XPA pPSG-IBA43 nur 1 mg aus 10 L. 
Auch die Stabilität von XPA konnte verbessert werden, da weniger Aggregate im Vergleich zu XPA 
pPSG-IBA43 während der Gelfiltration (Abbildung 22d) erkennbar waren. Auch die Zugabe von 5 mM 
anstatt von 1 mM DTT zu den einzelnen Puffern steigerte die Stabilität von XPA. Dies äußerte sich 




4.3.3. Das humane Protein RPA 
4.3.3.1. Allgemeines 
 
Für die Untersuchung eines XPA/RPA/DNA-Komplexes ist die Expression und Aufreinigung von RPA 
mit allen drei Untereinheiten notwendig. Das Plasmid p11d-RPA wurde freundlicherweise von Prof. 
Marc Wold (Universität Iowa, USA) bereitgestellt. Das Plasmid besitzt alle drei Untereinheiten von 
RPA und keine Sequenz zur Epitopmarkierung des Proteins. Die Expression und Aufreinigung erfolgte 
nach dem Protokoll von Wold et al.[156] 
 
4.3.3.2. Aufreinigung von RPA 
 
RPA ist für E. coli giftig, sodass für jede Expression eine neue Transformation erfolgte. Zudem konnte 
eine stärkere Expression von RPA32 im Gegensatz zu den anderen beiden Untereinheiten detektiert 
werden, welches bereits von Wold et al. beschrieben werden konnte.[156] Für die anschließende 
Zelllyse wurde das entwickelte Protokoll via Ultraschall-Lyse von XPA verwendet. 
Abbildung 23 veranschaulicht die einzelnen Chromatogramme der Reinigungsschritte und die 
Analyse der Reinigungseffizienz via SDS-PAGE. Die Zugabe von DTT zu den einzelnen Puffern kurz vor 
der Aufreinigung sollte die Stabilität von RPA erhöhen, da dieses vor unerwünschter Oxidation von 
Cysteinresten schützt. Im ersten Reinigungsschritt (Abbildung 23a) konnte RPA mit einer 
Konzentration von 1.5 M NaSCN (100% HI-Puffer D) von der GEBlue-Affinitätssäule eluiert werden. 
Denn NaSCN ist ein chaotropes Salz, welches die Dissoziation von RPA von der Matrix verursacht. Die 
zuvor durchgeführten Waschschritte (80% HI-B und 100% HI-C) ermöglichten die Abtrennung von 
vielen unspezifischen Proteinen, sodass eine Reinheit des RPA Proteins von ca. 60% erreicht werden 
konnte (Abbildung 23d, Spur 4). Außerdem führte das NaSCN-Salz in der Proteinprobe zu einem 
Schmier im SDS-Gel. Dieser Schmier konnte durch Acetonfällung der SDS-Probe und Aufnahme des 
Proteinpellets in Wasser vermindert werden (Abbildung 23d, Spur 4). Im nächsten Reinigungsschritt 
wurde eine HAP-Affinitätschromatographie anstatt einer Dialyse durchgeführt, um das NaSCN-Salz 
zu entfernen (Abbildung 23b). Da das NaSCN-Salz RPA teilweise reversibel denaturieren kann, wurde 
der zweite Chromatographieschritt sehr zügig nach dem ersten Reinigungsschritt ausgeführt. Dabei 
konnte RPA mit 80 mM KH2PO4 (100% HI-Puffer F) und einer Reinheit von 90% eluiert werden 
(Abbildung 22d, Spur 5). Neben der Entfernung des NaSCN Salzes konnten viele nieder- und 
hochmolekulare Verunreinigungen entfernt werden. Das Eluat der HAP-Affinitätschromatographie 
wurde für den letzten Reinigungsschritt mit HI-Puffer A verdünnt, um die ionische Stärke im Eluat zu 
reduzieren. Der anschließende Reinigungsschritt via Anionenaustauscher (Abbildung 23c) 
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ermöglichte durch einen Stufengradienten die Entfernung von restlichen Verunreinigungen, 
insbesondere die Bande bei ca. 40 kDa. Dabei konnte RPA mit 350 mM KCl (35% HI-Puffer B) und 
einer Reinheit von ca. 99% eluiert werden (Abbildung 23d, Spur 6). Für weitere Versuche wurde das 
RPA Protein im Kristallisationspuffer II umgepuffert. 
 
 
Abbildung 23: Chromatogramme und SDS-PAGE der Reinigungsschritte von RPA. x-Achse: Retentionsvolumen [mL]; 
y-Achse: Absorption [mAU]; blau: Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm. a) GEBlue-
Affinitätschromatographie. b) HAP-Affinitätschromatographie. c) MonoQ-Anionenaustauschchromatographie.                      
d) Coomassie gefärbtes 15%iges SDS-PAGE. Laufbedingungen: 180 V, 1h. 1: Proteinstandard PageRuler
TM
; 2: Pellet nach 
dem Aufschluss; 3: Zelllysat; 4: Eluat der GEBlue-Säule bei 100% HI-Puffer D; 5: Eluat der HAP-Säule bei 100% HI-Puffer F;            
6: Eluat der MonoQ-Säule bei 35% HI-Puffer B. 
Weiterhin zeigt das SDS-Gel, dass ein 1:1:1 Komplex der drei Untereinheiten von RPA aufgereinigt 
werden konnte. Denn die Banden-Intensitäten im SDS-Gel nehmen proportional zum 
Molekulargewicht ab. Ferner betrug die Proteinausbeute 4.5-6.0 mg aus 5 L Kultur, welche mit den 




4.3.4. Isolierung eines stabilen XPA/RPA/DNA-Komplexes 
4.3.4.1. Allgemeines 
 
Nach Aufreinigung der Proteine XPA und RPA, sollten optimale Bedingungen für strukturelle Studien 
eines stabilen XPA/RPA/DNA-Komplexes gefunden werden. Titrationsstudien von Yang et al. zeigten 
bereits, dass sich ein XPA2/RPA-Komplex ausbildet, welcher mittels einer Gelfiltrationssäule isoliert 
werden konnte.[137] Basierend auf diesen Studien sollte ein Gelfiltrationsassay entwickelt werden, 
der den XPA/RPA/DNA-Komplex isoliert und charakterisiert. Zudem sollten mehrere DNA-Substrate 
getestet werden, um eine geeignete Sequenz für die Komplexbildung zu finden. Zu Beginn der 
Entwicklung des Assays wurden die Proteine im Kristallisationspuffer I gelagert, welcher 5% Glycerin 
enthält. Für spätere Strukturstudien, wie Kryo-EM, ist ein zu hoher Anteil an Glycerin nicht 
empfehlenswert, da dies die Viskosität der Probe beim Einfrieren erhöht. Daher wurden noch 
verschiedene Pufferbedingungen für beide Proteine getestet, die sowohl weniger Glycerin enthalten 
als auch die Stabilität der Proteine nicht beeinträchtigen.  
 
4.3.4.2. Thermofluor Assay 
 
Mit Hilfe des Thermofluor Assays wurden verschiedene Pufferbedingungen in einem ersten Screen 
nach Boivin et al. für die Proteine XPA und RPA getestet.[162] Dabei wurden unterschiedliche Salze, 
pH-Werte und Additive getestet, um die Stabilität der Proteine zu untersuchen. Daneben wurde in 
einem zweiten Screen unterschiedliche Mengen an Glycerin im Kristallisationspuffer I getestet, um 
eine zusätzliche Anwendung in Kryo-EM Studien zu ermöglichen (die verschiedenen Screenings 
befinden sich im Anhang 6.4.). Abbildung 24 zeigt die Ergebnisse des Thermofluor Assays 
(Pufferbedingungen nach Boivin et al.[162]) mit den am besten gemeinsamen Pufferbedingungen für 
XPA und RPA zusammen. Dabei wurde die Fluoreszenz des Farbstoffs SYPRO Orange in Abhängigkeit 
der Temperatur gemessen. Die genaue Funktionsweise des Thermofluor Assays wurde bereits im 
Abschnitt 4.2.2.5.3. beschrieben. 
Dabei ist in den Evaluierungsergebnissen (Abbildung 24) ein signifikanter Unterschied in der 
Fluoreszenz zwischen RPA und XPA erkennbar. Der Thermofluor Assay weist für XPA ein geringes 
Fluoreszenzsignal auf. Zunächst wurde angenommen, dass dies auf eine sehr geringe Stabilität von 
XPA in den Bedingungen nach Boivin et al. hinweist, wodurch XPA in den jeweiligen Puffern 
denaturiert vorliegen könnte und der Farbstoff somit bereits vor der Messung an XPA bindet.[162] Da 
XPA im Kristallisationspuffer I stabil vorlag, wurden, wie bereits oben erwähnt, verschiedene 
Glycerinmengen im Kristallisationspuffer I getestet. Weiterhin wurden dieselben Bedingungen für 
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beide Proteine zusammen untersucht. Dabei wurde angenommen, dass sich die Proteine gegenseitig 
stabilisieren und dadurch die Identifizierung guter Pufferbedingungen für XPA möglich wäre. 
Allerdings führten beide Ansätze zu kaum einer Fluoreszenz und somit zu keinem Erfolg. 
Wahrscheinlich kann XPA nicht über einen Thermofluor Assay analysiert werden, da XPA viele 
hydrophobe Bereiche besitzt und der Farbstoff vermutlich vor der Messung an XPA bindet. Des 
Weiteren präzipitierte XPA sichtbar bei einer Verringerung des Glyceringehalts. Deswegen wurde 
zunächst der Kristallisationspuffer I mit 5% Glycerin für die Komplexisolierung verwendet. Zum einen 
ist XPA in diesem Puffer stabil und zum anderen sind 5% Glycerin gerade noch am Grenzwert für 
Kryo-EM Bedingungen. Im Gegensatz dazu wies RPA in vielen verschiedenen Pufferbedingungen 
(Abbildung 24) eine hohe Stabilität auf, so auch im Kristallisationspuffer I. 
 
 
Abbildung 24: Ergebnis des Thermofluor Assays von XPA und RPA. x-Achse: Temperatur [°C]; y-Achse: Fluoreszenz [RFU]; 
rechts: Legende der verwendeten Puffern für RPA und XPA 1: Natriumkakodylat pH 6.5; 2: HEPES pH 7.0; 3: Tris-HCl pH 7.5; 






4.3.4.3.1. Gelfiltration eines Standards und der einzelnen Proteine  
 
Zur Isolierung und zum Nachweis eines XPA/RPA/DNA-Komplexes sollte ein Gelfiltrationsassay 
entwickelt werden. Die dabei verwendete, analytische Gelfiltrationssäule (SuperdexTM 200 Increase 
10/300 GL, 24 mL), beruht auf dem SEC-Prinzip, wodurch der Komplex im Gegensatz zu den 
einzelnen Komponenten früher eluieren sollte, da dieser im Vergleich zu den einzelnen Proteinen 
und der DNA größer ist. Yang et al. nahmen an, dass XPA als Dimer vorliegt.[137] Um das 
Molekulargewicht der, in dieser Arbeit verwendeten, Proteine XPA und RPA bestimmen zu können, 
wurde ein Gelfiltrationsstandard von Biorad, welcher die Proteine Thyroglobulin, γ-Globulin, 
Ovalbumin, Myoglobin und Vitamin B12 enthält, verwendet. Abbildung 25 zeigt die 
Chromatogramme des Standards und der Einzelproteine. XPA und RPA enthaltende Fraktionen 
wurden durch die Absorption bei 280 nm identifiziert und mittels SDS-PAGE analysiert (Abbildung 
25d). 
 
Abbildung 25: Chromatogramme des Standards und der Einzelproteine sowie SDS-PAGE zur Identifizierung. Verwendung 
der Gelfiltrationssäule Superdex
TM
 200 Increase 10/300 GL (24 mL). x-Achse: Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: Absorption 
[mAU]; blau: Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm. a) Gelfiltration des Standards; Retentionsvolumen von:  
Thyroglobulin 9.23 mL (1), γ-Globulin 12.06 mL (2), Ovalbumin 15.08 mL (3), Myoglobin 17.04 mL (4) und Vitamin B12 
20.12 mL (5). b) Gelfiltration von XPA; Retentionsvolumen von XPA 13.68 mL (6). c) Gelfiltration von RPA; 
Retentionsvolumen von RPA 12.08 mL (7). d) Coomassie gefärbtes 15%iges SDS-Gel. Laufbedingungen: 180 V, 1h. M: 
Proteinstandard PageRuler
TM
; 6: Eluat der Gelfiltration von XPA; 7: Eluat der Gelfiltration von RPA. 
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Zur Evaluierung der molekularen Masse von XPA und RPA wurde der Logarithmus aus den 
molekularen Massen der Proteine vom Standard gebildet. Zudem wurden die Retentionsvolumina 
des Standards mehrfach über die Gelfiltrationssäule bestimmt, um einen Durchschnittswert für die 
Retentionsvolumina zu erhalten. Danach konnte durch den gebildeten Logarithmus aus den 
molekularen Massen des Standards in Abhängigkeit der Retentionsvolumina eine Kalibrationsgerade 
(y= -4.121x + 33.699) mit dem Programm Excel (Microsoft) berechnet werden. Durch die erhaltenen 
Retentionsvolumina von XPA und RPA kann die molekulare Masse der Proteine mit Hilfe der 
Kalibrationsgeraden bestimmt werden. Tabelle 17 zeigt die Retentionsvolumina, sowie die 
errechneten molekularen Massen. 
Tabelle 17: Retentionsvolumen und molekulare Masse der einzelnen Proteine. Verwendete Kalibrationsgerade:                 





Berechnete molekulare Masse 
[kDa] 
Thyroglobulin 9.23 670  
γ-Globulin 12.06 158  
Ovalbumin 15.08 44  
Myoglobin 17.04 17  
Vitamin B12 20.12 1.35  
XPA 13.68 32.62 72 
RPA 12.08 110 176 
 
Die mittels Gelfiltrationsstandard berechneten molekularen Massen für XPA2 (72 kDa) und RPA 
(176 kDa) stimmen mit den Werten von Yang et al. überein.[137] Den etwas zu hohen Wert von RPA 
(176 kDa anstatt 110 kDa) erklären diese durch die nicht-globuläre Konformation von RPA, wodurch 
sich das Laufverhalten von RPA auf einer Gelfiltrationssäule ändert. Daneben vermuten Yang et al., 
dass XPA in ihrer Titrationsstudie als Homodimer vorliegt.[137] Dieses würde auch die zu hohe 
molekulare Masse von XPA (72 kDa anstatt 32.62 kDa) in dieser Arbeit erklären. Die erhaltenen 
Ergebnisse belegen die Daten von Yang et al.[137] und könnten Hinweise auf die Zusammensetzung 





4.3.4.3.2. Isolierung des XPA/RPA/DNA-Komplexes durch einen Gelfiltrationsassay 
 
Die Idee des Gelfiltrationsassays bestand darin, den XPA/RPA/DNA-Komplex über die Gelfiltrations-
säule zu isolieren und anschließend mittels SDS-PAGE und nativen Gel zu charakterisieren. Da RPA 
eine längere DNA (20-30nt) stabiler binden kann, wurde als erstes ein 34mer als DNA-Substrat für 
die Komplexbildung ausgewählt und verwendet.[57] Hierbei wurde XPA zusammen mit RPA und 
doppelsträngiger AAF-geschädigter DNA (34mer_1 und 34mer_3) in einem Verhältnis von 4:4:1 bei 
4 °C für 30 min inkubiert. Nach anschließender Zentrifugation wurde der Überstand auf die 
Gelfiltrationssäule aufgetragen. Durch die Absorption bei 260 nm und 280 nm wurden Protein und 
DNA enthaltende Fraktionen identifiziert. Diese wurden zum einen mittels SDS-PAGE analysiert, um 
den XPA/RPA/DNA-Komplex enthaltende Fraktionen zu identifizieren. Zum anderen wurden die 
Fraktionen mit einem nativen Gel analysiert, um DNA enthaltende Fraktionen zu identifizieren und 
Protein-DNA Interaktionen nachweisen zu können. Abbildung 26 zeigt die ersten Ergebnisse des 
Gelfiltrationsassays. 
 
Abbildung 26: a) Chromatogramm des Gelfiltrationsassays mit der XPA/RPA/DNA-Probe im Verhältnis von 4:4:1 und die 
Sequenz der verwendeten DNA. Verwendung der Gelfiltrationssäule Superdex
TM
 200 Increase 10/300 GL (24 mL). x-Achse: 
Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: Absorption [mAU]; blau: Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm. Die beiden 
Hauptpeaks haben ein Retentionsvolumen von 11.59 mL (1) und 14.67 mL (2). b) Coomassie gefärbtes 15%iges SDS-PAGE 
der Protein enthaltenden Fraktionen. M: Proteinstandard PageRuler
TM
, 1: Eluat bei 11.59  mL; 2: Eluat bei 14.67 mL.          
c) SYBR Green I gefärbtes natives Gel der DNA enthaltenden Fraktionen. 1: Eluat bei 11.59  mL; 2: Eluat bei 14.67 mL. 
Bei der Gelfiltration konnten (Abbildung 26a) zwei Peaks bei einem Retentionsvolumen von 
11.59 mL und 14.67 mL erhalten werden. Bei Betrachtung der 260 nm und 280 nm Absorption ist zu 
erkennen, dass das Verhältnis von 280:260 nm 2:1 beim ersten Peak und beim zweiten Peak 1:2 ist. 
Dies könnte bedeuten, dass der zweite Peak hauptsächlich DNA enthält. Nach Analyse beider Peaks 
mittels SDS-PAGE (Abbildung 26b) konnten die Proteine beider Eluate identifiziert werden. Der erste 
Peak enthielt einen XPA/RPA-Komplex und der zweite Peak nur XPA. Die Fraktionen wurden als 
nächstes über ein natives Gel charakterisiert, um DNA enthaltende Eluate zu identifizieren. Dabei 
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konnte keine DNA im ersten Peak detektiert werden, wodurch ein XPA/RPA-Komplex in dieser 
Fraktion vorliegen sollte. Die Analyse der Bandenintensität des XPA/RPA-Komplex mittels SDS-PAGE 
zeigte zudem, dass ein XPA2/RPA-Komplex vorliegt. Diese Beobachtungen stimmen mit den 
Ergebnissen der XPA/RPA-Titrationsstudie von Yang et al. überein.[137] Im Gegensatz dazu konnte 
DNA im zweiten Peak detektiert werden. Somit könnte der zweite Peak vielleicht einen XPA/DNA-
Komplex enthalten. Allerdings ist kein DNA-Protein-Shift im nativen Gel erkennbar, sodass der 
XPA/DNA-Komplex wahrscheinlich nur in geringen Mengen vorlag und hauptsächlich freie DNA in 
dieser Fraktion vorhanden war. Letzten Endes zeigten diese ersten Ergebnisse, dass sich kein 
XPA/RPA/DNA-Komplex, sondern ein XPA/RPA-Komplex ausbildet. Eine weitere Optimierung des 
Gelfiltrationsassays sollte unternommen werden, um eine Ausbildung des XPA/RPA/DNA-Komplexes 
zu erzielen. Daneben wurden XPA zusammen mit RPA, sowie die DNA einzeln über die 
Gelfiltrationssäule analysiert, um die einzelnen Retentionsvolumina bestimmen zu können. Ein 
XPA/RPA/DNA-Komplex müsste ein geringeres Retentionsvolumen im Vergleich zu den einzelnen 
Komponenten haben. Durch die Bestimmung einzelner Retentionsvolumina können die Peaks im 
Chromatogramm des Gelfiltrationsassays leichter identifiziert werden. Tabelle 18 zeigt die 
Retentionsvolumina der einzelnen Komponenten sowie deren molekulare Masse. 
Tabelle 18: Retentionsvolumen und molekulare Masse der einzelnen Proteine. Verwendete Kalibrationsgerade aus 







XPA 13.68 32.62 72 
RPA 12.08 110 176 
 ds AAF(C8)-dG 34mer 14.68 10.65 - 
XPA/RPA 
 (im Verhältnis 2:1 inkubiert) 
11.59  175.24 (XPA:RPA2:1) 232 
 
Die Retentionsvolumina von DNA und XPA/RPA (Tabelle 18) stimmen mit den Werten aus Abbildung 
26 überein. Die molekulare Masse konnte mit Hilfe der Kalibrationsgeraden aus Abschnitt 4.3.4.3.1. 







4.3.4.3.3. Optimierung des Gelfiltrationsassays 
 
Nach den ersten Studien des Gelfiltrationsassays sollte dieser optimiert werden, sodass ein 
XPA/RPA/DNA-Komplex isoliert werden kann. Dabei sollte unter anderem der verwendete Puffer 
verändert werden. Chen et al. zeigten, dass RPA bei einer höheren Natriumchlorid Konzentration 
eine höhere Bindungsaffinität zu DNA hat.[66] Ferner zeigten Fluoreszenzpolarisationsstudien von 
XPA und RPA, dass eine zu hohe Magnesiumkonzentration die Bindungsaffinität zu DNA ebenfalls 
reduziert.[171] Basierend auf diesen Studien wurde die Magnesiumchlorid Konzentration im 
Kristallisationspuffer II reduziert und zusätzlich Natriumchlorid hinzugefügt. Tabelle 19 zeigt nochmal 
den direkten Vergleich beider Puffer. Weiterhin ist eine geringere Magnesiumchlorid Konzentration 
für die Kristallisationsstudien von Vorteil. Die Optimierung des Puffers erfolgte in Kooperation mit 
der Kisker Gruppe (Würzburg). 
Tabelle 19: Vergleich des Kristallisationspuffers I und II. 
Kristallisationspuffer I Kristallisationspuffer II 
50 mM HEPES-NaOH pH 8.0 
5% (v/v) Glycerin 
50 mM MgCl2·6H2O 
5 mM DTT  
10 µM ZnCl2 
50 mM HEPES-NaOH pH 8.0 
5% (v/v) Glycerin 
5 mM MgCl2·6H2O, 150 mM NaCl 
5 mM DTT 
10 µM ZnCl2 
 
Anschließend wurde XPA zusammen mit RPA und doppelsträngiger AAF-geschädigter DNA (34mer_1 
und 34mer_3) im Kristallisationspuffer II in einem Verhältnis von 4:4:1 bei 4 °C für 30 min inkubiert. 
Danach wurde die Probe mittels Gelfiltration charakterisiert. Abbildung 27 zeigt einen Vergleich des 
Gelfiltrationsassays mit Kristallisationspuffer I (27a) und II (27b). Zudem wurden die Protein und DNA 
enthaltenden Fraktionen der Gelfiltration mit Kristallisationspuffer II via SDS-PAGE und nativen Gel 
analysiert (Abbildung 27c und d). Bei Vergleich beider Chromatogramme konnten bei beiden Puffern 
zwei Peaks mit fast identischen Retentionsvolumina erhalten werden (Kristallisationspuffer I: 
11.59 mL und 14.67 mL, sowie Kristallisationspuffer II: 11.61 mL und 14.24 mL). Bei genauer 
Betrachtung der 260 nm Absorption mit Kristallisationspuffer II fällt auf, dass diese im ersten Peak 
höher ist als im zweiten (Abbildung 27b). Im Gegensatz dazu, ist die 260 nm Absorption mit 
Kristallisationspuffer I im zweiten Peak höher (Abbildung 27a). Dies lässt vermuten, dass der Peak bei 





Abbildung 27: Vergleich der Chromatogramme von der XPA/RPA/DNA-Probe im Verhältnis von 4:4:1 mit                           
a) Kristallisationspuffer I; mit b) Kristallisationspuffer II. Sequenz der verwendeten DNA mit G*: AAF(C8)-dG. Verwendung 
der Gelfiltrationssäule Superdex
TM
 200 Increase 10/300 GL (24 mL). x-Achse: Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: Absorption 
[mAU]; blau: Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm. Die Hauptpeaks beider Chromatogramme haben ein 
Retentionsvolumen von 11.59 mL (1), 14.67 mL (2), 11.61 mL (3) und 14.24 mL (4). c) Coomassie gefärbtes 15%iges SDS-
PAGE der Protein enthaltenden Fraktionen von 3 und 4. M: Proteinstandard PageRuler
TM
, 3: Eluat bei 11.61 mL; 4: Eluat 
bei 14.24 mL. d) SYBR Green I gefärbtes natives Gel der DNA enthaltenden Fraktionen von 3 und 4. 3: Eluat bei 11.61 mL;        
4: Eluat bei 14.24 mL. 
Nach Analyse beider Peaks mit Kristallisationspuffer II mittels SDS-PAGE (Abbildung 27c) konnten die 
Proteine beider Eluate identifiziert werden. Nach Abschätzung der Bandenintensität enthielt der 
erste Peak interessanterweise einen XPA/RPA-Komplex. Der zweite Peak enthielt hauptsächlich XPA 
mit geringen Mengen an RPA. Im Vergleich dazu enthielt der zweite Peak mit Kristallisationspuffer I 
(Abbildung 26b) nur XPA. Dies erklärt die leichte Verschiebung des Retentionsvolumens von 
14.67 mL auf 14.24 mL. Die anschließende Charakterisierung der Fraktionen im Kristallisations-
puffer II mit einem nativen Gel (Abbildung 27d) zeigten, dass im zweiten Peak mehr DNA vorlag. 
Dennoch enthielt der erste Peak diesmal etwas DNA, was auch durch einen DNA-Protein-Shift im 
nativen Gel belegt werden konnte. Der XPA/RPA-Komplex hatte somit etwas DNA gebunden. Zudem 
bildet sich aus dem XPA2/RPA-Komplex ein XPA/RPA-Komplex, sobald dieser DNA bindet. Der zweite 
Peak wies hauptsächlich wieder freie ungebundene DNA auf.                
Folglich ermöglichte der neue Puffer eine geringe DNA-Bindung der XPA/RPA-Proteine, dennoch war 
die DNA größtenteils immer noch ungebunden. Daher sollte als nächstes die DNA-Sequenz für den 
XPA/RPA/DNA-Komplexes optimiert werden, wobei nun der neue Puffer weiterverwendet werden 
sollte. EMSA Studien von Yang et al. belegten, dass XPA und RPA zusammen an Y-förmige DNA 
binden, wobei XPA an der Verzweigung und RPA an die ss Bereiche der DNA bindet, wodurch die 
Interaktion von RPA mit XPA erleichtert wird.[148] Hinzu konnten sie durch eine Gelfiltration zeigen, 
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dass XPA als Monomer an Y-förmige DNA im Vergleich zu nur doppelsträngiger (geschädigter) DNA 
bindet.[148] Basierend auf dieser Studie sollte ein AAF-geschädigtes 34mer mit einem 20nt 5´-
Überhang für die Komplexbildung getestet werden. Daraufhin wurde diese DNA (34mer_1 und 
34mer_4) zusammen mit XPA und RPA in einem Verhältnis von 4:4:1 bei 4 °C für 30 min inkubiert. 
Danach wurde die Probe mittels Gelfiltration charakterisiert. Abbildung 28 zeigt den direkten 
Vergleich des Gelfiltrationsassays mit einem AAF-geschädigten 34mer ohne (28a) und mit einem 
20nt 5´-Überhang (28b). Zudem wurden die Protein und DNA enthaltenden Fraktionen der 
Gelfiltration mit dem Überhang via SDS-PAGE und nativen Gel analysiert (Abbildung 28c und d). 
 
Abbildung 28: Vergleich der Chromatogramme von der XPA/RPA-Probe im Verhältnis von 4:4:1 mit einem AAF-
geschädigten 34mer a) ohne Überhang b) mit einem 20nt 5´-Überhang. Sequenz der verwendeten DNA mit G*: AAF(C8)-
dG. Verwendung der Gelfiltrationssäule Superdex
TM
 200 Increase 10/300 GL (24 mL) und Kristallisationspuffer II. x-Achse: 
Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: Absorption [mAU]; blau: Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm. Die 
Hauptpeaks beider Chromatogramme haben ein Retentionsvolumen von 11.61 mL (1), 14.24 mL (2), und 10.52 mL (3).         
c) Coomassie gefärbtes 15%iges SDS-PAGE der Protein enthaltende Fraktion von 3. M: Proteinstandard PageRuler
TM
, 3: 
Eluat bei 10.52 mL. d) SYBR Green I gefärbtes natives Gel der DNA enthaltende Fraktion von 3. 3: Eluat bei 10.52 mL. 
Weiterhin wurden die Protein und DNA enthaltenden Fraktionen der Gelfiltration mit dem Überhang 
via SDS-PAGE und einem nativen Gel analysiert (Abbildung 28c und d). Bei Vergleich beider 
Chromatogramme ist erkennbar, dass sich diesmal ein neuer Peak mit einem niedrigeren 
Retentionsvolumen von 10.52 mL und nur ein ganz kleiner Nebenpeak gebildet hat (Abbildung 28b). 
Auch die Absorption von 260 nm ist bei diesem Peak sehr hoch. Mit dem zuvor verwendeten DNA-
Substrat ohne Überhang bildeten sich zwei Peaks mit einem höheren Retentionsvolumen von 
11.61 mL und 14.25 mL aus (Abbildung 28a). Dies lässt vermuten, dass sich ein XPA/RPA/DNA-
Komplex ausgebildet hat, da sich das Retentionsvolumen zu einem niedrigeren Wert als zuvor 
verschoben hat. Nach Analyse des neuen Peaks mittels SDS-PAGE (Abbildung 28c) konnten die 
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Proteine XPA und RPA identifiziert werden. Nach Abschätzung der Bandenintensität enthielt dieser 
einen 1:1 XPA/RPA-Komplex. Dies bestätigt die Ergebnisse von Yang et al., dass XPA als Monomer an 
DNA mit ss und ds Bereiche bindet.[148] Die anschließende Charakterisierung der Fraktion mit einem 
nativen Gel (Abbildung 28d) zeigte, dass ein DNA-Protein-Shift und kaum ungebundene DNA vorlag. 
Somit bindet der XPA/RPA-Komplex an die DNA. Folglich führte die Optimierung des DNA-Substrats 
basierend auf den Studien von Yang et al. zur Bildung eines XPA/RPA/DNA-Komplexes.[148] Allerdings 
wäre der berechnete Wert (421 kDa) für die molekulare Masse des Komplexes (ca. 153 kDa bei 
einem Komplexverhältnis von 1:1:1) mit der Kalibrationsgeraden aus Abschnitt 4.3.2.3.1. zu hoch. 
Aufgrund des Inkubationsverhältnis von 4:4:1 (XPA:RPA:DNA) könnten mehrere XPA/RPA-Proteine 
an die DNA gebunden haben. Daher müssten noch verschiedene Inkubationsverhältnisse sowie eine 
kleinere DNA getestet werden. Weiterhin könnten aber auch die vielen flexiblen Domänen der 
Proteine das Laufverhalten des XPA/RPA/DNA-Komplexes ändern. 
 
4.3.4.4. Studien zum XPA/RPA/DNA-Komplex 
 
Nach Isolierung eines XPA/RPA/DNA-Komplexes sollten verschiedene Tests durchgeführt werden, 
bei denen die Stabilität des Komplexes, die Inkubationszeit, die Komplexverhältnisse, sowie die 
Inkubationszeiten der einzelnen Komponenten variiert werden. Für die Stabilitätsstudien wurden die 
Fraktionen des isolierten Komplexes einkonzentriert und erneut auf die Gelfiltrationssäule 
aufgetragen. Abbildung 29 stellt den Stabilitätstests dar. 
 
Abbildung 29: Stabilitätstests des XPA/RPA/DNA-Komplexes (4:4:1) mit einem AAF-geschädigten 34mer mit einem 20nt 
5´-Überhang. a) Isolierung des Komplexes. b) Erneute Gelfiltration des isolierten Komplexes von Peak 1 aus a. Sequenz 
der verwendeten DNA mit G*: AAF(C8)-dG. Verwendung der Gelfiltrationssäule Superdex
TM
 200 Increase 10/300 GL 
(24 mL) und Kristallisationspuffer II. x-Achse: Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: Absorption [mAU]; blau: Absorption bei 
280 nm, rot: Absorption bei 260 nm. Die Hauptpeaks beider Chromatogramme haben ein Retentionsvolumen von 10.52 mL 
(1) und 10.56 mL (2).          
177 
 
Nach Isolierung des Komplexes (29a) konnte nach erneuter Gelfiltration des isolierten Komplexes 
wieder ein Peak bei einem gleichen Retentionsvolumen (10.56 mL, Abbildung 29b) erhalten werden. 
SDS-PAGE und native Gele bestätigen weiterhin die Komplexstabilität. Zudem wurde noch getestet 
wie lange der Komplex stabil ist. Dafür wurde der Komplex isoliert und bei 4 °C oder bei -80 °C über 
Nacht gelagert. Anschließend wurden diese erneut auf die Gelfiltrationssäule aufgetragen. Es konnte 
ein Peak bei demselben Retentionsvolumen, wie zuvor schon in Abbildung 29b, erhalten werden. 
Diese Ergebnisse zeigen, dass der isolierte XPA/RPA/DNA-Komplex sehr stabil ist und sogar nach 
Lagerung bei -80 °C beständig bleibt. 
 
Abbildung 30: Vergleich der verschiedenen Komplexverhältnisse und Inkubationszeiten mit einem AAF-geschädigten 
34mer mit einem 20nt 5´-Überhang. a) Komplexverhältnis von 4:4:1 und 30 min Inkubationszeit. b) Komplexverhältnis 
von 4:4:1 und 0 min Inkubationszeit. c) Komplexverhältnis von 2:2:1 und 30 min Inkubationszeit. d) Komplexverhältnis 
von 2:2:1 und 0 min Inkubationszeit. Verwendung der Gelfiltrationssäule Superdex
TM
 200 Increase 10/300 GL (24 mL) und 
Kristallisationspuffer II. x-Achse: Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: Absorption [mAU]; blau: Absorption bei 280 nm, rot: 
Absorption bei 260 nm.  
Ferner sollten noch verschiedene Komplexverhältnisse sowie Inkubationszeiten getestet werden, um 
das beste Verhältnis und die optimale Inkubationszeit zu finden. Dafür wurde der Komplex in einem 
Verhältnis von 4:4:1 (XPA:RPA:DNA) und 2:2:1 für 30 min oder 0 min bei 4 °C inkubiert. Abbildung 30 
zeigt die Ergebnisse dieser Studie. Auffällig war, dass nach mehrmaliger Wiederholung der Komplex-
bildung bei einem Verhältnis von 4:4:1 (XPA:RPA:DNA) teilweise ein kleiner Nebenpeak entsteht 
(Abbildung 30a, Peak 2), welcher einen XPA/RPA-Komplex enthielt. Zudem ist kein Unterschied bei 
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einer Komplexinkubation von 30 min oder 0 min (Abbildung 30a und b) zu erkennen. Darum könnte 
eine Erhöhung der DNA-Konzentration den Nebenpeak reduzieren. Abbildung 30c zeigt die 
Komplexbildung bei einem Verhältnis von 2:2:1 bei einer Inkubation von 30 min. Dabei konnte die 
gleiche Komplexbildung wie bei einem Verhältnis von 4:4:1 mit gleichen Retentionsvolumen erhalten 
werden. Zudem ist der Nebenpeak mit einem XPA/RPA-Komplex etwas kleiner (Peak 6). Erst die 
Reduzierung der Inkubationszeit auf 0 min ermöglicht die Entfernung des Nebenpeaks und somit 
eine vollständige Komplexbildung (Abbildung 30d). Damit konnte die Inkubationszeit reduziert 
werden, da sich der Komplex sofort ausbilden kann. Für alle weiteren Untersuchungen wurde das 
Komplexverhältnis von 2:2:1 weiterverwendet. 
Verschiedene Inkubationszeiten der einzelnen Komponenten sollten im nächsten Schritt evaluiert 
werden, um zu testen, ob die Komplexbildung erhalten bleibt. Abbildung 31 zeigt die verschiedenen 
Zugabezeiten und die anschließende Analyse des Komplexes mittels Gelfiltration. 
 
Abbildung 31: Vergleich der verschiedenen Zugabezeiten der Proteine und einem AAF-geschädigten 34mer mit einem 
20nt 5´-Überhang zur Komplexbildung (Verhältnis 2:2:1 XPA:RPA:DNA). a) Gleichzeitig und 0 min Inkubation.                         
b) Inkubation von XPA und DNA für 10 min; dann Zugabe von RPA. c) Inkubation von RPA und DNA für 10 min; dann 
Zugabe von XPA. d) Inkubation von XPA und RPA für 10 min; dann Zugabe von DNA. Verwendung der Gelfiltrationssäule 
Superdex
TM
 200 Increase 10/300 GL (24 mL) und Kristallisationspuffer II. x-Achse: Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: 
Absorption [mAU]; blau: Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm.  
Für die verschiedenen Inkubationszeiten konnte stets ein XPA/RPA/DNA-Komplex erhalten werden. 
Teilweise bildete sich ein kleiner Nebenpeak mit XPA/RPA aus. Dies bedeutet, dass es keine Rolle 
spielt in welcher Reihenfolge die Proteine und DNA zur Komplexbildung hinzugefügt werden. Zum 
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anderen könnte das auch bedeuten, dass sich vorweg wahrscheinlich kein XPA/RPA-Komplex 
ausbildet, da die Reihenfolge der Proteine zur Komplexbildung keinen Unterschied macht. Diese 
Hypothese lässt sich mit den EMSA-Studien von Yang et al. unterstützen.[148] Dabei nehmen diese an, 
dass die Proteine erst bei DNA Bindung miteinander interagieren.[148]  
 
4.3.4.5. Screening von DNA-Sequenzen für die Komplexbildung 
4.3.4.5.1. Die verschiedenen DNA-Substrate 
 
Nach Optimierung des Gelfiltrationsassays sollten verschiedene ds DNA-Sequenzen getestet werden, 
wie eine kürzere DNA, ein kürzerer Überhang, ohne DNA-Schaden oder eine Bubble-DNA, um zu 
sehen, wo sich noch ein XPA/RPA/DNA-Komplex ausbildet. Theoretisch könnte das bisher 
verwendete 34mer oder der 20nt Überhang zu lang sein, wodurch nicht alles von XPA/RPA 
gebunden sein könnte. Dadurch hätte die DNA flexible freie Bereiche, was die Kristallisation 
erschweren würde. Daher war es wichtig einen kürzeren Überhang als auch eine kürzere DNA zu 
testen. Auch wäre es interessant zu wissen, ob sich auch ein Komplex mit ungeschädigter DNA 
ausbildet oder ob der Komplex Schaden-spezifisch bindet. Ein wichtiger Aspekt ist die Bubble-DNA 
als Substrat, da diese dem natürlichem Intermediat, dem Prä-Inzisionskomplex, während der NER am 












Tabelle 20: Auflistung der verwendeten DNA-Substrate zur Komplexbildung. Substrate, die zu einer Komplexbildung 
führten, sind blau hervorgehoben. 
ds DNA-Substrate Zusatz DNA-Schaden 
15mer -  AAF(C8)-dG 
- Ungeschädigt 
ss 20nt 5´-Überhang AAF(C8)-dG 
25mer - AAF(C8)-dG 
- Ungeschädigt 
ss 20nt 5´-Überhang AAF(C8)-dG 
ss 20nt 5´-Überhang Ungeschädigt 
ss 15nt 5´-Überhang  AAF(C8)-dG 
ss 15nt 5´-Überhang Ungeschädigt 
ss 10nt 5´-Überhang AAF(C8)-dG 
2Y-DNA, jeweils an beiden Enden 7 ungepaarte 
Fehlstellen 
AAF(C8)-dG 
33mer 13mer Bubble durch 13 ungepaarte Fehlstellen AAF(C8)-dG 
13mer Bubble durch 13 ungepaarte Fehlstellen Ungeschädigt 
34mer - AAF(C8)-dG 
- Ungeschädigt 
ss 20nt 5´-Überhang AAF(C8)-dG 
ss 20nt 5´-Überhang Ungeschädigt 
ss 15nt 5´-Überhang  AAF(C8)-dG 
ss 10nt 5´-Überhang AAF(C8)-dG 
ss 1nt 5´-Überhang oder 1nt 3´-Überhang AAF(C8)-dG 
An beiden Enden ein ss 20nt 5´-Überhang AAF(C8)-dG 
13mer Bubble durch 13 ungepaarte Fehlstellen AAF(C8)-dG 
13mer Bubble durch 13 ungepaarte Fehlstellen Ungeschädigt 
39mer 19mer Bubble durch 19 ungepaarte Fehlstellen AAF(C8)-dG 
19mer Bubble durch 19 ungepaarte Fehlstellen Ungeschädigt 
45mer_1 25mer Bubble durch 25 ungepaarte Fehlstellen Ungeschädigt 
 
Die besten DNA-Substrate, die eine ausreichende Komplexbildung aufwiesen, wurden für weitere 
strukturelle Studien verwendet und sind in der Tabelle 20 blau hervorgehoben. Im Folgenden 
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werden nur diese DNA-Substrate beschrieben und diskutiert. Alle weiteren Chromatogramme, SDS-
PAGE, native Gele, Retentionsvolumen der einzelnen DNA, sowie die Chromatogramme einzelner 
Proteine mit den DNA-Substraten, befinden sich im Anhang 6.5. Ferner befinden sich EMSA-Studien 
im Anhang 6.6.  
 
4.3.4.5.2. DNA Substrat: 34mer mit einem 20nt 5´-Überhang 
 
In den Abschnitten zuvor (4.3.4.3.3. und 4.3.4.4.) konnte das AAF-geschädigte 34mer mit einem 20nt 
5´-Überhang charakterisiert werden, welches zu einer guten Komplexbildung führte. Auch das 
ungeschädigte 34mer mit einem 20nt 5´-Überhang führte zu einer ähnlichen Komplexbildung. 
Abbildung 32 zeigt den Vergleich beider Substrate. Aufgrund der gleichen Retentionsvolumina 
handelt es sich vermutlich um den gleichen Komplex (Abbildung 32a und b). Dies wurde auch durch 
die SDS-PAGE, sowie durch das native Gel bestätigt (Abbildung 32c und d). Es bildet sich ein 
XPA/RPA/DNA-Komplex mit einem 34mer und einem 20nt 5´-Überhang sowohl ohne Schaden als 
auch mit einem AAF-Schaden aus. Daraus kann geschlossen werden, dass XPA die DNA an der ds/ss-
Verzweigung erkennt bzw. bindet und nicht den Schaden selbst erkennt. Bereits Yang et al. zeigten, 
dass XPA stärker an verzweigte- (Y-förmige DNA) oder Bubble-DNA als an geschädigter DNA binden 
kann.[148] 
 
Abbildung 32: Vergleich der XPA/RPA-Probe im Verhältnis von 2:2:1 mit einem 34mer mit einem ss 20nt 5´-Überhang a) 
mit G*: AAF(C8)-dG Schaden b) ungeschädigt. Verwendung der Gelfiltrationssäule Superdex
TM
 200 Increase 10/300 GL 
(24 mL), Kristallisationspuffer II und 0 min Inkubationszeit. x-Achse: Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: Absorption [mAU]; 
blau: Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm. Die Hauptpeaks beider Chromatogramme haben ein 
Retentionsvolumen von 10.52 mL (1) und 10.56 mL (2). c) Coomassie gefärbtes 15%iges SDS-PAGE der Protein 
enthaltende Fraktion von 2. M: Proteinstandard PageRuler
TM
, 2: Eluat bei 10.56 mL. d) SYBR Green I gefärbtes natives Gel 
der DNA enthaltende Fraktion von 2. 2: Eluat bei 10.56 mL. 
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Außerdem wurden noch Überhänge verschiedener Größe getestet. 5´-Überhänge von 1nt und 10nt 
führten nicht zur Komplexbildung. Abbildung 33 stellt die Komplexbildung mit einem AAF-
geschädigten 34mer und einem 15nt 5´-Überhang dar. Dabei bildet sich zwar ein vollständiger 
Komplex, da nur ein Peak entsteht (Abbildung 33a). Die Komplexbildung konnte durch SDS-PAGE und 
natives Gel verifiziert werden (Abbildung 33b und c). Dennoch befindet sich im nativen Gel 
hauptsächlich freie DNA und wenig Protein-DNA-Shift. Dies könnte bedeuten, dass sich zwar ein 
Komplex bildet, aber aufgrund seiner Instabilität wieder zerfällt. 
 
Abbildung 33: a) Chromatogramm des Gelfiltrationsassays mit XPA zusammen mit RPA und ein AAF-geschädigtes 34mer 
mit einem 15nt 5´-Überhang im Verhältnis von 2:2:1. G*: AAF(C8)-dG Schaden. Verwendung der Gelfiltrationssäule 
Superdex
TM
 200 Increase 10/300 GL (24 mL). x-Achse: Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: Absorption [mAU]; blau: 
Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm. Der Hauptpeak hat ein Retentionsvolumen von 10.93 mL (1).                  
b) Coomassie gefärbtes 15%iges SDS-PAGE der Protein enthaltende Fraktion von 1. M: Proteinstandard PageRuler
TM
, 1: 
Eluat bei 10.93  mL. c) SYBR Green I gefärbtes natives Gel der DNA enthaltende Fraktion von 1. 1: Eluat bei 10.93 mL. 
RPA kann längere DNA stabiler binden (20-30 nt Bindungsmodus) als kürzere DNA (8-10nt 
Bindungsmodus).[57] Vermutlich bindet RPA bei der Komplexbildung an den ss Überhang, wobei ein 
20nt Überhang eine optimale Länge zur Komplexbildung darstellt. Sobald der Überhang kleiner wird, 
bindet RPA schwächer, bis gar nicht. Dadurch kommt es zu einer schwächeren oder gar keinen 
Komplexbildung. 
 
4.3.4.5.3. DNA Substrat: 25mer mit einem 20nt 5´-Überhang 
 
Als nächstes sollte eine kleinere DNA, ein 25mer, mit einem 20nt 5´-Überhang für die 
Komplexbildung getestet werden. Bei Komplexbildung könnten die dann zuvor im 34mer freien 
Bereiche der DNA reduziert werden, was die Kristallisation erleichtern würde. Abbildung 34 zeigt 
den Vergleich vom 25mer mit und ohne AAF-Schaden. Dabei kann aus beiden Chromatogrammen 
entnommen werden, dass sich für beide Substrate ein Komplex ausbildete (Abbildung 34a und b). 
Lediglich ein kleiner Nebenpeak entstand. Die Komplexbildung konnte auch durch die SDS-PAGE, 
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sowie durch das native Gel, bestätigt werden (Abbildung 34c, d, e und f). Zudem liegen XPA und RPA 
in einem 1:1 Verhältnis nach Abschätzung der Bandenintensität im SDS-PAGE (Abbildung 34c und e) 
vor. Die Resultate stimmen mit den zuvor erhaltenen Ergebnisse des 34mers mit einem 20nt 5´-
Überhang ein. Der XPA/RPA/DNA-Komplex bildet sich sowohl ohne Schaden als auch mit einem AAF-
Schaden aus, da XPA vermutlich den ds/ss-Übergang und RPA an den ss Überhang bindet.  
 
Abbildung 34: Vergleich der XPA/RPA-Probe im Verhältnis von 2:2:1 mit einem 25mer und einem ss 20nt 5´-Überhang a) 
mit G*: AAF(C8)-dG Schaden b) ungeschädigt. Verwendung der Gelfiltrationssäule Superdex
TM
 200 Increase 10/300 GL 
(24 mL), Kristallisationspuffer II und 0 min Inkubationszeit. x-Achse: Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: Absorption [mAU]; 
blau: Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm. Die Hauptpeaks beider Chromatogramme haben ein 
Retentionsvolumen von 10.65 mL (1) und 10.54 mL (2). c) Coomassie gefärbtes 15%iges SDS-PAGE der Protein 
enthaltende Fraktion von 1. M: Proteinstandard PageRuler
TM
, 1: Eluat bei 10.65 mL. d) SYBR Green I gefärbtes natives Gel 
der DNA enthaltende Fraktion von 1. 1: Eluat bei 10.65 mL. e) Coomassie gefärbtes 15%iges SDS-PAGE der Protein 
enthaltende Fraktion von 2. M: Proteinstandard PageRuler
TM
, 2: Eluat bei 10.54 mL. f) SYBR Green I gefärbtes natives Gel 
der DNA enthaltende Fraktion von 2. 2: Eluat bei 10.54 mL. 
Ebenso ist der Komplex mit dem 25mer und 20nt 5´-Überhang, wie das 34mer, bei 4 °C über Nacht 
oder bei -80 °C stabil. Weiterhin wurde auch ein 15mer mit einem 20nt 5´-Überhang als DNA-
Substrat überprüft. Dabei bildete sich kaum ein Komplex aus. Dieses Substrat ist vermutlich für die 
Ausbildung des Komplexes zu klein, sodass die Proteine nicht gut binden können.       
Außerdem wurden, wie beim 34mer, verschiedene Überhänge (15nt und 10nt)  zur Komplexbildung 
getestet, wobei die erhaltenen Ergebnisse gleich sind. Abbildung 35 stellt die Komplexbildung mit 
einem AAF-geschädigten 25mer und einem 15nt 5´-Überhang dar. Dabei bildet sich zwar ein 
vollständiger Komplex, da nur ein Peak entsteht (Abbildung 35a), aber wie beim 34mer ist dieser 
nicht stabil. Die Komplexbildung konnte durch SDS-PAGE und natives Gel verifiziert werden 
(Abbildung 35b und c). Da sich im nativen Gel hauptsächlich freie DNA und kaum ein Protein-DNA-
Shift befand, könnte der entstandene Komplex zerfallen sein. Mit dem 10nt 5´-Überhang konnte 
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keine Komplexbildung erzielt werden. Folglich konnte ein etwas kleineres Substrat (25mer) für die 
Komplexbildung gefunden werden. Hinzu konnte bestätigt werden, dass der 20nt 5´-Überhang die 
optimale Länge zur Komplexbildung aufweist.  
 
Abbildung 35: a) Chromatogramm des Gelfiltrationsassays mit XPA zusammen mit RPA und ein AAF-geschädigtes 25mer 
mit einem 15nt 5´-Überhang im Verhältnis von 2:2:1. G*: AAF(C8)-dG Schaden. Verwendung der Gelfiltrationssäule 
Superdex
TM
 200 Increase 10/300 GL (24 mL). x-Achse: Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: Absorption [mAU]; blau: 
Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm. Der Hauptpeak hat ein Retentionsvolumen von 10.70 mL (1).                 
b) Coomassie gefärbtes 15%iges SDS-PAGE der Protein enthaltende Fraktion von 1. M: Proteinstandard PageRuler
TM
, 1: 
Eluat bei 10.70  mL. c) SYBR Green I gefärbtes natives Gel der DNA enthaltende Fraktion von 1. 1: Eluat bei 10.70 mL. 
 
4.3.4.5.4. DNA-Substrat: AAF-geschädigte Bubble-DNA 
 
Zuletzt wurde eine Bubble-DNA getestet, da diese dem natürlichen Intermediat, dem Prä-
Inzisionskomplex, während der NER, näher kommt. Dabei sollte eine 33mer mit einer 13nt Bubble, 
welche durch 13 Basenpaar-Mismatches entsteht, verwendet werden. Abbildung 36 zeigt den 
Vergleich vom 33mer mit und ohne AAF-Schaden. Dabei kann aus beiden Chromatogrammen 
entnommen werden, dass sich unterschiedliche Peaks bildeten (Abbildung 36a und b). Dabei 
entstand ein Hauptpeak mit einem Retentionsvolumen von 9.75 mL (Abbildung 36a, Peak 1) für das 
geschädigte Substrat und lediglich ein kleiner Nebenpeak. Für das ungeschädigte Substrat bildeten 
sich mehrere Peaks, wobei der intensivste ein Retentionsvolumen von 10.00 mL hatte (Abbildung 
36b, Peak 3) und somit nicht den gleichen Wert wie das geschädigte Substrat aufwies. Daher wurden 
die Peaks zunächst durch SDS-PAGE und durch ein natives Gel analysiert. Dabei konnte die 
Komplexbildung für die geschädigte Bubble bestätigt werden (36c und d, Peak 1). Der Nebenpeak 
enthielt einen XPA/RPA-Komplex mit sehr wenig DNA (36c und d, Peak 2). Im Gegensatz dazu konnte 
keine Komplexbildung für die ungeschädigte Bubble erhalten werden. Interessanterweise zeigt der 
Peak 3 und 4 nur einen RPA/DNA-Komplex (36e und f, Peak 3 und 4). Wahrscheinlich haben mehr 
RPA-Proteine im Peak 3 an die DNA gebunden als an Peak 4. Dies würde die unterschiedlichen 
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Retentionsvolumina erklären. Daneben bildet sich noch ein unstabiler XPA/DNA-Komplex aus (36e 
und f, Peak 5), sowie ein DNA-Komplex (36e und f, Peak 6) aus. Diese Ergebnisse sind von sehr 
hohem Interesse für die aktuelle Forschung, da sich der Komplex nur mit einem DNA-Schaden in der 
Bubble ausbilden kann. 
 
Abbildung 36: Vergleich der XPA/RPA-Probe im Verhältnis von 2:2:1 mit einer 13nt Bubble im 33mer, welche durch 13 
ungepaarte Fehlstellen (in rot markiert) entsteht. a) mit G*: AAF(C8)-dG Schaden b) ungeschädigt. Verwendung der 
Gelfiltrationssäule Superdex
TM
 200 Increase 10/300 GL (24 mL), Kristallisationspuffer II und 0 min Inkubationszeit. x-Achse: 
Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: Absorption [mAU]; blau: Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm. Die 
Hauptpeaks beider Chromatogramme haben ein Retentionsvolumen von 9.75 mL (1), 11.21 (2), 10.00 (3), 11.31 (4), 13.43 
(5) und 15.02 mL (6). c) Coomassie gefärbtes 15%iges SDS-PAGE der Protein enthaltende Fraktion von 1 und 2. M: 
Proteinstandard PageRuler
TM
, 1: Eluat bei 9.75 mL, 2: Eluat bei 11.21 mL. d) SYBR Green I gefärbtes natives Gel der DNA 
enthaltende Fraktion von 1 und 2. e) Coomassie gefärbtes 15%iges SDS-PAGE der Protein enthaltende Fraktion von 3, 4, 
5 und 6. M: Proteinstandard PageRuler
TM
, 3: Eluat bei 10.00 mL, 4: Eluat bei 11.31 mL, 5: Eluat bei 13.43 mL, 6: Eluat bei 
15.02 mL. f) SYBR Green I gefärbtes natives Gel der DNA enthaltende Fraktion von 3, 4, 5 und 6. 
Bei Betrachtung des Komplexes mit einer AAF-geschädigten Bubble-DNA im SDS-PAGE (Abbildung 
36c) fällt auf, dass XPA und RPA in einem 1:2 Verhältnis nach Abschätzung der Bandenintensität 
vorliegen. Im Vergleich zum 34mer und 25mer (2:1 XPA:RPA) ist das Verhältnis genau umgekehrt. 
Studien von Chen et al. zeigen, dass mehrere RPA Proteine notwendig sind, um einen stabilen 
Komplex mit einer Bubble-DNA auszubilden.[57] Diese Studien könnten das XPA:RPA Verhältnis von 
1:2 erklären. Das mit dem Standard berechnete Molekulargewichtes (647 kDa) des Komplexes gibt 
keinen Hinweis auf die Zusammensetzung des Komplexes. Vermutlich verändert sich das 
Laufverhalten des Komplexes durch die ungepaarten Basen in der Bubble, wodurch der Komplex 
eher eluieren kann.              
Da die Bubble-DNA dem natürlichen Substrat in der NER sehr ähnlich ist, wurden verschiedene Tests 
durchgeführt werden, bei denen die Stabilität des Komplexes, die Komplexverhältnisse, sowie die 
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Zugabereihenfolge der einzelnen Komponenten variiert wurden. Abbildung 37 zeigt die Ergebnisse 
der verschiedenen Komplexverhältnisse. Die Komplexbildung bei einem Verhältnis von 4:4:1 (37a, 
Peak 1), zeigte noch einen kleinen RPA/XPA-Komplex Nebenpeak (Peak 2). Dieser konnte durch das 
Komplexverhältnis 2:2:1 reduziert werden (37b, Peak 4). Durch Erhöhung der DNA (37c), konnte der 
Nebenpeak nicht entfernt werden, sondern ein zusätzlicher DNA Peak entstand (Peak 7). Damit zeigt 
das Verhältnis 2:2:1 die beste Komplexbildung. 
 
Abbildung 37: Vergleich der verschiedenen XPA/RPA-Komplexverhältnisse mit einer AAF-geschädigter 13nt Bubble in 
einem 33mer. a) Komplexverhältnis von 4:4:1 (XPA:RPA:DNA). b) Komplexverhältnis von 2:2:1 (XPA:RPA:DNA).                 
c) Komplexverhältnis von 1:1:1 (XPA:RPA:DNA). Verwendung der Gelfiltrationssäule Superdex
TM
 200 Increase 10/300 GL 
(24 mL) und Kristallisationspuffer II. x-Achse: Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: Absorption [mAU]; blau: Absorption bei 
280 nm, rot: Absorption bei 260 nm. 
Für die Stabilitätsstudien wurden die Fraktionen des isolierten Komplexes einkonzentriert und 
erneut auf die Gelfiltrationssäule aufgetragen. Abbildung 38 stellt den Stabilitätstest dar. 
 
 
Abbildung 38: Stabilitätstests des XPA/RPA/DNA-Komplexes (2:2:1) mit einer AAF-geschädigten 13nt Bubble im 33mer. 
a) Isolierung des Komplexes. b) Erneute Gelfiltration des isolierten Komplexes von Peak 1 aus a. Sequenz der 
verwendeten DNA mit G*: AAF(C8)-dG. Verwendung der Gelfiltrationssäule Superdex
TM
 200 Increase 10/300 GL (24 mL) 
und Kristallisationspuffer II. x-Achse: Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: Absorption [mAU]; blau: Absorption bei 280 nm, 
rot: Absorption bei 260 nm. Die Hauptpeaks beider Chromatogramme haben ein Retentionsvolumen von 9.75 mL (1) und 
10.03 mL (2). 
Nach Isolierung des Komplexes (38a) konnte nach erneuter Gelfiltration der gleiche Komplex 
erhalten werden (38b). SDS-PAGE und native Gele bestätigen weiterhin die Komplexbildung und 
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befinden sich im Anhang 6.5. Zudem ist der isolierte Komplex bei 4 °C über Nacht oder bei Lagerung 
bei -80 °C beständig.                          
Zum Schluss sollten noch die verschiedene Inkubationszeiten der einzelnen Komponenten evaluiert 
werden, um zu testen, ob die Komplexbildung erhalten bleibt. Abbildung 39 zeigt die verschiedenen 
Zugabezeiten und die anschließende Analyse des Komplexes mittels Gelfiltration. 
          
 
Abbildung 39: Vergleich der verschiedenen Zugabezeiten der Proteine und einer AAF-geschädigten 13nt Bubble im 
33mer zur Komplexbildung (Verhältnis 2:2:1 XPA:RPA:DNA). a) Gleichzeitig und 0 min Inkubation. b) Inkubation von XPA 
und DNA für 10 min; dann Zugabe von RPA. c) Inkubation von RPA und DNA für 10 min; dann Zugabe von XPA.                  
d) Inkubation von XPA und RPA für 10 min; dann Zugabe von DNA. Verwendung der Gelfiltrationssäule Superdex
TM
 200 
Increase 10/300 GL (24 mL) und Kristallisationspuffer II. x-Achse: Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: Absorption [mAU]; 
blau: Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm. 
Dabei konnte für alle Zugabezeiten ein XPA/RPA/DNA-Komplex erhalten werden, sodass die 
unterschiedliche Reihenfolge der Proteine die Komplexbildung nicht beeinträchtigt.    
Außerdem wurden noch verschiedene Bubble-DNAs getestet. Zum einen ein 34mer mit einer 13nt 
Bubble, wobei der AAF-Schaden nicht ganz symmetrisch in der Mitte lokalisiert war. Dabei sollte vor 
allem überprüft werden, ob der Komplex auch bei einer anderen Sequenz entsteht. Zum anderen ein 
39mer mit einer 16nt Bubble, um eine Komplexbildung mit einer größeren Bubble zu erhalten. Für 




Folglich konnte der Gelfiltrationsassay die stabile XPA/RPA/DNA-Komplexbildung mit verschiedenen 
DNA-Substraten nachweisen. Allerdings lieferte dieser keine exakte Aussage über die Dynamik des 
Komplexes. Denn z.B. könnte XPA zuerst an die DNA binden und anschließend RPA rekrutieren, 
wodurch RPA die DNA binden kann. Interessant wäre dann auch, ob RPA nach DNA-Bindung noch 
mit allen XPA-Interaktionsstellen mit XPA interagiert oder ob es zu einer strukturellen Umlagerung 
von RPA kommt. Die Dynamik des Komplexes könnte in Zukunft durch die Kombination von 




4.3.5. Crosslinking Studien 
 
Crosslinking Studien ermöglichen unter anderem die Identifizierung von Protein-Protein 
Interaktionen. Dabei wurden Studien zur Identifizierung von XPA/RPA-Interaktionen zur 
Strukturaufklärung von Michael Stadlmeier durchgeführt. Hierbei wurde XPA zusammen mit RPA 
und doppelsträngiger AAF-geschädigter oder ungeschädigter DNA (34mer und 15mer) mit einem 
20nt 5´-Überhang (ODN: 34mer_1/2 und 34mer_4, 15mer_1/2 und 15mer_4) bei 0 °C für 5 min 
inkubiert. Die DNA konnte zuvor durch den Gelfiltrationsassay als ein gutes Substrat zur 
Komplexbildung identifiziert werden. Anschließend wurde dieser Komplex mit dem von Michael 
Stadlmeier entwickelten HSAK+ Crosslinker, welcher an zwei Lysine kovalent binden kann, bei 0 °C 
für 1.5 h inkubiert. Nach enzymatischem Trypsin Verdau der Proben wurden diese mittels HPLC-
MS/MS (Ultimate 3000 RSLCnano, gekoppelt an Q Exactive HF) analysiert. Die erhaltenen Daten 
wurden mit dem Programm MeroX ausgewertet.[172] Abbildung 40 zeigt den HSAK+ Crosslinker und 
stellt schematisch die erhaltenen Intra-und Inter-Crosslinks durch den Webservice xVis dar.[173] Für 
diese ersten Ergebnisse mussten mehrere Messungen geschädigter und ungeschädigter DNA-
Stränge zusammengefasst werden, da einzelne Messungen eine unzureichende Anzahl an Crosslinks 
zeigten.  
 
Abbildung 40: a) Darstellung des HSAK+ Crosslinker. Schematische Darstellung von Intra- und Inter-Crosslinks von b) 
XPA/RPA-Komplex mit ungeschädigter DNA (15mer und 34mer mit 20nt 5´-Überhang), 8 Intra- und 3 Inter-Crosslinks; 
und c) XPA/RPA-Komplex mit geschädigter DNA (15mer und 34mer mit 20nt 5´-Überhang); 16 Intra- und 7 Inter-
Crosslinks. Der HSAK+ Crosslinker von Michael Stadlmeier wurde mit einem Überschuss von 500 äq. mit den Protein/DNA-




Die Ergebnisse zeigen, dass der XPA/RPA-Komplex mit geschädigter DNA mehr Crosslinks als mit 
ungeschädigter DNA aufweist. Dies bedeutet vor allem, dass der XPA/RPA-Komplex mit geschädigter 
DNA wahrscheinlich eine andere Konformation einnimmt als bei ungeschädigter DNA. Um weitere 
Aussagen treffen zu können, müssen die Experimente, insbesondere mit einer Bubble-DNA, 
wiederholt werden. Dabei sollte vor allem die Datenqualität optimiert werden, um gute Ergebnisse 
bei einzelne Messungen zu erzielen. Weiterhin könnte die Affinitätsgruppe des HSAK+ Crosslinkers 
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verwendet werden, um Crosslinker-haltige Peptide anzureichern. Die zuvor durchgeführten 
Crosslinking Studien mit Anreicherung der Crosslinks durch SEC und die Auswertung mit einer 
modifizierten MaxQuant-Version zeigten fast keine Crosslinks.[174] Außerdem wurde der Komplex 
nach Inkubation mit dem HSAK+ Crosslinker im SDS-Gel analysiert und ein In-Gel Verdau von 
einzelnen Banden, die vermutlich den Komplex enthielten, durchgeführt. Aber auch hier konnten 
fast keine Crosslinks erhalten werden. Erst der Wechsel der Messmethode (von pseudo-MS3 auf 
MS2) war für die ersten Ergebnisse ausschlaggebend. Auch die Optimierung der 
Inkubationstemperatur auf 0 °C und die Auswertung mit dem MeroX Programm zeigten etwas 
bessere Resultate. Zukünftig könnte aus den identifizierten Bindungsstellen mit Hilfe von 
Modellierungsprogrammen und den bisherigen Kristallstrukturen in Kooperation mit anderen 






Kristalle eines XPA/RPA/DNA-Komplexes können zur Aufklärung der dreidimensionalen 
Proteinstruktur via Röntgenstrukturanalyse beitragen, wodurch weitere Einblicke in den NER 
Mechanismus möglich werden.           
Die Kristallisationsstudien für den XPA/RPA/DNA-Komplex wurden anfangs in enger Zusammenarbeit 
mit Prof. Caroline Kisker und Dr. Jochen Kuper (Würzburg) durchgeführt. Dabei ergaben die ersten 
Kristallisationsansätze mit den einzelnen Proteinen XPA und RPA keine Kristalle. Weiterhin wurde 
versucht, ein XPA/RPA-Komplex mit einem doppelsträngigen AAF-geschädigten 34mer (ODN: 
34mer_1 und 34mer_3) zu kristallisieren. Dafür wurde der Protein/DNA-Komplex durch den 
Gelfiltrationsassay isoliert und auf ca. 1 mg/mL einkonzentriert. Dennoch konnten auch hier keine 
Kristalle nach der sitting-drop Methode bei 20 °C und bei verschiedenen Bedingungen erhalten 
werden. Nach Optimierung der DNA-Substrate für den XPA/RPA/DNA-Komplex wurde versucht 
doppelsträngige AAF-geschädigte DNA (34mer und 25mer) mit einem 20nt 5´-Überhang (ODN: 
34mer_1 und 34mer_4, 25mer_1 und 25mer_4) bei 20 °C und bei verschiedenen Bedingungen zu 
kristallisieren. Lediglich konnten dabei nur paar Salzkristalle erhalten werden. 
Am Ende dieser Arbeit wurde versucht die Kristallisationsbedingungen wie z.B. Temperatur und 
Proteinkonzentration zu optimieren, da die bisher durchgeführten Kristallisationsstudien zu keinem 
Erfolg führten. Dafür wurden verschiedene Kristallisationsansätze der einzelnen Proteine, sowie des 
XPA/RPA/DNA-Komplexes zusammen mit Johanna Bretzler nach der sitting-drop Methode bei 4 °C 
am MPI (Martinsried) angesetzt. Dabei wurde das AAF-geschädigte 25mer mit einem 20nt 5´-
Überhang verwendet. Zudem wurde auch versucht die DBD von XPA (XPAs) mit einem AAF-
geschädigten 15mer zu kristallisieren. Die Reinigung dieses Proteins ist bereits in Abschnitt 3.1. 









Tabelle 21: Überblick der verschiedenen Kristallisationsansätze. Beide DNAs enthielten einen AAF(C8)-dG Schaden. 
Protein XPAs XPA RPA XPA/RPA/DNA-
Komplex 






cProtein 1.) 3 mg/mL 
2.) 4 mg/mL 
1.) 3 mg/mL 
2.) 4 mg/mL 
1.) 7 mg/mL 
2.) 8 mg/mL 
1.) 1.64 mg/mL (XPA)  
und 5.50 mg/mL (RPA) 
2.) 2.08 mg/mL (XPA) 
und 7 mg/mL (RPA) 
Protein:DNA 2:1 2:1 2:1 2:2:1 
Screens 1.) Qiagen Classic 




1.) Qiagen Classic 




1.) Qiagen Classic 
2.) Qiagen Classic  
 
1.) Qiagen Classic und 
PACT, Molecular 
Dimension JCSG+ 
2.) Qiagen Classic, 
MPD und Nucleix 
Temperatur 4 °C 4 °C 4 °C 4 °C 
 
Auch in diesen Kristallisationsstudien konnten keine Kristalle erhalten werden. Dafür konnten aber 
Mikrokristalle für den XPA/RPA/DNA-Komplex nach einem Tag (0.2 M MgCl2, 0.1 M HEPES·NaCl 
pH 7.5, 30% (v/v) Isopropanol) erhalten werden. Diese liefern erste Hinweise für Kristallisations-







Ein anderer Fokus zur Strukturlösung des XPA/RPA/DNA-Komplexes ist die Kryo-EM. Dabei wurden 
vorweg Negativfärbung Studien durchgeführt, um zum einen die Homogenität und die Partikelgröße 
zu bestimmen und zum anderen um die optimale Komplexkonzentration für Kryo-EM Studien zu 
finden. Hierbei wurden Negativfärbung Experimente in Zusammenarbeit mit der Beckmann Gruppe 
(LMU, München) von mir durchgeführt. Für diese Studien wurde ein doppelsträngiges AAF-
geschädigtes 34mer mit einem 20nt 5´-Überhang (ODN: 34mer_1 und 34mer_4) verwendet. Der 
durch den Gelfiltrationsassay isolierte XPA/RPA/DNA-Komplex wurde zur Konzentrations-
bestimmung einkonzentriert (ca. 0.3-0.7 mg/mL), da dieser ansonsten zur Bestimmung der 
Konzentration zu verdünnt vorlag. Anschließend wurden verschiedene Verdünnungen für die 
Negativfärbung Studien getestet (ca. 44-150 µg/mL). Erste Ergebnisse zeigten zwar teils Partikel, 
aber diese waren sehr inhomogen und teilweise aggregiert. Dennoch konnten erste Anhaltspunkte 
für eine optimale Verdünnung erhalten werden. Außerdem wurde der isolierte Komplex mit 
Glutaraldehyd vor der Färbung für 10 min inkubiert, um homogenere Partikel zu erhalten. Allerdings 
führte dies auch zu keiner Verbesserung. 
 
Abbildung 41: a) Chromatogramm des Gelfiltrationsassays und Sequenz der verwendeten DNA. G*: AAF(C8)-dG. x-Achse: 
Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: Absorption [mAU]; blau: Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm. Der 
XPA/RPA/DNA-Komplex hat ein Retentionsvolumen von 10.64 mL. b) SDS-PAGE der Komplex-enthaltende Fraktion. M: 
Proteinstandard PageRuler
TM
, XPA und RPA liegen in einem 1:1 Verhältnis vor. c) Natives Gel der Komplex-enthaltenden 
Fraktion. Die DNA wird von den Proteinen gebunden. 
Nach diesen ersten Vormessungen am Morgagni-Mikroskop wurde der Komplex erneut isoliert 
(Abbildung 41) und auf ca. 0.48 mg/mL einkonzentriert. Durch die zuvor gewonnenen Kenntnisse 
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wurde der Komplex 1:10 (48 µg/mL) und 1:20 (24 µg/mL) verdünnt. Diese Verdünnungen zeigten 
bessere Resultate (Abbildung 42a und 42b), sodass eine Datensammlungen von mehreren Grids 
durch Charlotte Ungewickel am Spirit-Mikroskop (Beckmann Gruppe, LMU, München) erfolgte. 
 
 
Abbildung 42: Ausschnitte der Negativfärbung  Grids (Mikrographen) mit Zoom von der Verdünnung a) 1:10 (48 µg/mL) 
und b) 1:20 (24 µg/mL). Auflösung der Mikrographen: 1.28 µM x 1.28 µM (4096 x 4096 Pixel), 3.2 pixel/nm. Die 
Datensammlung der einzelnen Mikrographen erfolgte durch Charlotte Ungewickel am Spirit-Mikroskop (Beckmann Gruppe, 
LMU, München).  
Bei beiden Verdünnungen liegen sichtbare und größtenteils homogene Partikel vor. Bei dem Grid mit 
der 1:20 Verdünnung (Abbildung 42b) war die Färbung nicht konstant, wodurch teilweise ein hell-
dunkel Gradient entstanden ist. Außerdem waren nur sehr wenige Partikel vorhanden. Im Vergleich 
dazu, lassen sich bei der 1:10 Verdünnung (Abbildung 42a) mehr Partikel finden. Teilweise sogar zu 
viele, wodurch manche Partikel sich gegenseitig berühren. Wahrscheinlich wäre eine Verdünnung 
von 1:15 optimal gewesen. Auch bei dem Grid mit der 1:10 Verdünnung war die Färbung teils nicht 
homogen, aber dennoch besser als bei der 1:20 Verdünnung. Hinzu lassen sich noch einzelne 
Aggregate bei beiden Verdünnungen erkennen. Dennoch sind die Partikel homogen genug, um eine 
erste 2D-Klassifizierung zur Bestimmung der Partikelgröße und -form durchführen zu können. 
Aufgrund der vorher genannten Faktoren wurden die Partikel für die 2D-Klassifizierung manuell 
ausgewählt. Die 2D-Klassifikation der Partikel wurde von Johanna Bretzler unter Anleitung von 
Sebastian Eustermann (Hopfner Gruppe, LMU) durchgeführt. Bei der Evaluierung konnten für beide 
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Verdünnungen unabhängig voneinander ähnliche Partikelklassen identifiziert werden. Im Folgenden 
wird die 2D-Klassifizierung der 1:10 Verdünnung veranschaulicht (Abbildung 43). 
 
Abbildung 43: 2D-Klassifizierung der Partikel von der 1:10 Verdünnung. a) 2D-Klassifizierung und Erhalt von 10 Klassen 
durch das Programm EMAN2. Dabei wurden 1135 Partikel in 6 Mikrographen manuell ausgewählt. b) 2D-Klassifizierung 
und Erhalt von 50 Klassen durch das Programm Relion-1.3. Dabei dienten die 10 Klassen als Template, wodurch 92764 
Partikel automatisch in 89 Mikrographen ausgewählt wurden. Durchführung der 2D-Klassifikation erfolgte durch Johanna 
Bretzler unter Anleitung von Sebastian Eustermann (Hopfner Gruppe, LMU) durchgeführt. 
Im ersten Schritt der Evaluierung wurden insgesamt 1135 Partikel in 6 Mikrographen manuell 
ausgewählt und einer 2D-Klassifizierung unterzogen. Dabei konnten 10 Klassen erhalten werden, 
welche als Vorlage für die automatische Partikelauswahl fungieren. Dabei wurden 92764 Partikel 
automatisch ausgewählt, darunter auch viele falsche Partikel. Daher musste eine manuelle 
Deselektion falscher Partikel erfolgen. Letztendlich wurde dann mit 40000 Partikel eine 2D-
Klassifizierung durchgeführt. Dabei konnten 50 Klassen identifiziert werden, die aber teilweise 
Artefakte wie Schmier oder kleine weiße Punkte aufweisen. Diese könnten durch die unregelmäßige 
Färbung, durch falsche Partikel, durch nicht zentrierte Partikel und durch die schlechte Auflösung der 
Datensammlung verursacht werden. Somit sind die Ergebnisse der 2D-Klassifizierung nicht 
ausreichend für eine weitere 3D-Klassifizierung. Homogenere Präparationen und eine bessere 
Auflösung der Klassen bzw. Partikel sind notwendig. Außerdem wäre ein Strukturmodell des 
Komplexes als Vorlage für die 3D-Klassifizierung sehr hilfreich.   
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Dennoch sind die ersten Ergebnisse vielversprechend. Denn es sind Partikel erkennbar, die richtige 
Konzentration des Komplexes konnte gefunden werden und die Evaluierung beider Verdünnungen 
zeigten unabhängig voneinander die gleichen Klassen in der 2D-Klassifizierung. Dadurch konnte eine 
Partikelgröße des Komplexes von ca. 6-15 nm errechnet werden. Zudem wird bei den einigen 
Klassen erkennbar, dass die Partikel bzw. der Komplex eine Art Kirschstruktur einnimmt. In Kryo-EM 
Studien von Treuner et al. wurde RPA mit Glutaraldehyd an die DNA fixiert und mittels Gelfiltration 
ungebundenes Protein abgetrennt.[109] Auch Witosch et al. benutzten in Kryo-EM Studien 
Glutaraldehyd zur Fixierung des Tim-Tipin/RPA-Komplexes an die ssDNA.[111] Die Verwendung von 
Glutaraldehyd für den XPA/RPA-Komplex zur Fixierung an die DNA und eine anschließende 
Gelfiltration wäre eine interessante Überlegung für zukünftige Experimente, um die Homogenität 
der Partikel weiter zu optimieren. Ein weiterer interessanter Punkt ist die Konformation der Kryo-EM 
Struktur des Tim-Tipin/RPA/ssDNA-Komplexes von Witosch et al.[111] In dieser nimmt RPA eine 
hufeneisenförmige Konformation entlang der ssDNA ein. Zudem zeigt diese U-Konformation eine 
gewisse Ähnlichkeit mit der zuvor durch 2D-Klassifizierung erhaltenen Kirschkonformation des 
XPA/RPA/DNA-Komplexes auf. Dabei könnte der Knick in der Kirschkonformation durch XPA 
verursacht worden sein. Denn bereits in Abschnitt 3.3. konnte gezeigt werden, dass XPA die DNA 
knickt. Durch diese Ähnlichkeit beider Strukturen könnte die Kryo-EM Struktur von RPA mit ssDNA 
im Tim-Tipin/RPA/ssDNA-Komplex für spätere Evaluierungen des XPA/RPA/DNA-Komplexes als 
Vorlage fungieren. 
Nach Erhalt der ersten Partikel und die optimale Konzentration des Komplexes in den 
Negativfärbung Studien wurden Kryo-EM Messungen für den Komplex in Kooperation mit der Dietz 
Gruppe (TU München) durchgeführt. Für diese Studien wurde ein doppelsträngiges AAF-
geschädigtes 25mer mit einem 20nt 5´-Überhang (ODN: 25mer_1 und 25mer_4) verwendet. Auch 
hier wurde der XPA/RPA/DNA-Komplex durch den Gelfiltrationsassay isoliert. Leider waren bis zum 
Ende dieser Arbeit keine Partikel in den Kryo-EM Studien erkennbar. Vermutlich müssen die 
Einstellung des Mikroskops weiter optimiert werden oder es könnte versucht werden größere 
Partikel zu erhalten. Dabei könnte die Isolierung eines größeren Komplexes mit einem weiteren NER-








In diesem Abschnitt konnten neben der Synthese von verschiedenen Oligonukleotiden mit einem C8-
AAF-dG Schaden die Proteine XPA und RPA erfolgreich exprimiert und aufgereinigt werden. 
Weiterhin wurde die Etablierung eines neuen Gelfiltrationsassays, der durch verschiedene 
Bedingungen effektiv optimiert werden konnte, vorgestellt. Dieser ermöglichte die Isolierung eines 
stabilen XPA/RPA/DNA-Komplexes. Zusätzlich konnten durch den Gelfiltrationsassay verschiedene 
DNA-Substrate für die Komplexbildung getestet werden, um das am besten geeignete Substrat zu 
finden. Zusammenfassend konnten folgende DNA-Substrate für eine sehr gute Komplexbildung 
erhalten werden: Die ungeschädigten, als auch die AAF-geschädigten ds DNA-Stränge mit Überhang 
(ds 34mer mit 20nt 5´-Überhang und ds 25mer mit 20nt 5´-Überhang) und verschiedene lange AAF-
geschädigte Bubble-DNAs. Da sowohl die ungeschädigte als auch die geschädigte DNA mit Überhang 
einen Komplex ergaben, erkennt der XPA/RPA-Komplex wahrscheinlich die ss/ds-Verzweigung der 
DNA, also nicht AAF, als Schaden. Im Gegensatz dazu ist die Komplexbildung mit Bubble-DNAs 
schadensabhängig. Diese DNA-Substrate konnten dann für verschiedene Strukturstudien verwendet 
werden. Ferner ergaben Kristallisationsstudien des XPA/RPA/DNA-Komplexes mit verschiedenen 
DNA-Substraten zwar keine Bildung von Kristallen, dafür aber Mikrokristalle. Diese könnten erste 
gute Hinweise auf die Kristallisationsbedingungen des Komplexes geben. Gleichzeitig wurde 
versucht, die Struktur des Komplexes durch Kryo-Elektronenmikroskopie zu lösen. Dabei konnte 
durch erste Negativfärbungen eine Partikelgröße von ca. 6-15 nm und durch 2D-Klassifizierung eine 
Art Kirschstruktur des XPA/RPA/DNA-Komplexes (DNA-Substrat: ds 34mer AAF mit 20nt 5´-
Überhang) erhalten werden. Dennoch konnte bisher keine hochaufgelöste Struktur mittels Kryo-EM 
gelöst werden. In zukünftigen Arbeiten könnte der Gelfiltrationsassay für die Komplexbildung von 






Die verschiedenen Kristallstrukturen von Rad14 mit unterschiedlichen DNA-Schäden erbrachten 
einen ersten Einblick in die Schadenserkennung bzw. -verifizierung von XPA/Rad14 in der NER. 
Darüber hinaus wäre es interessant, weitere Kristallstrukturen mit längerer oder mit einer größeren 
Bubble-DNA zu erhalten, da diese dem natürlichen NER-Substrat näher kommen. Um den 
Mechanismus von Rad14 weiter zu verifizieren, ist eine Kristallstruktur des humanen Proteins XPA 
mit DNA von großer Bedeutung.   
Von hohem Interesse sind außerdem die strukturelle Interaktion von XPA mit anderen Proteinen und 
die Frage, wie XPA die einzelnen Proteine im NER-Komplex positioniert. Dies könnte vor allem 
zeigen, ob XPA als Gerüstprotein fungieren kann, und weitere Erkenntnisse im NER Mechanismus 
bringen. Besonders die strukturelle Aufklärung des XPA/RPA/DNA-Komplexes könnte mechanistische 
Details für den NER-Mechanismus liefern. Dafür kann der in dieser Arbeit entwickelte 
Gelfiltrationsassay zur Isolierung des Komplexes weiter verwendet werden. Weiterhin müssen die 
Kristallisationsbedingungen vom isolierten Komplex optimiert werden, um Kristalle und somit eine 
mögliche Struktur zu erhalten. Daneben könnte auch versucht werden, nur die DBD von XPA mit 
RPA70ABC/RPA32D und DNA zu kristallisieren, um die flexiblen Domänen von beiden Proteinen, die 
die Kristalllisation erschweren, zu vermeiden. Zusätzlich könnten auch verschiedene DNA-Substrate, 
wie z.B. eine größere Bubble im DNA-Strang, für die Kristallisation getestet werden.              
Ferner könnte zur Strukturaufklärung auch die Bedingungen für die Kryo-Elektronenmikroskopie 
weiter optimiert werden. Dafür müsste versucht werden, homogenere Partikel zu erhalten. Hinzu 
könnten auch andere DNA-Substrate, wie z.B. die Bubble-DNA, getestet werden. Ebenso könnte ein 
DNA-Protein-Crosslinker oder Glutaraldehyd verwendet werden, der mit dem Komplex reagieren 
und somit die Flexibilität der Proteine reduzieren kann. Anschließend kann dieser über den 
Gelfiltrationsassay aufgereinigt und isoliert werden. Dies könnte eine bessere Homogenität der 
Partikel für die Kryo-EM erzeugen. Daneben könnte auch versucht werden einen Komplex aus 
XPA/RPA/DNA mit einem weiteren NER-Protein zu isolieren. Dieses würde die Ausbildung eines 
größeren Komplexes ermöglichen, woraufhin eine leichtere Strukturauflösung via Kryo-EM möglich 
wäre.               
Proteomik-Daten könnten Erkenntnisse in der funktionellen und strukturellen Beziehung der 
einzelnen Proteine liefern. Vor allem weitere Untersuchungen von XPA/RPA mit einem Protein-
Protein-Crosslinker mit und ohne DNA könnten Indizien für den NER-Mechanismus, insbesondere ob 
die Interaktion von RPA über einen allosterischen Mechanismus verläuft, liefern. Aus den 
identifizierten Bindungsstellen mittels HPLC-MS/MS könnte wahrscheinlich mit Hilfe von 
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Modellierungsprogrammen eine Struktur des XPA/RPA/DNA-Komplexes modelliert werden. 
Außerdem könnte auch ein DNA-Protein-Crosslinker verwendet werden, wodurch die genaue 
Lokalisation der Proteine an der DNA durch Analyse mit HPLC-MS/MS ermittelt werden könnte.    
Das Verstehen des NER-Mechanismus würde in Zukunft wichtige Aspekte in der Medikamenten-
entwicklung ermöglichen. Denn das NER-System kann die Resistenz von Chemotherapeutika, wie z.B. 
Cisplatin, fördern, indem es die induzierten DNA-Quervernetzungen repariert. Die Entwicklung von 






6.1. Gensequenzen XPA 
 































6.2. Gensequenzen Rad14 
 








6.3. Gensequenzen RPA 
 



























































6.4. Pufferbedingungen für den Thermofluor Assay 
 
Tabelle 22: Pufferbedingungen für den Thermofluor Assay nach Boivin et al.
[162]
 Die Pufferkonzentration betrug 100 mM, 
außer anders angegeben. Die Natriumchlorid Konzentration betrug 250 mM, außer anders angegeben. Puffer A 
Zusammensetzung: Bernsteinsäure/NaPO4/Glycin [2:7:7]; Puffer B Zusammensetzung: Zitronensäure/CHES/HEPES [2:4:3]. 
 1 2 3 4 5 6 






MES pH 6.0 KH2PO4 
pH 6.0 
B MOPS pH 7.0 Ammonium-







HEPES pH 8.0 
C H2O  
NaCl  
Zitronensäure, 















 pH 7.0 
Ammonium-




































G 10 mM HEPES 
pH 7.5 
50 mM HEPES 
pH 7.5 
100 mM HEPES 
pH 7.5 
250 mM 
HEPES pH 7.5 
10 mM NaPO4 
pH 7.5 
50 mM NaPO4 
pH 7.5 
H 50 mM HEPES 
50 mM NaCl 
pH 7.5 
50 mM HEPES 
125 mM NaCl 
pH 7.5 
50 mM HEPES 
250 mM NaCl 
pH 7.5 
50 mM HEPES 
500 mM NaCl 
pH 7.5 
50 mM HEPES 
750 mM NaCl 
pH 7.5 
50 mM HEPES 
 1 M NaCl 
pH 7.5 
 7 8 9 10 11 12 
A Zitronensäure 
pH 7.0 
Bis- Tris pH 6.5 Natriumkako-
dylat pH 6.5 
NaH2PO4 
pH 7.0 
KH2PO4 pH 7.0 HEPES pH 7.0 
B Tris-HCl 
pH 8.0 
Tricin pH 8.0 Bicin pH 8.0 Bicin pH 8.5 Tris-HCl pH 8.5 Bicin pH 9.0 
C Zitronen-
säure, NaCl 
 pH 7.0 
Bis-Tris 
NaCl 
 pH 6.5 
Natriumkako-
















 pH 8.0 
Tris-HCl NaCl 
 pH 8.0 
Tricin, NaCl 
 pH 8.0 
Bicin, NaCl 
 pH 8.0 
























G 100 mM 
NaPO4 
pH 7.5 
200 mM NaPO4 
pH 7.5 
10 mM  
Tris-HCl pH 8.0 
50 mM Tris-




250 mM  
Tris-HCl pH 8.0 
H 50 mM  
Tris-HCl 
50 mM NaCl 
pH 8.0 
50 mM  
Tris-HCl 
125 mM NaCl 
pH 8.0 
50 mM  
Tris-HCl 
250 mM NaCl 
pH 8.0 
50 mM  
Tris-HCl 
500 mM NaCl 
pH 8.0 
50 mM  
Tris-HCl 











Tabelle 23: Selbst getestete Pufferbedingungen für den Thermofluor Assay. Xtal I: Kristallisationspuffer I; HepA: Heparin 
Puffer A von XPA. Die Screens wurden mit den Proteinen alleine getestet, XPA und RPA zusammen sowie DNA mit Protein. 
 1 2 3 4 5 6 7 























6.5.1. Retentionsvolumina der einzelnen DNA-Sequenzen 
 
Tabelle 24: Retentionsvolumina der verwendeten DNA-Sequenzen via Gelfiltration. 
ds DNA Substrat Retentionsvolumina [mL] DNA-Schaden 
15mer 17.3 Ungeschädigt 
15mer 17.3 AAF(C8)-dG 
15mer mit ss 20nt 5´-Überhang 15.92 Ungeschädigt 
15mer mit ss 20nt 5´-Überhang 15.57 AAF(C8)-dG 
25mer 15.90 Ungeschädigt 
25mer 15.71 AAF(C8)-dG 
25mer mit ss 20nt 5´-Überhang 14.64 Ungeschädigt 
25mer mit ss 20nt 5´-Überhang 14.64 AAF(C8)-dG 
25mer mit ss 15nt 5´-Überhang 14.96 AAF(C8)-dG 
25mer mit ss 10nt 5´-Überhang 15.08 AAF(C8)-dG 
25mer mit 3 Mismatches an beiden Enden 15.85 AAF(C8)-dG 
34mer 14.68 AAF(C8)-dG 
34mer mit ss 20nt 5´-Überhang 14.10 Ungeschädigt 
34mer mit ss 20nt 5´-Überhang 13.71 AAF(C8)-dG 
34mer mit ss 15nt 5´-Überhang 14.31 AAF(C8)-dG 
34mer mit ss 10nt 5´-Überhang 14.24 AAF(C8)-dG 
33mer mit 13mer Bubble 15.31 Ungeschädigt 
33mer mit 13mer Bubble 15.27 AAF(C8)-dG 
34mer mit 13mer Bubble 14.84 AAF(C8)-dG 
39mer mit 16mer Bubble 14.71 Ungeschädigt 
39mer mit 16mer Bubble 14.99 AAF(C8)-dG 
45mer mit 25mer Bubble 14.19 Ungeschädigt 
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6.5.2. Gelfiltrationsassay mit den einzelnen Proteinen und DNA 
 
Die Proteine XPA und RPA wurden einzeln mit einigen DNA-Substraten mittels Gelfiltration 
analysiert, um zu testen, ob diese auch alleine binden können. Dabei konnten XPA und RPA an alle, 
die hier gezeigten, DNA-Substrate binden. 
 
Abbildung 44: a) XPA mit AAF geschädigtem 33mer und einer 13 nt Bubble (2:1). XPA/DNA-Komplexpeak bei 1. b) RPA 
mit AAF geschädigtem 33mer und einer 13 nt Bubble (2:1). RPA/DNA-Komplexpeak bei 2. Verwendung der 
Gelfiltrationssäule Superdex
TM
 200 Increase 10/300 GL (24 mL), Kristallisationspuffer II und 0 min Inkubationszeit. x-Achse: 
Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: Absorption [mAU]; blau: Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm. Die 
Hauptpeaks beider Chromatogramme haben ein Retentionsvolumina von 13.06 mL (1), und 10.06 mL (2). c) Coomassie 
gefärbtes 15%iges SDS-PAGE der Protein enthaltende Fraktion von 1 und SYBR Green I gefärbtes natives Gel der DNA 
enthaltende Fraktion von 1. M: Proteinstandard PageRuler
TM
, 1: Eluat bei 13.06 mL. d) Coomassie gefärbtes 15%iges SDS-
PAGE der Protein enthaltende Fraktion von 2 und SYBR Green I gefärbtes natives Gel der DNA enthaltende Fraktion von 
2. M: Proteinstandard PageRuler
TM





Abbildung 45: a) XPA mit RPA (1:1). XPA/RPA-Komplexpeak bei 1. Verwendung der Gelfiltrationssäule Superdex
TM
 200 
Increase 10/300 GL (24 mL), Kristallisationspuffer II und 0 min Inkubationszeit. x-Achse: Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: 
Absorption [mAU]; blau: Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm. Der Hauptpeak hat ein Retentionsvolumen 
von 11.84 mL (1). b) Coomassie gefärbtes 15%iges SDS-PAGE der Protein enthaltende Fraktion von 1. M: Proteinstandard 
PageRuler
TM
, 1: Eluat bei 11.84 mL. 
 
 
Abbildung 46: a) XPA mit AAF geschädigten 25mer und 20nt 5´-Überhang (2:1). XPA/DNA-Komplexpeak bei 12.44 mL. b) 
XPA mit einem 25mer und 20nt 5´-Überhang (2:1). XPA/DNA-Komplexpeak bei 12.24 mL. c) XPA mit AAF geschädigten 
34mer und 20nt 5´-Überhang (2:1). XPA/DNA-Komplexpeak bei 12.00 mL. d) XPA mit einem 34mer und 20nt 5´-
Überhang (2:1). XPA/DNA-Komplexpeak bei 12.70 mL. Verwendung der Gelfiltrationssäule Superdex
TM
 200 Increase 
10/300 GL (24 mL), Kristallisationspuffer II und 0 min Inkubationszeit. x-Achse: Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: 
Absorption [mAU]; blau: Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm. SDS-PAGE und native Gele zu den einzelnen 




Abbildung 47: a) RPA mit AAF geschädigten 25mer und 20nt 5´-Überhang (2:1). RPA/DNA-Komplexpeak bei 11.24 mL. b) 
RPA mit einem 25mer und 20nt 5´-Überhang (2:1). RPA/DNA-Komplexpeak bei 11.21 mL. c) RPA mit AAF geschädigten 
34mer und 20nt 5´-Überhang (2:1). RPA/DNA-Komplexpeak bei 11.03 mL. d) RPA mit einem 34mer und 20nt 5´-
Überhang (2:1). RPA/DNA-Komplexpeak bei 10.72 mL. Verwendung der Gelfiltrationssäule Superdex
TM
 200 Increase 
10/300 GL (24 mL), Kristallisationspuffer II und 0 min Inkubationszeit. x-Achse: Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: 
Absorption [mAU]; blau: Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm. SDS-PAGE und native Gele zu den einzelnen 














6.5.3. Gelfiltrationsassay mit 15mer als Substrat  
 
Gelfiltrationsassay von XPA mit RPA und verschiedenen 15mer-Substraten. Dabei zeigte sich, dass 
dieses DNA-Substrat sich nicht gut zur Komplexbildung eignet. 
 
Abbildung 48: a) XPA mit RPA und 15mer mit einem AAF-Schaden (4:4:1). Ausbildung eines XPA/RPA-Komplexpeak bei 
11.57 mL. Kaum DNA gebunden. b) XPA mit RPA und einem 15mer (4:4:1). Ausbildung eines XPA/RPA-Komplexpeak bei 
11.65 mL. Kaum DNA gebunden. Verwendung der Gelfiltrationssäule Superdex
TM
 200 Increase 10/300 GL (24 mL), 
Kristallisationspuffer II und 0 min Inkubationszeit. x-Achse: Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: Absorption [mAU]; blau: 
Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm. c) Coomassie gefärbtes 15%iges SDS-PAGE der Protein enthaltende 
Fraktion von 1 und SYBR Green I gefärbtes natives Gel der DNA enthaltende Fraktion von 1. M: Proteinstandard 
PageRuler
TM
, 1: Eluat bei 11.57 mL. d) Coomassie gefärbtes 15%iges SDS-PAGE der Protein enthaltende Fraktion von 2 
und SYBR Green I gefärbtes natives Gel der DNA enthaltende Fraktion von 2. M: Proteinstandard PageRuler
TM
, 2: Eluat bei 
11.65 mL. Nur ein Verhältnis gezeigt von den getesteten Verhältnissen 4:4:1, 2:2:1 und 1:1:1. 
 
 
Abbildung 49: XPA mit RPA und 15mer mit einem AAF-Schaden im Verhältnis a) 4:4:1 b) 2:2:1 c) 1:1:1. Ausbildung eines 
XPA/RPA-Komplexes. Kaum DNA gebunden. Verwendung der Gelfiltrationssäule Superdex
TM
 200 Increase 10/300 GL 
(24 mL), Kristallisationspuffer II und 0 min Inkubationszeit. x-Achse: Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: Absorption [mAU]; 
blau: Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm. SDS-PAGE und native Gele zu den einzelnen Chromatogrammen 




Abbildung 50: a) XPA mit RPA und AAF geschädigtem 15mer mit 20nt 5´-Überhang (2:2:1). RPA/DNA-Komplexpeak bei 1.  
XPA/RPA-Komplexpeak bei 2 mit sehr wenig DNA. Verwendung der Gelfiltrationssäule Superdex
TM
 200 Increase 10/300 
GL (24 mL), Kristallisationspuffer II und 0 min Inkubationszeit. x-Achse: Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: Absorption 
[mAU]; blau: Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm. Die Hauptpeaks haben ein Retentionsvolumina  von 
10.82 mL (1) und 11.67 mL (2). b) Coomassie gefärbtes 15%iges SDS-PAGE der Protein enthaltende Fraktion von 1 und 2. 
M: Proteinstandard PageRuler
TM
, 1: Eluat bei 10.82 mL. 2: Eluat bei 11.67 mL. c) SYBR Green I gefärbtes natives Gel der 
DNA enthaltende Fraktion von 1 und 2. 1: Eluat bei 10.82 mL. 2: Eluat bei 11.67 mL. Nur ein Verhältnis gezeigt von den 
getesteten Verhältnissen 2:2:1 und 1:1:1. 
 
6.5.4. Gelfiltrationsassay mit 25mer als Substrat  
 
XPA wurde mit RPA und verschiedenen 25mer-Substraten mittels Gelfiltration analysiert.  
 
Abbildung 51: Stabilitätstests des XPA/RPA/DNA-Komplexes (2:2:1) mit einem AAF-geschädigten 25mer mit einem 20nt 
5´-Überhang. a) Isolierung des Komplexes. b) Erneute Gelfiltration des isolierten Komplexes von Peak 1 aus a nach 
Lagerung bei 4 °C. b) Erneute Gelfiltration des isolierten Komplexes von Peak 1 aus a nach Lagerung bei -80 °C. 
Verwendung der Gelfiltrationssäule Superdex
TM
 200 Increase 10/300 GL (24 mL) und Kristallisationspuffer II. x-Achse: 
Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: Absorption [mAU]; blau: Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm. Die 
Hauptpeaks beider Chromatogramme haben ein Retentionsvolumen von 11.52 mL (1) und 10.56 mL (2). SDS-PAGE und 




Abbildung 52: Vergleich der verschiedenen Zugabezeiten der Proteine und einem ungeschädigten 25mer mit einem 20nt 
5´-Überhang zur Komplexbildung (Verhältnis 2:2:1 XPA:RPA:DNA). a) Gleichzeitig und 0 min Inkubation.                              
b) Inkubation von XPA und DNA für 10 min; dann Zugabe von RPA. c) Inkubation von RPA und DNA für 10 min; dann 
Zugabe von XPA. d) Inkubation von XPA und RPA für 10 min; dann Zugabe von DNA. Verwendung der Gelfiltrationssäule 
Superdex
TM
 200 Increase 10/300 GL (24 mL) und Kristallisationspuffer II. x-Achse: Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: 
Absorption [mAU]; blau: Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm. Kein Unterschied in der Komplexbildung. 
SDS-PAGE und native Gele zu den einzelnen Chromatogrammen sind nicht mit dargestellt. 
 
 
Abbildung 53: XPA mit RPA und 25mer mit einem AAF-Schaden im Verhältnis a) 4:4:1 b) 2:2:1 c) 1:1:1. Ausbildung eines 
XPA/RPADNA-Komplexes. Verwendung der Gelfiltrationssäule Superdex
TM
 200 Increase 10/300 GL (24 mL), 
Kristallisationspuffer II und 0 min Inkubationszeit. x-Achse: Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: Absorption [mAU]; blau: 
Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm. SDS-PAGE und native Gele zu den einzelnen Chromatogrammen sind 




Abbildung 54: a) XPA mit RPA und 25mer mit einem AAF-Schaden (2:2:1). Ausbildung eines XPA/RPA-Komplexpeak bei 
11.67 mL. Kaum DNA gebunden. b) XPA mit RPA und einem 25mer (2:2:1). Ausbildung eines XPA/RPA-Komplexpeak bei 
11.72 mL. Kaum DNA gebunden. Verwendung der Gelfiltrationssäule Superdex
TM
 200 Increase 10/300 GL (24 mL), 
Kristallisationspuffer II und 0 min Inkubationszeit. x-Achse: Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: Absorption [mAU]; blau: 
Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm. c) Coomassie gefärbtes 15%iges SDS-PAGE der Protein enthaltende 
Fraktion und SYBR Green I gefärbtes natives Gel der DNA enthaltende Fraktion von 1. M: Proteinstandard PageRuler
TM
, 1: 
Eluat bei 11.67 mL. d) Coomassie gefärbtes 15%iges SDS-PAGE der Protein enthaltende Fraktion und SYBR Green I 
gefärbtes natives Gel der DNA enthaltende Fraktion von 2 und 3. M: Proteinstandard PageRuler
TM
, 2: Eluat bei 11.72 mL, 
3: Eluat bei 15.06 mL. Nur ein Verhältnis gezeigt von den getesteten Verhältnissen 4:4:1 und 2:2:1. 
 
 
Abbildung 55: a) XPA mit RPA und 25mer mit 15nt 5´-Überhang (2:2:1). Komplexpeak bei 1. Verwendung der 
Gelfiltrationssäule Superdex
TM
 200 Increase 10/300 GL (24 mL), Kristallisationspuffer II und 0 min Inkubationszeit. x-Achse: 
Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: Absorption [mAU]; blau: Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm.                   
b) Coomassie gefärbtes 15%iges SDS-PAGE der Protein enthaltende Fraktion von 1. M: Proteinstandard PageRuler
TM
, 1: 
Eluat bei 10.67 mL. c) SYBR Green I gefärbtes natives Gel der DNA enthaltende Fraktion von 1. 1: Eluat bei 10.67 mL. Nur 




Abbildung 56: a) XPA mit RPA und 25mer mit 10nt 5´-Überhang (2:2:1). Komplexpeak bei 1. Verwendung der 
Gelfiltrationssäule Superdex
TM
 200 Increase 10/300 GL (24 mL), Kristallisationspuffer II und 0 min Inkubationszeit. x-Achse: 
Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: Absorption [mAU]; blau: Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm.                   
b) Coomassie gefärbtes 15%iges SDS-PAGE der Protein enthaltende Fraktion von 1. M: Proteinstandard PageRuler
TM
, 1: 
Eluat bei 10.62 mL. c) SYBR Green I gefärbtes natives Gel der DNA enthaltende Fraktion von 1. Verschiedene Spezies im 
nativen Gel. 1: Eluat bei 10.62 mL. Nur ein Verhältnis gezeigt von den getesteten Verhältnissen 4:4:1 und 2:2:1. 
 
 
Abbildung 57: XPA/RPA mit einem 25mer mit 3 ungepaarten Fehlstellen an beiden Enden (2:2:1); a) mit einem AAF-
Schaden (2:2:1). Ausbildung eines XPA/RPA/DNA-Komplexpeak bei 11.68 mL. Kaum XPA gebunden. b) ohne DNA Schaden. 
Ausbildung eines XPA/RPA/DNA-Komplexpeak bei 10.39 mL. Kaum XPA gebunden. Verwendung der Gelfiltrationssäule 
Superdex
TM
 200 Increase 10/300 GL (24 mL), Kristallisationspuffer II und 0 min Inkubationszeit. x-Achse: 
Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: Absorption [mAU]; blau: Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm. c) 
Coomassie gefärbtes 15%iges SDS-PAGE der Protein enthaltende Fraktion und SYBR Green I gefärbtes natives Gel der 
DNA enthaltende Fraktion von 1. M: Proteinstandard PageRuler
TM
, 1: Eluat bei 11.68 mL. d) Coomassie gefärbtes 15%iges 
SDS-PAGE der Protein enthaltende Fraktion und SYBR Green I gefärbtes natives Gel der DNA enthaltende Fraktion von 2. 
M: Proteinstandard PageRuler
TM
, 2: Eluat bei 11.39 mL. Nur ein Verhältnis gezeigt von den getesteten Verhältnissen 4:4:1, 
2:2:1 und 1:1:1. 
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6.5.5. Gelfiltrationsassay mit 34mer als Substrat  
 
XPA wurde mit RPA und verschiedenen 34mer-Substraten mittels Gelfiltration analysiert.  
 
Abbildung 58: : XPA/RPA mit einem 34mer mit einem AAF-Schaden (4:4:1); a) mit einem 1nt 5´-Überhang. Ausbildung 
eines XPA/RPA-Komplexpeak bei 1. DNA-Peak bei 2.. b) mit einem 1nt 3´-Überhang. Ausbildung eines XPA/RPA-
Komplexpeak bei 3. XPA/DNA-Peak bei 4. Verwendung der Gelfiltrationssäule Superdex
TM
 200 Increase 10/300 GL (24 mL), 
Kristallisationspuffer II und 0 min Inkubationszeit. x-Achse: Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: Absorption [mAU]; blau: 
Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm. c) Coomassie gefärbtes 15%iges SDS-PAGE der Protein enthaltende 
Fraktion und SYBR Green I gefärbtes natives Gel der DNA enthaltende Fraktion von 1 und 2. M: Proteinstandard 
PageRuler
TM
, 1: Eluat bei 11.68 mL, 2: Eluat bei 14.10 mL. d) Coomassie gefärbtes 15%iges SDS-PAGE der Protein 
enthaltende Fraktion und SYBR Green I gefärbtes natives Gel der DNA enthaltende Fraktion von 3 und 4. M: 
Proteinstandard PageRuler
TM
, 3: Eluat bei 11.59 mL, 4: Eluat bei 13.76 mL.  
 
 
Abbildung 59: a) XPA mit RPA und einem ungeschädigten 34mer (4:4:1). XPA/RPA-Peak bei 1. Kaum DNA gebunden. 
DNA-Peak bei 2. Verwendung der Gelfiltrationssäule Superdex
TM
 200 Increase 10/300 GL (24 mL). x-Achse: 
Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: Absorption [mAU]; blau: Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm.                   
b) Coomassie gefärbtes 15%iges SDS-PAGE der Protein enthaltende Fraktion von 1 und 2. M: Proteinstandard 
PageRuler
TM
, 1: Eluat bei 11.37 mL, 2: Eluat bei 11.52 mL. c) SYBR Green I gefärbtes natives Gel der DNA enthaltende 




Abbildung 60: a) XPA mit RPA und einem AAF-geschädigten 34mer mit einem 10nt 5´-Überhang (2:2:1). XPA/RPA/DNA-
Peak bei 1. Kaum DNA gebunden. Verwendung der Gelfiltrationssäule Superdex
TM
 200 Increase 10/300 GL (24 mL). x-
Achse: Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: Absorption [mAU]; blau: Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm.                   
b) Coomassie gefärbtes 15%iges SDS-PAGE der Protein enthaltende Fraktion von 1. M: Proteinstandard PageRuler
TM
, 1: 
Eluat bei 11.70 mL. c) SYBR Green I gefärbtes natives Gel der DNA enthaltende Fraktion von 1. Verschiedene Spezies im 
nativen Gel. 1: Eluat bei 11.70 mL. Nur ein Verhältnis gezeigt von den getesteten Verhältnissen 4:4:1 und 2:2:1. 
 
6.5.6. Gelfiltrationsassay mit Bubble-DNA als Substrat  
 
XPA wurde mit RPA und verschiedenen Bubble-Substraten mittels Gelfiltration analysiert.  
 
Abbildung 61: XPA/RPA mit einem 34mer mit einer 13nt  Bubble, welche durch 13 ungepaarte Fehlstellen entsteht 
(2:2:1); a) mit einem AAF-Schaden (2:2:1). Ausbildung eines XPA/RPA/DNA-Komplexpeaks bei 1. b) ohne DNA Schaden. 
Ausbildung eines RPA/DNA-Komplexpeak bei 2, XPA/DNA-Komplexes bei 3 und DNA-Peak bei 4. Verwendung der 
Gelfiltrationssäule Superdex
TM
 200 Increase 10/300 GL (24 mL), Kristallisationspuffer II und 0 min Inkubationszeit. x-Achse: 
Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: Absorption [mAU]; blau: Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm. c) 
Coomassie gefärbtes 15%iges SDS-PAGE der Protein enthaltende Fraktion und SYBR Green I gefärbtes natives Gel der 
DNA enthaltende Fraktion von 1. M: Proteinstandard PageRuler
TM
, 1: Eluat bei 10.07 mL. d) Coomassie gefärbtes 15%iges 
SDS-PAGE der Protein enthaltende Fraktion und SYBR Green I gefärbtes natives Gel der DNA enthaltende Fraktion von 2, 
3 und 4. M: Proteinstandard PageRuler
TM
, 2: Eluat bei 10.43 mL, 3: Eluat bei 13.36 mL, 4: Eluat bei 14.76 mL. Nur ein 




Abbildung 62: Vergleich der verschiedenen Zugabezeiten der Proteine und einem AAF-geschädigten 34mer mit einer 
13nt Bubble (2:2:1). a) Gleichzeitig und 0 min Inkubation. b) Inkubation von XPA und DNA für 10 min; dann Zugabe von 
RPA. c) Inkubation von RPA und DNA für 10 min; dann Zugabe von XPA. d) Inkubation von XPA und RPA für 10 min; dann 
Zugabe von DNA. Verwendung der Gelfiltrationssäule Superdex
TM
 200 Increase 10/300 GL (24 mL) und 
Kristallisationspuffer II. x-Achse: Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: Absorption [mAU]; blau: Absorption bei 280 nm, rot: 
Absorption bei 260 nm. Leichter Unterschied in der Komplexbildung. SDS-PAGE und native Gele zu den einzelnen 
Chromatogrammen sind nicht mit dargestellt. 
 
 
Abbildung 63: a) XPA mit RPA und ungeschädigtem 45mer mit einer 25nt Bubble (2:2:1). RPA/DNA-Komplexpeak bei 1. 
XPA/DNA-Komplexpeak bei 2, aber nicht stabil. Verwendung der Gelfiltrationssäule Superdex
TM
 200 Increase 10/300 GL 
(24 mL), Kristallisationspuffer II und 0 min Inkubationszeit. x-Achse: Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: Absorption [mAU]; 
blau: Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm. b) Coomassie gefärbtes 15%iges SDS-PAGE der Protein 
enthaltende Fraktion von 1 und 2. M: Proteinstandard PageRuler
TM
, 1: Eluat bei 9.73 mL, 2: Eluat bei 13.74 mL. c) SYBR 
Green I gefärbtes natives Gel der DNA enthaltende Fraktion von 1. Verschiedene Spezies im nativen Gel. 1: Eluat bei 9.73 




Abbildung 64: XPA/RPA mit einem 39mer mit einer 19nt  Bubble, welche durch 19 ungepaarte Fehlstellen entsteht 
(2:2:1); a) mit einem AAF-Schaden (2:2:1). Ausbildung eines XPA/RPA/DNA-Komplexpeaks bei 1. b) ohne DNA Schaden. 
Ausbildung eines RPA/DNA-Komplexpeak bei 2, XPA/DNA-Komplexes bei 3 und DNA-Peak bei 4. Verwendung der 
Gelfiltrationssäule Superdex
TM
 200 Increase 10/300 GL (24 mL), Kristallisationspuffer II und 0 min Inkubationszeit. x-Achse: 
Retentionsvolumen [mL]; y-Achse: Absorption [mAU]; blau: Absorption bei 280 nm, rot: Absorption bei 260 nm. c) 
Coomassie gefärbtes 15%iges SDS-PAGE der Protein enthaltende Fraktion und SYBR Green I gefärbtes natives Gel der 
DNA enthaltende Fraktion von 1. M: Proteinstandard PageRuler
TM
, 1: Eluat bei 111.11 mL. d) Coomassie gefärbtes 
15%iges SDS-PAGE der Protein enthaltende Fraktion und SYBR Green I gefärbtes natives Gel der DNA enthaltende 
Fraktion von 2, 3 und 4. M: Proteinstandard PageRuler
TM
, 2: Eluat bei 9.94 mL, 3: Eluat bei 11.36 mL, 4: Eluat bei 14.33 mL. 















Zu den Gelfiltrationsstudien wurden zeitgleich EMSA-Bindungsstudien durchgeführt, um zu testen, 
ob die einzelnen Proteine an die DNA binden oder ob der Komplex im EMSA-Gel erkennbar ist. 
 
Abbildung 65: Kleine EMSA-Gele von XPA mit 25mer AAF 20nt 5´-Überhang und 25mer 20nt 5´-Überhang DNA. Es 
wurden unterschiedliche Inkubationszeiten (5 min und 30 min) und Temperaturen (RT und 4 °C) getestet. XPA wurde mit 
steigender Konzentration zu 10 pmol DNA hinzugegeben. Laufbedingungen: 45 min, 100 V und 4 °C. 
 
 
Abbildung 66: Kleine EMSA-Gele von XPA mit einem AAF-geschädigten 34mer und einem 34mer. Es wurden 
unterschiedliche Inkubationszeiten (5 min und 30 min) und Temperaturen (RT und 4 °C) getestet. XPA wurde mit 




Abbildung 67: Kleine EMSA-Gele von XPA mit einem AAF-geschädigten 34mer und einem AAF-geschädigten 34mer mit 
einem 20nt 5´-Überhang. XPA wurde mit steigender Konzentration zu 10 pmol DNA hinzugegeben und 30 min bei RT 
inkubiert. Laufbedingungen: 45 min, 100 V und 4 °C. 
 
Abbildung 68: Kleine EMSA-Gele von RPA mit einem AAF-geschädigten 34mer und einem AAF-geschädigten 34mer mit 
einem 20nt 5´-Überhang. RPA wurde mit steigender Konzentration zu 10 pmol DNA hinzugegeben und 30 min bei RT 
inkubiert. Laufbedingungen: 45 min, 100 V und 4 °C. 
 
Abbildung 69: Kleines EMSA-Gel von XPA und RPA mit einem 34mer mit einer 13nt Bubble. Die Proteine wurde jeweils  
mit steigender Konzentration zu 10 pmol DNA hinzugegeben und 60 min bei 4 °C inkubiert. Laufbedingungen: 45 min, 




Abbildung 70: Kleine EMSA-Gele von XPA und RPA mit einem AAF-geschädigten 34mer mit einer 13nt Bubble. Die 
Proteine wurde jeweils mit steigender Konzentration zu 10 pmol DNA hinzugegeben und 60 min bei 4 °C inkubiert. 
Laufbedingungen: 45 min, 100 V und 4 °C. 
 
Abbildung 71: Kleines EMSA-Gel von XPA und RPA mit einem AAF-geschädigten 33mer mit einer 13nt Bubble. Die 
Proteine wurde jeweils mit steigender Konzentration zu 10 pmol DNA hinzugegeben und 60 min bei 4 °C inkubiert. 
Laufbedingungen: 45 min, 100 V und 4 °C. 
 
Abbildung 72: Kleine EMSA-Gele von XPA und RPA mit einem ungeschädigten und  AAF-geschädigten 39mer mit einer 
19nt Bubble. Die Proteine wurde jeweils mit steigender Konzentration zu 10 pmol DNA hinzugegeben und 60 min bei 4 °C 




Abbildung 73: Große EMSA-Gele von XPA und RPA einzeln und im Komplex mit einem AAF-geschädigten 34mer und 
einem AAF-geschädigten 34mer mit einem 20nt 5´-Überhang. Die Proteine wurde jeweils mit steigender Konzentration zu 
30 pmol DNA hinzugegeben und 30 min bei RT inkubiert. Laufbedingungen: 3.5 h und 10 mA. 
 
Abbildung 74: Große EMSA-Gele von XPA und RPA einzeln und im Komplex mit einem 34mer und einem 34mer mit 
einem 20nt 5´-Überhang. Die Proteine wurde jeweils mit steigender Konzentration zu 30 pmol DNA hinzugegeben und 
30 min bei RT inkubiert. Laufbedingungen: 3.5 h und 10 mA. 
 
Abbildung 75: Titrationsgele: Große EMSA-Gele von XPA und RPA im Komplex mit einem 34mer 20nt 5´-Überhang und 
einem AAF-geschädigten 34mer 20nt 5´-Überhang. XPA wurde jeweils mit steigender Konzentration zu 20 pmol DNA und 




Abbildung 76: Großes EMSA-Gel von XPA und RPA einzeln und im Komplex mit einem 34mer mit einer 13nt Bubble. Die 
Proteine wurde jeweils mit steigender Konzentration zu 20 pmol DNA hinzugegeben und 30 min bei RT inkubiert. 
Laufbedingungen: 3.5 h, 7 °C  und 10 mA. 
 
Abbildung 77: Kleines EMSA-Gel von XPA und RPA im Komplex mit einem AAF-geschädigten 33mer 13nt Bubble. Die 
Proteine wurde jeweils mit steigender Konzentration zu 10 pmol DNA hinzugegeben und 60 min bei 4 °C inkubiert. 





6.7. Daten der Kristallstrukturen 
 
Tabelle 25: Experimentelle Daten der Ko-Kristallstruktur von Rad14 mit einem AAF-geschädigten 15mer mit einer 3nt 
Bubble. Statistiken mit der höchsten Auflösung werden in Klammern dargestellt. Werte, die mit einem  * markiert wurden, 
wurden mit dem Molprobity Webserver (http://molprobity.biochem.duke.edu) kalkuliert. 
 Rad14-AAF-dG mit 3nt Bubble 
Wavelength (Å) 0.966 
Resolution range 38.1 - 2.5 (2.6 - 2.5) 
Space group P41 
Unit cell 53.8 53.8 131.7 
Total reflections 47,023 (4,316) 
Unique reflections 12,766 (1,250) 
Multiplicity 3.7 (3.5) 
Completeness (%) 0.98 (0.98) 
Mean I/sigma(I) 10.7 (0.7) 
Wilson B-factor 76.6 
R-merge 0.07 (1.21) 
R-meas 0.08 (1.42) 
CC1/2 0.996 (0.41) 
CC* 0.999 (0.76) 
Reflections used in refinement 12,708 (1,208) 
Reflections used for R-free 636 (60) 
R-work 22.5 
R-free 25.7 
CC(work) 0.87 (0.58) 
CC(free) 0.77 (0.68) 
Number of non-hydrogen atoms  
  Protein 1,868 
  DNA  1,100 
  Zinc-ions 2 
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  Waters 3 
Protein residues 227 
RMSZ (bonds) 0.014 
Bad bonds (protein)* 0 
Bad bonds (DNA)* 1.63 
RMSZ (angles) 0.17 
Bad angles (protein)* 0.08 
Bad angles (DNA)* 0.58 
Ramachandran favored (%)* 98.2 
Ramachandran allowed (%)* 1.8 
Ramachandran outliers (%)* - 
Rotamer outliers (%)* 3 
Clashscore* 3.2 
Average B-factor  
  Protein 79.5 
  DNA 121.8 
  Zinc ions 63.1 
  Waters  













3´-Ende     3-Strich der Oligonukleotide 
5´-Ende     5-Strich der Oligonukleotide 
äq.     Äquivalente  
AAF      Acetylaminofluoren  
AF     Aminofluoren  
Amp     Ampicillin 
AP     Auftragspuffer 
APS     Ammoniumperoxodisulfat  
Asp     Asparaginsäure 
ATR     ATM-Rad3-related 
AU     Absorption units 
B[a]P     Benzo[a]pyren  
Bp     Basenpaare 
BER     Basenexzisionsreparatur  
Bulky     sperrig 
c     Konzentration 
cDNA     komplementäre DNA 
cEND     Endkonzentration 
ca.     Circa 
Carb     Carbenicillin 
Cam     Chloramphenicol 
CH3CN     Acetonitril 
CPG     Controlled pore glass  
CS     Cockayne Syndrom  
CSA     Cockayne Syndrom A  
CSB     Cockayne Syndrom B  
CV     Säulenvolumen, column volumn 
Da     Dalton  
DBD     DNA-bindende-Domäne 
dC     2ʹ-Desoxycytosin  
DCA     Dichloressigsäure  
dd     Bidestilliert  
dG     2ʹ-Desoxyguanosin  
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C8-AAF-dG    N-(Desoxyguanosin-8-yl)-2-acetylaminofluoren  
DNA     Desoyribonukleinsäure (deoxyribonucleic acid)  
ds     Doppelsträngig  
dsDNA     doppelsträngige DNA 
DSD     Doppelstrangbruch 
dT     2ʹ-Desoxythymidin  
DTT     Dithiothreitol  
E. coli     Escherichia coli  
EDTA     Ethylendiamintetraacetat  
EGFP     Enhanced green fluorescent protein  
EM     Elektronenmikroskopie 
EMSA     Electromobility shift assay  
et al.      et alii  
EtOH     Ethanol 
FACS      Fluorescence-activated cell sorting  
FITC     Fluoresceinisothiocyanat  
FPLC     fast protein liquid chromatography 
g      Gramm 
GEBlue     Cibacron Blue 3G Farbstoff grkoppelt an einer Sepharose Matrix 
GGR     Globale Genomreparatur (global genome repair) 
H2O     Wasser 
HAP     Hydroxylapatit 
HEPES     2-(4-(2-Hydroxyethyl)-1-piperazinyl)-ethansulfonsäure 
His     Histidin  
HPA     3-Hydroxypicolin-Säure 
HPLC     Hochleistungsflüssigkeitschromatographie 
HR     Homologe Rekombination  
i     iso  
IPTG     Isopropyl-β-D-thiogalactopyranosid 
λ     Wellenlänge  
K     Lysin 
Kan     Kanamycin 
KCl     Kaliumchlorid 
kDa     Kilodalton 
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Kryo-EM    Kryo-Elektronenmikroskopie 
L     Liter  
LB     Luria-Bertani 
M     Molar (mol/L)  
m     milli 
MALDI-TOF    Matrix Assisted Laser Deposition Ionization- Time Of Flight 
MgCl2      Magnesiumchlorid 
min     Minute  
MMEJ     Microhomology-mediated end joining 
MMR     Mismatch-Reparatur  
MPD     2-Methyl-2,4-pentanediol 
MS      Massenspektrum 
MS/MS     Tandem Massenspektrometrie 
n     nano  
NaCl     Natriumchlorid 
NaOH     Natriumhydroxid 
NaSCN     Natriumthiocyanat 
NER     Nukleotidexzisionsreparatur (nucleotide excision repair) 
NHE     nicht-homologe Endverknüpfung 
NHEJ     Non homologous end joining  
Ni     Nickel 
nm     Nanometer  
NMR      nuclear magnetic resonance, Kernspinresonanz 
NP-40     NonidentTM P-40, 4-Nonylphenyl-polyethylenglycol 
nt     Nukleotid 
NTA     Nitrilotriacetat 
OB     Oligonukleotid/Oligosaccharid-bindendes Motiv 
OBD     origin binding motif 
OD600     Optische Dichte bei einer Wellenlänge von 600 nm 
ODN     Oligodesoxynukleotid  
ori     origin of replication, Replikationsursprung 
ov     Überhang, overhang 
PAA     Polyacrylamid  
PAGE     Polyacrylamidgelelektrophorese 
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PAK     Polyzyklische aromatische Kohlenwasserstoffe  
PCNA     Proliferating-Cell-Nuclear-Antigen 
pH     Neg. dekadische Logarithmus der Wasserstoffionen-Konzentration 
RFC     Replikationsfaktor C 
RFU     Relative Fluorescence Unit 
RNA     Ribonukleinsäure   
RNase     Ribonuklease  
RP     Reversed phase  
RPA     Replikationsprotein A (replication protein A) 
rpm     rounds per minute, Umdrehung pro Minute 
RT     Raumtemperatur  
s     Sekunden  
SDS     Natriumdodecylsulfat 
SEC     Größenausschluss-Chromatographie, size exclusion column 
ss     Einzelsträngig 
SSB     Einzelstrang-bindenden Proteinen 
ssDNA     einzelsträngige DNA 
T     Temperatur   
t     tert  
Tag     Helikase SV40 T Antigen 
TBE     Tris/Borat/EDTA  
TCR     Transkriptions-gekoppelte Reparatur   
TEAA     Triethylammoniumacetat  
TEMED    N,N´,N´´,N´´´- Tetramethylethylendiamin  
TFIIH     Transkriptionsfaktor II H  
TLS     Translesion DNA synthesis  
Tris     Tris-(hydroxymethyl)-aminomethan  
TTD     Trichothiodystrophy  
U     Units 
UN     Ungeschädigt (Undamaged)  
UNG     Uracil-DNA Glykosylase 
UV     Ultraviolett  
V     Volt 
v/v     volume per volume, Volumenanteil 
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w/v     weight per volume, Massenanteil 
wh     winged helix 
XP     Xeroderma Pigmentosum  
XPA-G     Xeroderma Pigmentosum complementation group A-G  
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